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Plus qu’une simple enveloppe, la peau est un organe à part entière qui recouvre 
presque entièrement le corps et possède une superficie variant entre 1.5 et 2 m² pour un être 
humain adulte. Véritable interface avec le monde extérieur, elle constitue une barrière vitale 
pour l’organisme vis-à-vis de l’environnement. Cette barrière « protectrice » n’est toutefois 
pas totalement hermétique. Elle est perméable, à un degré variable, à de nombreuses 
substances. 
A l’heure actuelle, la peau n’est plus considérée comme une barrière inerte. Elle 
renferme un équipement enzymatique (enzymes de phase I et enzymes de phase II) capable de 
métaboliser les molécules lors de leur diffusion. Ces xénobiotiques, après leur pénétration et 
au cours de leur passage au travers de la peau sont pour certains pris en charge par ces 
systèmes de biotransformation. La peau est donc capable de détoxifier (ou de bioactiver) des 
xénobiotiques avant leur passage dans la circulation sanguine (Hotchkiss, 1998; Sartorelli et 
al., 2000). Il est donc nécessaire de mieux connaître le devenir des substances chimiques 
entrant au contact de la peau, d’une part, pour pouvoir mieux évaluer la fraction de la dose 
réellement absorbée, d’autre part, pour savoir si celle-ci est prise en charge par les systèmes 
enzymatiques exprimés dans la peau. Ces systèmes peuvent former des molécules plus 
hydrosolubles facilitant leur élimination, ou au contraire, peuvent conduire à la formation 
d’intermédiaires toxiques.  
L’évolution des réglementations internationales et européennes a pour conséquence 
une réduction du nombre d’animaux utilisés dans les recherches destinées à garantir 
l’innocuité des médicaments et à évaluer la toxicité de molécules chimiques auxquelles 
l’homme est exposé. En effet, la directive européenne 86/609/CEE réglemente le champ 
d’application de l’expérimentation animale dans l’Union Européenne et s’applique aux 
animaux vertébrés utilisés dans des expérimentations susceptibles de produire « de la douleur, 
de la souffrance, de la détresse ou des dommages durables ». Elle incite donc à utiliser des 
méthodes substitutives à l’expérimentation animale s’inscrivant dans le concept des 3R 
(raffiner, réduire et remplacer) défini par (Russel and Burch, 1959). 
Dans ce contexte, la réglementation européenne appliquée aux produits cosmétiques a 
imposé l’interdiction de l’expérimentation animale pour les produits formulés et pour 
l’évaluation de l’innocuité des ingrédients (2003/15/CEE). Un report d’application jusqu’en 
2013 est accordé pour les études de toxicité à long terme (toxicité par applications répétées, 
reprotoxicité) et de toxicocinétique. A ce jour, les industriels ne disposent de méthodes 
substitutives que dans les domaines de l’évaluation de la corrosion cutanée (OCDE TG 430, 
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431), de la photo-toxicité (OCDE TG 432), de l’absorption cutanée (OCDE 428) et de 
l’irritation cutanée, du moins pour ce qui concerne les méthodes validées par l’ECVAM 
(European Center for the Validation of Alternative Methods). L’industrie cosmétique et 
pharmaceutique est donc demandeuse de nouvelles méthodes in vitro ou ex vivo, afin de 
remplacer les expérimentations animales in vivo.  
La peau humaine excisée est le modèle qui se rapproche le plus de la peau humaine in 
vivo. Cependant, les variations interindividuelles et les difficultés d’approvisionnement en 
explants cutanés humains encouragent au développement de modèles de substitution à la peau 
humaine. Des études comparatives ont été effectuées entre la peau humaine et la peau de 
différents animaux. Elles indiquent que la peau de porc serait le modèle animal le plus proche 
de la peau humaine au niveau morphologique (épaisseur, composition lipidique du stratum 
corneum, densité pileuse, etc.). Des résultats comparables ont été obtenus pour des études de 
pénétration et de métabolisation de molécules hydrophiles aussi bien que lipophiles (Godin 
and Touitou, 2007). La peau de porc ayant de fortes similitudes avec la peau humaine tant au 
niveau morphologique que physiologique, elle semble être un modèle alternatif approprié 
pour étudier l’absorption et la biotransformation de xénobiotiques (Lademann et al., 2006; 
SCCP, 2006), cependant, l’utilisation de ce modèle animal est freinée par le manque de 
connaissance sur ses capacités métaboliques (Oesch et al., 2007). 
La connaissance des voies de biotransformation d’un xénobiotique est indispensable 
pour comprendre son devenir dans l’organisme. Les métabolites formés sont susceptibles de 
posséder des propriétés biologiques différentes de celles de la molécule de départ, et, bien que 
les réactions de biotransformation participent le plus souvent à la détoxification de 
xénobiotiques, dans certains cas, ces réactions peuvent bioactiver ces composés en molécules 
plus toxiques. 
En 2003, l’équipe de recherche du service de pharmacocinétique des laboratoires 
Pierre Fabre (Alain Mavon, PFDC, Vigoulet Auzil) et l’équipe de recherche de l’INRA (Jean 
Pierre Cravedi et Daniel Zalko, Métabolisme des Xénobiotiques, UMR 1089, Saint Martin du 
Touch), ont débuté une collaboration à ce sujet. Le but de cette collaboration était de réunir 
les compétences de chaque équipe afin de mettre au point et de valider un modèle ex vivo de 
peau d’oreille de porc en tant que modèle alternatif à la peau humaine, permettant de mieux 
évaluer le risque d’imprégnation suite à l’application topique de composés diffusant à travers 
la peau et pouvant être métabolisés, soit in situ, soit au niveau hépatique. Des travaux 
préliminaires ont été effectués au sein de l’INRA par Céline Dorio (ingénieur du service de 
pharmacocinétique, PFDC) et ont permis les premiers développements relatifs au modèle ex 
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vivo de peau d’oreille de porc. Ainsi, plusieurs types de cellules de diffusion ont été testés 
ainsi que divers paramètres : épaisseur, diamètre de l’explant de peau, volume de la solution à 
déposer, risques de fuites des différents types de cellules, etc. Des premières études 
concernant la viabilité des explants de peau d’oreille de porc mis en culture, ont également été 
effectuées. 
Mon travail de thèse s’est inscrit dans ce projet, avec la mise en place et la 
caractérisation des capacités métaboliques d’un modèle alternatif à la peau humaine. Ce 
modèle utilise des explants de peau d’oreille de porc en survie posés sur des cellules de 
diffusion statiques. Ce travail a été co-encadré par Mr Daniel Zalko pour l’INRA et par Mr 
Alain Mavon puis Mme Hélène Duplan pour les laboratoires Pierre Fabre. 
Dans un premier temps le modèle de peau d’oreille de porc a été mis en place, en se 
basant sur les données de la littérature mais aussi sur les expérimentations précédemment 
effectuées au sein du laboratoire. Une molécule utilisée classiquement pour la caractérisation 
des enzymes de phase I et de phase II a été utilisée : la 7-éthoxycoumarine (7-EC). Cette 
molécule a conduit à une première mise en évidence de la fonctionnalité des enzymes de 
biotransformation présentes dans la peau d’oreille de porc en survie. 
Dans un deuxième temps, différents xénobiotiques ont été sélectionnés afin d’évaluer 
la fonction barrière du modèle de peau d’oreille de porc et de caractériser plus précisément les 
capacités métaboliques fonctionnelles de ce modèle. 
Le deuxième composé étudié a été la testostérone. Il s’agit d’une hormone 
stéroïdienne au métabolisme largement décrit et dont les métabolites oxydés, selon la position 
d’hydroxylation sur la molécule, sont caractéristiques de l’intervention de certaines enzymes 
de biotransformation. La testostérone présente donc un intérêt évident pour la caractérisation 
des enzymes de phase I fonctionnelles dans le modèle de peau développé. De plus, 
l’utilisation de cette molécule est recommandée par l’Organisation de Coopération et de 
Développement Economiques (OCDE) pour la mise au point de modèles alternatifs dans le 
cadre des études de passage transcutané (OCDE 428). 
Le devenir et le métabolisme du benzo(a)pyrène [B(a)P] par le modèle de peau 
d’oreille de porc ont été explorés. Le B(a)P est un hydrocarbure aromatique polycyclique 
reconnu comme cancérigène pour l’homme par l’IARC (International Agency for Research on 
Cancer). Ce composé est présent dans l’environnement et est formé lors de la combustion de 
matières organiques. Le métabolisme du B(a)P a largement été décrit dans la littérature et 
conduit à la formation de plus d’une vingtaine de métabolites. Il fait intervenir différentes 
voies cytochromes P450 dépendantes. De plus, cette molécule étant très peu soluble en milieu 
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aqueux (comme beaucoup de xénobiotiques), cela nous a amené à adapter le système 
d’explants à l’étude de molécules hydrophobes. 
Les études réalisées avec ce modèle ex vivo ont été étendues à un autre xénobiotique 
présentant un intérêt spécifique sur le plan de la santé humaine : le bisphénol A (BPA). Cette 
substance, produite en très grande quantité, fait partie des contaminants environnementaux 
possédant des propriétés estrogéno-mimétiques. Très peu de données sur la diffusion et le 
métabolisme cutané du BPA sont disponibles. Le modèle de peau d’oreille de porc a donc été 
utilisé pour étudier le devenir de cette molécule après application topique. 
Pour la testostérone et le B(a)P, les résultats obtenus à partir d’explants de peau 
d’oreille de porc ont été comparés à un autre modèle intégré : les « slices » de foie (tranches 
de foie d’une épaisseur de 200µm). En effet, le foie est l’organe de référence en matière de 
métabolisme chez les mammifères. Dans ce système in vitro, les activités enzymatiques de 
phase I et de phase II ainsi qu’une cohésion cellulaire proche de celle de tissus entiers sont 
conservés. 
Les capacités oxydatives du modèle de peau d’oreille de porc ont été évaluées 
comparativement à celles du foie, avec l’emploi de fractions subcellulaires de peau et de foie. 
Des microsomes de foie de rat ont tout d’abord été utilisés pour optimiser les conditions 
d’incubation du B(a)P et de la testostérone. Puis, une étude comparative du métabolisme de 
ces deux molécules par des microsomes de foie et de peau de porc et d’homme a été 
effectuée. Ainsi ont pu être appréhendées les différences tissulaires et inter-espèces en matière 
de métabolisme. 
L’utilisation d’explants de peau humaine s’est avérée indispensable, afin d’évaluer la 
pertinence du modèle de peau d’oreille de porc en tant que modèle alternatif à la peau 
humaine. Dans cette perspective, une étude de la diffusion et du métabolisme du bisphénol A 
sur des explants de peau humaine issus d’abdominoplasties, dans les mêmes conditions que 
pour les explants de peau d’oreille de porc, a été réalisée. 
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I. Structure de la peau 
 
La peau humaine a une surface d’environ 2 m² chez l’adulte et représente un sixième du 
poids corporel. Elle est constituée de différents tissus formant une barrière vitale pour 
l’organisme vis-à-vis de l’environnement extérieur. La peau peut être représentée comme 
l’empilement de 2 régions distinctes : l’épiderme superficiel et le derme sous jacent (Figure 1). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1 : Structure de la peau (modifié de Tortora and Grabowski, 2002) 
 
1. L’épiderme 
 
C'est la couche la plus superficielle de la peau. L’épiderme est un épithélium stratifié 
pavimenteux kératinisé reposant sur le derme par la jonction dermo-épidermique. L’épiderme 
n’est irrigué par aucun vaisseau sanguin et est seulement alimenté par diffusion depuis le derme. 
Il se compose de quatre types de cellules et de quatre à cinq couches distinctes (selon le site 
anatomique). C'est un système cinétique hautement organisé, en renouvellement constant. Les 
cellules épidermiques prolifèrent au niveau de sa couche la plus profonde : la couche basale, et se 
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différencient au cours de leur migration vers les couches supérieures pour former successivement 
la couche épineuse, la couche granuleuse, la couche claire et la couche cornée. Les quatre 
principaux types de cellules qui le composent sont les kératinocytes, les mélanocytes, les cellules 
de Langerhans et les cellules de Merkel. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2 : Schéma des différentes couches et cellules de l’épiderme 
 
a. Cellules de l’épiderme 
 
Les kératinocytes 
Ils constituent 90% des cellules épidermiques. La division cellulaire a lieu dans la couche 
basale et la différenciation quant à elle, se fait lors de la migration vers la surface de la peau où 
les cellules meurent et desquament. Durant leur ascension, ces cellules migrent de manière 
ordonnée et produisent de la kératine. La kératine est une protéine fibreuse et résistante qui 
protège la peau et les tissus sous-jacents contre la chaleur et les substances chimiques. Les 
kératinocytes produisent des granules lamellés qui libèrent un enduit imperméabilisant. 
 
Les mélanocytes  
Ils constituent environ 8% des cellules épidermiques. Les mélanocytes sont des cellules de 
grande taille avec des prolongements cytoplasmiques appelés dendrites qui s’insinuent entre les 
kératinocytes. Ils sont insérés dans la couche basale germinative et reposent sur la lame basale. Ils 
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présentent des vésicules renfermant des mélanosomes, organites responsables de la synthèse de la 
mélanine. La mélanine est un pigment brun qui colore la peau et absorbe les rayonnements 
ultraviolets. 
 
Les cellules de Langerhans  
Cellules de forme étoilée et mobiles, elles se déplacent entre le derme et l’épiderme. Ces 
cellules sont considérées comme des macrophages intraépidermiques, elles sont produites dans la 
moelle osseuse puis migrent dans l’épiderme. Les cellules de Langerhans interviennent 
notamment dans les phénomènes immunologiques épidermiques, dans la maturation des cellules 
épithéliales, dans la kératinisation et dans la régulation des mitoses. 
 
Les cellules de Merckel 
Les cellules de Merckel se situent dans la couche la plus profonde de l’épiderme (couche 
basale germinative). Des fibres nerveuses non myélinisées s’aplatissent et rentrent en contact 
étroit avec ces cellules créant ainsi les disques de Merckel. Cette structure joue le rôle de 
récepteur sensoriel du toucher, participant à l’innervation de la peau.  
 
b. Couches de l’épiderme 
 
L’épiderme se subdivise en plusieurs couches (Figure 2), leur nombre est variable en 
fonction du site anatomique. 
 
La couche germinative ou couche basale (stratum germinativium) : 
C’est la couche la plus profonde de l’épiderme. Elle est composée d’une rangée de 
202H202Hkératinocytes dont certains sont des cellules souches qui se divisent sans cesse pour former de 
nouveaux kératinocytes. Les kératinocytes de la couche basale sont hauts et cylindriques, 
disposés en palissade sur une seule couche. Ils reposent sur la membrane basale qui est ondulée. 
Le cytosquelette de ces cellules possède des filaments composés de kératine qui s’attachent aux 
desmosomes. Les desmosomes relient les cellules de la couche basale entre elles et aux cellules 
de la couche épineuse adjacente. Les filaments de kératine s’unissent aussi à des 
hémidesmosomes qui rattachent les kératinocytes à la membrane basale située entre l’épiderme et 
le derme. La couche basale germinative joue un rôle fondamental pour la cohésion intra et 
intercellulaire, ainsi que dans la régénération épidermique. 
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La couche de Malpighi ou couche « épineuse » (stratum spinosum) : 
Les kératinocytes commencent à s’aplatir et sont répartis sur huit à dix couches pour 
former l’essentiel de l’épaisseur de l’épiderme. Les filaments de kératine deviennent plus épais et 
plus denses, d’où cet aspect de cellules à épines qui les caractérise. Cette couche confère à la 
peau sa résistance et sa souplesse.  
 
La couche granuleuse (stratum granulosum) : 
Les cellules sont considérablement aplaties et sont réparties sur 3 à 5 couches. Leurs 
noyaux et organites commencent à dégénérer et les filaments intermédiaires deviennent de plus 
en plus présents. L’aspect granuleux est dû à la présence de grains de kératohyaline présents dans 
les cellules et de petits grains lamellaires : les kératinosomes ou corps d’Odland. Les 
kératinosomes, qui sont riches en phospholipides, lipides et protéines, contiennent des granules 
lamellés qui libèrent une sécrétion lipidique qui comble les espaces entre les cellules 
superficielles de l’épiderme et améliore son étanchéité. 
 
La couche claire (stratum lucidium) : 
Ce stratum lucidium n’est présent que dans la peau du bout des doigts, de la paume de la 
main et de la plante des pieds. Cette couche est constituée de plusieurs strates de kératinocytes 
aplatis ou morts et aux contours mal définis. La couche claire a pour mission de servir de barrière 
à la peau, contre les agressions physiques (coupures, piqures, …) mais aussi chimiques 
(xénobiotiques, solvants). 
 
La couche cornée (stratum corneum):  
C’est la couche la plus superficielle de l’épiderme. Elle est constituée de 20 à 30 strates de 
cellules. La couche cornée est composée de cellules anucléées formées d'un cytosquelette de 
kératine et empilées les unes sur les autres, appelées cornéocytes. Les cornéocytes, éléments 
constitutifs du stratum corneum, sont des cellules mortes, plates, contenant de l’eau et de la 
kératine. Les grains de kératohyaline se mélangent au réticulum endoplasmique puis aux 
filaments intermédiaires pour former un complexe fibroamorphe très riche en molécules de 
kératine. La membrane cellulaire se densifie, s’épaissit à sa face interne et les lipides 
intercellulaires s’organisent en phases lamellaires. 
Dans la couche cornée, on trouve deux parties, une partie où les 203H203Hcornéocytes sont encore 
reliés les uns aux autres grâce aux cornéodesmosomes, et une autre partie où sous l’action 
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d’enzymes spécifiques, les cornéodesmosomes se dégradent, permettant aux cornéocytes de se 
détacher : c’est la 204H204Hdesquamation. Ce processus participe au renouvellement continu de 
l’épiderme. 
 
2. Le derme 
 
Il se compose principalement de 
tissu conjonctif. Le derme comprend 
des fibres de collagène et des fibres 
élastiques, des vaisseaux sanguins, des 
nerfs, des glandes et des follicules 
pileux. On distingue deux sous-
couches dermiques définies par leur 
structure histologique : le derme 
papillaire et le derme réticulaire 
(Figures 1 et 3). 
Le derme papillaire, ou « zone 
papillaire », compte pour environ un 
cinquième de l’épaisseur totale du 
derme.  
Figure 3 : Coupe histologique du derme et de l’épiderme  
 
Le derme se compose de tissu conjonctif aréolaire comprenant des fibres élastiques fines. De 
petites structures digitiformes, les papilles du derme, accroissent considérablement sa surface. 
Ces structures font saillie dans l’épiderme et certaines d’entre elles contiennent des capillaires en 
boucle (capillaires sanguins). Quelques papilles du derme renferment aussi des récepteurs 
sensoriels du toucher, les corpuscules tactiles capsulés (corpuscules de Meissner) qui sont des 
terminaisons nerveuses enveloppées d’une capsule et sensibles au toucher fin, ainsi que des 
corpuscules tactiles non capsulés qui sont des terminaisons nerveuses libres associées aux 
sensations de chaleur (corpuscules de Ruffini), de froid (corpuscules de Krause), de douleur, de 
chatouillement et de démangeaison (corpuscules de Pacini). 
 Le derme réticulaire, ou zone réticulaire, est fixé au fascia superficiel. Il se compose de 
tissu conjonctif dense irrégulier contenant des fibroblastes, des faisceaux de fibres de collagène et 
quelques grosses fibres élastiques. Quelques adipocytes, des follicules pileux, des nerfs, des 
glandes sébacées et des glandes sudoripares occupent l’espace entre les fibres. L’association de 
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fibres de collagène et de fibres élastiques dans le derme réticulaire confère à la peau sa résistance, 
son extensibilité et son élasticité. 
 
3. Les annexes cutanées 
 
Les annexes cutanées regroupent les glandes cutanées (glandes sudoripares eccrines, 
apocrines et glandes sébacées) et les phanères (poils et ongles). Ces annexes sont d’origine 
épidermique mais situées dans le derme et l'hypoderme. En règle générale, les glandes sébacées 
sont annexées aux poils, l'ensemble constituant les follicules pilo-sébacés. Les glandes 
sudoripares apocrines (produisant et excrétant un soluté riche en protéines, intervenant peu dans 
le processus de thermorégulation) sont annexées à certains de ces follicules pilo-sébacés. Alors 
que les glandes sudoripares eccrines (intervenant dans la sécrétion et la réabsorption 
d’électrolytes, et de cellules myoépithéliales) sont toujours indépendantes des poils. Ainsi, la face 
superficielle de l'épiderme est criblée d'une multitude de petits orifices correspondant aux ostiums 
pilaires et aux pores sudoraux. Ces annexes cutanées remplissent de nombreuses fonctions 
importantes. Les poils et les ongles remplissent un rôle de protecteur, défensif et utilitaire tandis 
que les glandes sudoripares participent à la thermorégulation. 
 
II. Fonctions de la peau 
 
La peau est un organe complexe qui a de multiples fonctions. Elle assure non seulement 
une fonction de protection, mais participe aussi largement à l’homéostasie thermique et hydrique 
de la peau, ainsi qu’a la communication sensorielle. Elle est également impliquée dans la défense 
immunitaire de l’organisme, en particulier grâce aux cellules de Langerhans. Le stratum corneum 
joue un rôle capital dans ces différentes fonctions. 
 
1. Généralités 
 
a. Maintien de la température corporelle 
 
Lutte contre le froid 
Une vasoconstriction cutanée artériolaire s’effectue par le renforcement du tonus 
sympathique. La circulation cutanée se fait alors principalement dans les couches profondes, le 
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tissu adipeux jouant un rôle d’isolant thermique. En surface cutanée, les échanges caloriques 
entre le sang et le milieu extérieur se trouvent ainsi limités. En cas de vasoconstriction forte et 
prolongée, la peau peut souffrir de la diminution de l’apport d’oxygène par le sang, pouvant aller 
jusqu’à la nécrose : ce sont les gelures. 
 
Contre la chaleur 
Une vasodilatation permet au sang de circuler près de la surface cutanée, accentuant ainsi 
la déperdition de chaleur par convection et par rayonnement. La sudation joue un rôle 
considérable dans le refroidissement. La sueur, sécrétée et excrétée par les glandes sudoripares, 
est un soluté hypotonique formé à partir du plasma sanguin. Elle est principalement composée 
d’eau et d’électrolytes, dont les principaux sont le chlorure de sodium, le potassium, et les 
bicarbonates. Le flux sudoral est modulé en fonction des besoins de la thermorégulation. En cas 
d’élévation de la température interne, l’hypothalamus stimule la production et l’évacuation de 
sueur par l’intermédiaire du système nerveux sympathique. La stimulation des glandes eccrines 
peut également être déclenchée par des stimuli émotionnels, trouvant leur origine dans le cortex 
cérébral. 
 
b. Perception 
 
Les terminaisons nerveuses sont sensibles à la chaleur, au froid, au toucher. Ces 
perceptions ont un intérêt de défense et d’adaptation au milieu environnant (mobilisation, 
échanges thermiques), La peau joue un rôle dans la 205H205Hnociception (fonction défensive d’alarme). 
Les terminaisons nerveuses contenues dans la peau, et notamment au bout des doigts, permettent 
à l'homme d'explorer son environnement par le 206H206Htoucher. La peau permet ainsi une sensibilité à la 
207H207Hpression, à la 208H208Htempérature, et à la 209H209Hdouleur. Elle possède quatre types de récepteurs, qui réagissent 
en fonction de 210H210Hstimuli différents : cellules de Merkel (pression), corpuscules de Meissner (tactile), 
corpuscules de Ruffini (chaleur), corpuscules de Pacini (tactile) et corpuscules de Krause (froid). 
Ces récepteurs transmettent à la moelle épinière et au tronc cérébral, des influx qui sont 
acheminés vers le cerveau. 
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c. Respiration cutanée 
 
La peau respire essentiellement de « l'intérieur », elle est naturellement oxygénée par le 
système circulatoire au niveau du derme. La peau absorbe aussi directement l'oxygène de l'air et 
rejette du gaz carbonique. 
 
d. Protection 
 
La peau dresse au moins trois types de barrière entre l’organisme et l’environnement : une 
barrière chimique, une barrière physique et une barrière biologique. 
 
Barrière chimique 
La peau assure une protection chimique grâce à la sécrétion de sébum via les glandes 
sébacées. Les glandes sébacées sont localisées dans le derme moyen. Chaque glande est associée 
à un poil au niveau d’un follicule pilo-sébacé. Les cellules sébacées, en fin de maturation, se 
désagrègent et libèrent leur contenu lipidique dans le canal pilo-sébacé. Le sébum remonte le 
long du poil jusqu’à la surface de la peau. Là, il engaine les tiges pilaires et s’étale à la surface de 
la couche cornée, se mélangeant aux autres lipides de surface (d’origine épidermique) et à la 
phase aqueuse (eau, sueur) du film hydrolipidique de surface. La séborrhée a essentiellement 
comme fonction la constitution du film hydrolipidique de surface ; elle forme avec les lipides 
épidermiques (céramides) la phase huileuse recouvrant la couche cornée, et s’insinue dans les 
espaces inter-cornéocytaires les plus superficiels. 
 
Barrière physique 
La peau assure une protection physique par ses qualités de résistance aux chocs, à 
l’étirement et à la traction. Cette résistance est particulièrement due au stratum corneum via la 
cohésion de la kératine, des desmosomes et du ciment intercellulaire. L’épaisseur de l’épiderme 
est directement adaptée à l’importance des traumatismes potentiels : il est dix fois plus épais au 
niveau des mains et des pieds qu’au niveau du reste du corps. D’autre part, le derme procure 
également une résistance par ses vertus d’élasticité et de souplesse grâce à la présence de 
collagène et d’élastine. 
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Barrière biologique 
La peau dispose de différents procédés pour former une barrière aux microbes, bactéries 
ou autre corps étrangers. La flore cutanée inhibe le développement des champignons et des 
bactéries. Certaines enzymes présentes dans la sueur (lysozymes) peuvent détruire les parois 
cellulaires des bactéries. Si un corps étranger parvient à passer cette première ligne de défense, en 
raison d’une lésion de la peau par exemple, il est pris en charge par le système immunitaire de la 
peau. Les principales cellules impliquées dans la défense immunitaire cutanée sont les cellules de 
Langerhans (épiderme) et les cellules dendritiques (derme). Ces cellules interagissent avec les 
lymphocytes T situés dans les ganglions lymphatiques. 
La peau est également équipée d’un système de protection très important contre le 
rayonnement solaire, les UV pouvant avoir à la fois des effets positifs (synthèse de vitamine D) et 
des effets néfastes sur la peau (brûlure, vieillissement et induction de cancers cutanés). 
Les mélanocytes localisés dans la couche basale de l’épiderme ont pour rôle de protéger la peau 
de ces rayonnements UV. Les mélanines, pigments présents dans l’épiderme représentent l’un des 
principaux chromophores de la peau. Leur rôle est d’absorber l’énergie lumineuse et d’empêcher 
l’endommagement de l’ADN par les UV. La mélanogenèse assure un niveau basal de 
pigmentation de la peau dès la naissance et constitue par la suite un processus évolutif et adaptatif 
capable de répondre à certains stimuli extérieurs, comme les rayonnements ultraviolets de la 
lumière solaire. 
 
2. Barrière cutanée 
 
Un des rôles essentiels de la peau est de constituer une barrière à la pénétration des agents 
chimiques extérieurs ainsi qu’à la fuite de l'eau et des éléments constitutifs du milieu intérieur. 
Cependant, cette barrière n’est pas absolue. En effet, la peau participe au contrôle de 
l’homéostasie générale de l’organisme en régulant la perte corporelle en eau et en électrolytes 
(Blank, 1953). Elle est perméable aux molécules de petite taille (<500 daltons) auxquelles elle est 
exposée : seul le degré de perméabilité varie. Il est lié principalement à l’état physiologique de la 
peau et aux propriétés physico-chimiques des composés dont elle est supposée restreindre l’entrée 
(Marty, 1976). Le stratum corneum, de par sa structure et sa composition, constitue la barrière 
principale. 
La couche cornée ou stratum corneum est la partie la plus superficielle de l’épiderme et 
constitue l’épiderme mort. Son épaisseur varie généralement de 8 à 20 µm (Agache, 2000). La 
couche cornée est une couche desquamante ce qui assure son renouvellement toutes les 2 à 3 
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semaines. Son architecture est classiquement assimilée à un mur de briques. Les briques 
représentent les cornéocytes qui sont des cellules aplaties de nature hydrophile de par leur 
contenu en kératine. Les cornéocytes sont entourés d’un « ciment » lipophile constitué de lipides 
(Hadgraft, 1979). Les espaces intercornéocytaires ont une largeur moyenne de 0,1 μm. Les 
lipides sont un mélange hétérogène et proviennent des corps d’Odland, organites lamellaires 
contenus dans les cellules du stratum granulosum. Les lipides majoritaires du stratum corneum 
sont les céramides (45-50%), le cholestérol (25%) et des acides gras libres (15%) (Wertz et al., 
1987; Law et al., 1995; Madison, 2003). Un dérèglement dans la proportion de ces trois familles 
de lipides entraîne une modification de la fonction barrière. Dans le stratum corneum humain, 9 
classes de céramides ont été identifiées (De Jaeger and Proteau, 2003; Ponec et al., 2003). Ces 
lipides sont organisés en bicouches lamellaires, au niveau des espaces intercornéocytaires. Dans 
la structure de ces couches, on peut distinguer deux formes d’organisation des lipides : l’état 
cristallin (arrangement orthorhombique) et un état gélifié (arrrangement hexagonal). L’état 
cristallin représente la conformation la plus dense conférant au stratum corneum des propriétés de 
barrière optimale. La plus grande proportion de lipides dans un ordre hexagonal se situe dans les 
couches les plus superficielles de la surface de la couche cornée. Les lipides sont plus organisés 
dans les couches les plus profondes du stratum corneum. Des études effectuées en microscopie 
électronique du stratum corneum ont démontré la perte d’organisation lamellaire des lipides dans 
les couches les plus superficielles de la couche cornée (Berry et al., 1999). Cette structure en 
bicouches lamellaires alterne des zones hydrophiles et lipophiles qui conditionnent la fonction 
barrière, les échanges d’eau entre l’organisme et le milieu extérieur, ainsi que l’hydratation du 
stratum corneum (Grubauer et al., 1987). 
Le stratum corneum peut être considéré comme un réservoir à partir duquel la substance 
stockée peut diffuser vers les couches cutanées les plus profondes (Hadgraft, 1979; Rougier et al., 
1999). 
 
III. L’absorption percutanée 
 
L’absorption percutanée proprement dite correspond au transfert d’une substance à travers 
la peau depuis le milieu extérieur jusqu’au sang. Elle peut être définie comme la somme de trois 
événements successifs : un contact au niveau de la couche cornée, une pénétration au travers de 
chaque structure du tégument (couche cornée, épiderme vivant, derme et annexes pilosébacées) et 
une phase de résorption dans la microcirculation dermique papillaire et lymphatique (Potts et al., 
1992). L’étape de pénétration est, en termes physiques, une diffusion passive sous la dépendance 
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d’un partage qui se produit à l’interface environnement/couche cornée. La pénétration est 
facilitée si le pénétrant a une forte tendance à se séparer du véhicule de dépôt et à migrer à travers 
les différentes couches de l’épiderme et du derme jusqu’aux capillaires sanguins.  
 
1. Les différentes voies de pénétration percutanée des molécules 
 
Anatomiquement, deux voies distinctes s’offrent pour la pénétration des substances : 
d’une part, la voie transépidermique et d’autre part, la voie transfolliculaire. 
Pour la voie transépidermique, la diffusion de la molécule s’effectue soit à travers les 
cellules cornées, essentiellement constituées de protéines hydrophiles, soit à travers les espaces 
intercellulaires de la couche cornée, constitués de lipides (Scheuplein, 1965). Du fait de son 
caractère amphiphile, le domaine intercellulaire hydrolipidique constitue un canal de diffusion 
préférentiel pour les substances lipo- et hydrosolubles. Les substances lipophiles diffusent à 
travers les zones hydrophobes des bicouches lipidiques intercellulaires. Les composés plus 
hydrophiles migrent, d’une part, à travers les zones hydrophiles des bicouches lipidiques 
intercellulaires et d’autre part, en utilisant la voie intracellulaire. 
Les substances lipophiles peuvent également emprunter la voie transfolliculaire via les 
follicules pilosébacés et/ou les glandes sudoripares. Cependant, cette voie reste minoritaire. 
La pénétration ne s’effectue pas uniquement par l’une des voies. Les deux participent au 
phénomène, et la pénétration globale est la résultante d’un passage transépidermique et d’un 
passage par les annexes. 
 
2. Les facteurs de modulation de la perméabilité cutanée  
 
L’absorption percutanée d’une molécule va dépendre de la fonction barrière de la peau 
(donc du type de peau), des propriétés physicochimiques de la molécule, et du véhicule dans 
lequel une substance chimique entre au contact de la peau. 
 
a. Facteurs biologiques 
 
Age et sexe 
La diffusion cutanée varie peu avec l’âge du sujet. Des modifications ont pu être 
observées au delà de 60-70 ans. Chez le sujet de plus de 60 ans, la sénescence cutanée avec 
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diminution de l’hydratation peut être responsable d’une diminution modérée de l’absorption 
percutanée des molécules hydrophiles (pas de changement pour les molécules lipophiles) (Roskos 
and Guy, 1989). La différence d’épaisseur de la peau est importante chez le nouveau-né et 
d’autant plus chez les prématurés. La couche cornée est immature chez le prématuré avec une 
diffusion percutanée 100 à 1000 fois supérieure à celle d’un nouveau-né à terme. La fonction 
barrière est donc directement liée à l’âge gestationnel. 
Les différences de perméabilité cutanée sont peu significatives entre les deux sexes, 
compte tenu des variations interindividuelles importantes. Elles sont expliquées par les 
différences d’épaisseur du stratum corneum et par la variation de sa composition en lipides entre 
chaque individu. 
 
Zone de la peau 
La peau n’est pas uniformément perméable sur toute la surface du corps. Les variations 
sont dues essentiellement à l’épaisseur du stratum corneum. Une augmentation de l’épaisseur 
conduit d’une part à une augmentation du temps de latence nécessaire à l’établissement de 
l’équilibre du gradient de concentration, et d’autre part à une diminution du flux. 
Ainsi, les zones palmoplantaires sont relativement peu perméables compte tenu de 
l’épaisseur du stratum corneum. 
Une peau altérée physiquement (blessures, excoriations, délaminations par arrachages du 
stratum corneum par des adhésifs) ou chimiquement (détergents, acides, bases) voit sa 
perméabilité augmentée. 
 
Espèce 
Par rapport aux autres espèces de mammifères, la peau humaine est généralement 
considérée comme la peau la moins perméable aux substances chimiques, d’après des études ex 
vivo (Bronaugh et al., 1982a; Godin and Touitou, 2007). Les différences de composition lipidique 
du stratum corneum, son épaisseur et sa structure sont des facteurs importants en ce qui concerne 
la perméabilité de la peau (Walters and Roberts, 1993). La perméabilité cutanée est considérée 
comme allant dans l’ordre décroissant lapin > rat > cobaye > porc > singe Rhésus > homme 
(Bartek et al., 1972; Bronaugh et al., 1982a). Par exemple, la peau de rat est deux à dix fois plus 
perméable que la peau humaine en fonction de la molécule étudiée (ECETOC, 1993). De plus, 
pour une même espèce, les quantités absorbées peuvent varier en fonction du site anatomique. Par 
exemple, la peau du scrotum est 20 fois plus perméable que la peau de l’avant bras chez l’homme 
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(Wépierre, 1970). Ces deux constatations sont en partie liées à la variabilité d’épaisseur de la 
couche cornée et de l’épiderme, qui sont le principal facteur déterminant dans l’absorption. 
 
b. Facteurs liés aux propriétés physicochimiques des substances 
chimiques 
 
L’absorption et la diffusion cutanée d’une molécule va dépendre de ses caractéristiques 
physicochimiques (taille, poids moléculaire, état ionique, polarité), de son affinité pour le stratum 
corneum et de sa stabilité dans le véhicule (Berner and Cooper, 1984). 
Le poids moléculaire d’une substance est le paramètre le plus important permettant de 
prédire sa diffusion à travers la peau. Ainsi, des molécules complexes de haut poids moléculaire 
pénètrent difficilement dans la couche cornée (Siddiqui, 1989). La diffusion percutanée décroit de 
manière exponentielle avec l’augmentation du poids moléculaire (Potts and Guy, 1992; 
Magnusson et al., 2004). La diffusion à travers la peau humaine de molécules de poids 
moléculaire supérieur à 500 daltons est très faible. 
D’autre part, compte tenu de la structure de la couche cornée, les molécules les mieux 
absorbées sont à la fois liposolubles et hydrosolubles (Marty, 1976). 
 Les molécules non ionisées diffusent plus facilement à travers le stratum corneum que les 
molécules ionisées. Les différences de diffusion sont plus faibles pour les molécules hydrophiles 
que pour les molécules lipophiles (Hadgraft and Valenta, 2000). 
 
c. Facteurs liés aux conditions de contact avec la substance étudiée  
 
Le rôle du véhicule (ou excipient) est essentiel. L’aptitude d’une molécule à traverser la 
couche cornée dépend de son affinité pour la couche cornée, mais aussi de son véhicule, ces deux 
paramètres déterminant un coefficient de partage entre le véhicule et la couche cornée. Un autre 
paramètre à prendre en compte est la saturation du principe actif dans le véhicule. En effet, la 
diffusion est d’autant meilleure que la concentration est voisine de la saturation. Le choix du 
véhicule de dépôt est donc un élément très important, en particulier lors de la formulation de 
médicaments destinés à être appliqués sur la peau. L’efficacité thérapeutique d’un principe actif 
peut varier selon le véhicule choisi. 
Certains solvants peuvent modifier la pénétration percutanée d’une substance. Ainsi, 
respectivement, l’éthanol et le diméthylsulfoxide (DMSO) quadruplent la pénétration du sarin 
(Fredriksson, 1969) en provoquant un gonflement des cellules basales. 
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Il a été montré que l’administration sous occlusion augmentait d’un facteur de deux à dix 
la pénétration percutanée d’une dizaine de pesticides (Grissom and Shah, 1992). L’occlusion a 
pour conséquence d’augmenter l’hydratation et la température du stratum corneum, ainsi que le 
débit sanguin cutané. L’eau se fixant à la kératine, l’hydratation a pour effet de gonfler la couche 
cornée en diminuant sa densité et sa résistance à la diffusion, augmentant donc l’absorption 
percutanée. 
 
 
IV. Métabolisme des xénobiotiques et métabolisme cutané 
 
Après leur absorption par voie orale, pulmonaire ou cutanée, les molécules exogènes à 
l’organisme ou « xénobiotiques » peuvent être éliminés totalement ou partiellement sous forme 
inchangée, s’accumuler dans l’organisme ou subir des transformations chimiques non 
enzymatiques ou enzymatiques. Le métabolisme, ou biotransformation, représente le plus souvent 
l'ensemble des réactions biochimiques que subissent les substances endogènes et exogènes, 
résultant en une diminution de leur lipophilicité et en une augmentation de leur caractère 
hydrosoluble. Le but ultime du métabolisme est de faciliter l'excrétion de ces substances hors de 
l'organisme, ce qui est essentiel à sa survie. Le foie est l'organe de référence en terme d'activité de 
biotransformation des xénobiotiques et il contient les plus grandes quantités et variétés 
d’enzymes de phase I (enzymes d’oxydation) et d’enzymes de phase II (enzymes de 
conjugaison). La biotransformation comporte généralement deux étapes : une étape de 
fonctionnalisation ou phase I, et une étape de conjugaison ou phase II qui va utiliser ces fonctions 
pour conjuguer ces molécules, encore relativement lipophiles, à des entités fortement 
hydrosolubles, pour en faciliter l’excrétion. 
En raison de sa masse importante et de sa richesse en enzymes de biotransformation, le 
foie joue un rôle primordial dans le métabolisme des molécules endogènes (anabolisme et 
catabolisme) aussi bien qu’exogènes (xénobiotiques). Cependant, d’autres organes ou tissus, tels 
que: les reins, l’intestin, les poumons ou encore la peau, expriment des capacités de 
biotransformation . Les activités enzymatiques de ces organes sont quantitativement plus faibles 
que celles du foie mais ces tissus, à l’interface du milieu externe et du milieu interne, peuvent 
contrôler la pénétration des xénobiotiques dans l’organisme (poumons, peau, intestin), être le lieu 
d’accumulation des xénobiotiques. D’autres peuvent remplir des fonctions spécifiques (exemple : 
synthèse des hormones stéroïdiennes dans les surrénales). Les systèmes métaboliques de 
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détoxification des poumons, de la peau et de l’intestin jouent un rôle important pour la défense de 
l’organisme. 
La plupart des enzymes de biotransformation identifiées dans le foie et les autres tissus 
(intestin, poumons, etc.) sont présentes dans la peau (Pannatier et al., 1978). Cependant, sur le 
plan quantitatif, l’activité des enzymes de biotransformation de la peau est généralement 
considérée comme étant très inférieure de celle du foie. Très peu de données sont disponibles, en 
ce qui concerne les activités enzymatiques exprimées dans la plupart des tissus extraahépatiques. 
Il est considéré que 0.1 à 28% des activités du foie sont exprimées dans la peau pour les enzymes 
de phase I et 0.6 à 50% pour les enzymes de phase II (Hotchkiss, 1998; Hewitt et al., 2000).  
La peau a longtemps été considérée uniquement comme une barrière physique passive vis-
à-vis de l’environnement. Ces vingt dernières années, de nombreux travaux ont démontré que la 
peau était métaboliquement active, en particulier grâce à l’activité enzymatique localisée au 
niveau de l’épiderme. Elle est capable de biotransformer les xénobiotiques afin d’en faciliter 
l’excrétion dans la bile ou l’urine. Cependant, dans certains cas, un composé peut être bioactivé et 
devenir toxique (Hotchkiss, 1998; Sartorelli et al., 2000).  
Le métabolisme cutanée a bien moins été étudié que celui d’organes classiquement 
impliqués dans le métabolisme des xénobiotiques, comme le foie, les reins, les poumons ou 
l’intestin. La plupart des informations concernant le métabolisme cutané ont été obtenue via 
l’étude de culture de kératinocytes et des études de passage sur peau viable (Kao et al., 1985; 
Oesch et al., 2007). Il est toutefois clairement établi que la peau contient un équipement 
enzymatique complet avec des enzymes de phase I et des enzymes de phase II fonctionelles. 
 
1. Enzymes de phase I 
 
a.  Les monooxygénases à cytochromes P450 (CYP) 
 
La première étape (réaction de phase I) de la biotransformation d’un xénobiotique est 
souvent une oxydation catalysée par des enzymes de la famille des cytochromes P450 (CYP). Les 
cytochromes P450 forment une superfamille multigénique d’enzymes impliquées dans le 
métabolisme oxydatif de molécules très diverses, comprenant aussi bien des xénobiotiques 
(médicaments, pesticides, polluants, toxiques, cancérigènes, …) que des substances endogènes 
(hormones stéroïdiennes, acides gras, vitamines, …). Ces cytochromes P450 sont des enzymes 
membranaires principalement localisées dans le réticulum endoplasmique. Toutes espèces 
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confondues, on connaît à l’heure actuelle plus de 300 cytochromes P450 qui sont classés en 
familles et sous-familles. Une même famille se définit par plus de 40% d’homologie dans la 
séquence en acides aminés de l’enzyme et une sous-famille par plus de 55% d’homologie de 
séquence. La nomenclature des cytochromes traduit le classement d’un système enzymatique 
dans une famille (chiffre), sous-famille (lettre) et numéro d’ordre (chiffre). Les cytochromes 
P450 sont composés d’une partie protéique, l’apoprotéine, et d’un groupement prosthétique 
constitué d’une protoporphyrine liée à un atome de fer par quatre liaisons covalentes (Figure 4).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4: Structure tridimensionnelle du Cytochrome P450 (protoporphyrine IX 
représentée en bleu) 
 
La réaction d’oxydation fait intervenir l’oxygène moléculaire et le nicotinamide adénine 
dinucléotide phosphate (NADPH). L’insertion d’un atome d’oxygène dans un substrat est 
l’aboutissement de la réaction d’hydroxylation catalysée par le cytochrome P450. La réaction 
catalysée par le cytochrome P450 peut être décrite par un cycle réactionnel qui comporte les 
différents états redox successifs de la protéine. Il est pratique d’abréger ces états en désignant 
uniquement l’état du fer au centre de l’hème (Figure 5). 
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1- Fixation du substrat sur le site actif de l’enzyme dont le fer hémique est sous forme 
ferrique avec expulsion des molécules d’eau présentes dans le site actif et rupture de la liaison 
Fer-H2O 
2- Réduction du fer ferrique (3+) en fer ferreux (2+) par transfert d’un électron de la 
NADPH-P450 réductase sur le fer ferrique 
3- Fixation de l’oxygène moléculaire sur la sixième liaison du fer hémique 
4- Incorporation d’un électron supplémentaire et réduction du dioxygène ferreux en 
complexe activé capable de réagir avec le substrat 
5 et 6- Deux protonations nécessaires pour la libération d’une molécule d’eau et pour le 
clivage hétérolytique de la liaison dioxygène 
7- Transfert de proton du substrat vers l’oxygène et formation d’intermédiaires radicalaires 
OH· et R· 
8- Addition du radical hydroxyl (OH·) sur le radical R· (à ce stade, il peut y avoir formation 
de radicaux libres pouvant générer un stress oxydant) 
9- Libération du produit du groupement héminique 
 
 
Figure 5: Cycle catalytique du cytochrome P450 
 
Parmi les 17 familles de CYP connues chez les mammifères, les formes prépondérantes 
de CYP chez l’homme, sont représentées par les sous-familles CYP1A, CYP2C et CYP3A. 
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La plupart des CYP450 présents dans le foie sont également exprimés dans la peau, mais 
en quantité plus faible. Cela inclut les CYP impliqués dans le métabolisme de procarcinogènes 
(CYP1A1, CYP1A2, CYP1B1, CYP2A6, CYP2B6, CYP2E1, CYP2D6, CYP3A4/5) et dans le 
métabolisme de médicaments (CYP1A2, CYP2E1, CYP3A4) (Janmohamed et al., 2001; Ahmad 
and Mukhtar, 2004). 
Un CYP est très rarement spécifique d’un substrat : il métabolise plusieurs substrats 
différents et un substrat peut être métabolisé par plusieurs CYP. Le CYP1A1 est inductible par 
les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) et constitue de ce fait un biomarqueur 
d’exposition à ces polluants (Baron et al., 2001). Le CYP3A4 joue un rôle majeur dans le 
métabolisme oxydatif des médicaments. Il s’agit du CYP prépondérant chez l’homme (foie et 
épithélium intestinal). Les CYP2B1 et CYP2B6 sont impliqués dans des réactions de O-
désalkylation. Il semble même que certaines isoformes soient spécifiques de la peau (Oesch et al., 
2007) comme le CYP2B12, particulièrement présent dans les glandes sébacées et qui serait 
responsable de l’époxydation des lipides. La plupart des CYP sont exprimés au niveau de 
l’épiderme et des glandes sébacées, par exemple le CYP1A1 et CYP1B1 (Katiyar et al., 2000) et 
les CYP2A6, 2B6 et 3A4 (Janmohamed et al., 2001).  
 
b. Autres enzymes de phase I 
 
Flavines mono-oxygénases (FMO) 
Les mono-oxygénases à flavines sont des enzymes qui fixent le flavine adénine 
dinucléotide (FAD) et catalysent avec l’aide du NADPH, l’oxygénation d’atomes nucléophiles 
comme le phosphore, l’azote ou le soufre qui sont présents dans de nombreux composés 
exogènes comme les médicaments. Ces enzymes agissent en les détoxifiant par formation de 
produits plus hydrosolubles et moins réactifs. Les FMO sont présentes dans l’épiderme, les 
glandes sébacées et les follicules pileux (Janmohamed et al., 2001). Les FMO sont exprimées à 
des niveaux similaires à ceux des CYP dans la peau (Oesch et al., 2007) . 
 
Les alcools et aldéhydes déshydrogénases (ADH et ALDH) 
Ces enzymes catalysent l’oxydation de fonctions alcool en aldéhydes ou cétones, puis en 
acides carboxyliques. La réaction d’oxydation ne fait pas intervenir une molécule d’oxygène 
comme pour les CYP ou les FMO. Les ADH et ALDH ont été détectées dans l’épiderme, les 
glandes sébacées et les follicules pileux (Cheung et al., 2003). 
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Les monoamines oxydases (MAO) 
Les monoamines oxydases existent sous deux isoformes (MAO-A présente dans le 211H211Hfoie, le 
212H212Htube digestif et le 213H213Hplacenta, et MAO-B surtout présente dans les 214H214Hthrombocytes). Elles catalysent la 
désamination oxydative des amines primaires pour former des aldéhydes. Il a été montré que ces 
deux classes d’enzymes étaient exprimées dans la peau (Nordquist and Oreland, 2007). 
 
Estérases 
Les estérases interviennent dans l’hydrolyse des fonctions esters présentes sur les 
xénobiotiques, libérant les fonctions alcool et acide carboxylique correspondantes. Les estérases 
sont présentes dans la peau à des niveaux significatifs (10% de l’activité hépatique) (Pillai et al., 
2004). Cette propriété est très utilisée pour le développement des prodrogues. En effet, des 
prodrogues inactives peuvent être appliquées sur la peau, diffuser à travers l’épiderme et être 
activées après hydrolyse par les estérases. 
 
Epoxydes hydrolases 
Les époxydes hydrolases (EH) sont des enzymes microsomales réalisant la détoxification 
des époxydes par hydratation et formation de diols. L’hydrolyse du benzo(a)pyrène époxyde par 
les époxydes hydrolases a été observée dans la peau et les follicules pileux humains avec un 
niveau d’activité enzymatique microsomal cutané très significatif, puisqu’il représente de 3 à 
28% du niveau d’activité exprimé par le foie (Oesch et al., 1978). 
 
2. Enzymes de phase II  
 
Les principaux systèmes enzymatiques réalisant ces transformations appartiennent à la 
famille des transférases. Ces enzymes catalysent la réaction entre un substrat nucléophile (alcool, 
acide carboxylique, amine ou thiol) et un substrat hydrosoluble électrophile. 
 
a. UDP-glucuronyltransférase (UGT) 
 
La glucuronoconjugaison est catalysée par des UDP-glucuronyltransférases, qui favorisent 
la fixation de l'acide glucuronique sur un atome d'oxygène, d'azote ou de soufre d'une molécule, 
pour former des conjugués glucuronides. Les UGT font partie intégrante de la membrane du 
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réticulum endoplasmique. On distingue 2 familles d’UGT sur la base de leur séquence en acides 
aminés. Les membres de la famille UGT1 utilisent une large gamme de substrats endogènes et 
exogènes et sont codés par un seul gène. Les enzymes de la famille UGT2 sont codées par 
différents gènes et ont entre autres comme substrats les composés stéroïdiens. Dans la peau, 
l’activité UDPGT apparaît importante, elle représenterait de 0,6 à 50% de l’activité hépatique 
(Oesch et al., 2007). Dans la peau humaine, l’activité UDPGT a été observée principalement dans 
l’épiderme et dans les annexes cutanées (Hotchkiss, 1998; Moss et al., 2000). Il a été mis en 
évidence qu’il existe, comme au niveau du foie, une différence d’expression de l’activité des 
UDPGT dans la peau de rat, en fonction du sexe, avec une activité plus importante chez les mâles 
que chez les femelles.  
 
b. Sulfotransférases 
 
La sulfoconjugaison est un mécanisme de transfert qui permet l’addition d’un groupement 
sulfate sous forme activée sur une molécule fonctionnalisée. Le donneur de sulfate est le 3’-
phosphoadénosine-5’-phosphosulfate (PAPS) formé à partir d’adénosine triphosphate (ATP) et 
de sulfate inorganique. Le transfert du groupement sulfate est catalysé par les sulfotransférases 
localisées dans la fraction soluble du cytoplasme cellulaire. Dans la peau, les sulfotransférases 
sont principalement localisées dans l’épiderme et leur activité est en lien avec le processus de 
desquamation de la peau (Yourick and Bronaugh, 2000). 
 
c. Glutathion S-transférase 
 
Les glutathion-S-transférases (GSTs) sont une superfamille d'enzymes catalysant la 
conjugaison entre le glutathion réduit et des xénobiotiques électrophiles (composés aromatiques, 
époxydes, etc.). Chez l’homme, les glutathion-S-transférases sont présentes dans les fractions 
cytosoliques et microsomales de foie. Une activité GST a été mise en évidence dans la peau et les 
kératinocytes humains (Raza et al., 1991; Gelardi et al., 2001). Sur les cinq isoformes de GST 
(alpha, mu, pi, thêta et sigma), c’est la forme pi qui semble prédominer dans la peau humaine. 
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d. N-Acétyltransférase 
 
La N-acétyltransférase (NAT) est une enzyme cytosolique responsable de la 
biotransformation de divers composés (amines aromatiques, sulfonamides, hydrazines, etc.). 
Deux isoenzymes ont été identifiées chez l’homme : NAT1 et NAT2. Les NAT1 sont exprimées 
dans la majorité des tissus, contrairement aux NAT2, principalement présentes dans le foie et 
l’intestin. Seule NAT1 a pu être détectée dans des kératinocytes humains (Reilly et al., 2000). 
 
Le métabolisme cutané peut :  
• activer des composés inertes en métabolites toxiques ou cancérigènes comme les 
hydrocarbures aromatiques polycycliques par exemple le benzo(a)pyrene (Ng et al., 1992) 
ou le 3-methylcholanthrene (Cooper et al., 1980), 
• biotransformer un composé toxique en un métabolite inactif comme les amines 
aromatiques comme le para-aminophénol (Nohynek et al., 2005) 
• convertir des molécules actives en métabolites actifs comme pour la testostérone et 
l’œstradiol (Collier et al., 1989), 
• activer des prodrogues (Davaran et al., 2005). 
 
3. Facteurs influençant le métabolisme cutané 
 
Comme pour le foie, des études in vivo chez l’homme, ont mis en évidence des variations 
interindividuelles importantes du métabolisme cutané. Elles peuvent être dues à la diversité 
génétique des individus, à des différences liées à l’âge, au sexe, à l’état de santé de l’individu et 
de la zone de peau exposée. Il s’agit d’un facteur important qui distingue nettement les études 
chez l’homme de celles réalisées chez l’animal de laboratoire où les variations de l’équipement 
enzymatique et les variations d’expression des enzymes sont moins importantes. 
 
4. Importance du métabolisme cutané 
 
La peau est capable de métaboliser les composés avant leur passage dans la circulation 
sanguine et cette biotransformation pourrait influencer la diffusion d’un composé à travers la 
peau. En effet, le stratum corneum limite l’absorption percutanée de xénobiotiques grâce à son 
effet barrière. Or, le stratum corneum possède des enzymes fonctionnelles qui vont 
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biotransformer, en particulier, les composés lipophiles en molécules plus hydrophiles qui vont 
diffuser plus facilement à travers l’épiderme et le derme. Le métabolisme peut donc avoir une 
influence sur la diffusion percutanée de composés très peu solubles ou lipophiles. 
La connaissance du métabolisme cutané apparait capitale car ce dernier peut être mis à 
profit pour développer de nouvelles prodrogues mais aussi pour diminuer les risques de toxicité 
locale de divers xénobiotiques. 
 
 
V. Modèles expérimentaux d’étude du métabolisme cutané 
 
Face à l’évolution des réglementations internationales visant à réduire le nombre 
d’animaux utilisés dans les domaines pharmaceutique et cosmétique, le développement de 
méthodes alternatives (in vitro ou ex vivo) à l’expérimentation animale est nécessaire. 
Le choix de l’approche expérimentale et du modèle cutané pour l’étude de l’absorption et 
du métabolisme d’une molécule est une étape clé. Plusieurs approches expérimentales sont 
possibles : l’approche in vivo qu’elle soit menée chez l’animal ou l’homme, l’approche in vitro 
avec des modèles de peau reconstruites ou des cultures cellulaires, et l’approche ex vivo, au 
moyen d’explants cutanés d’origine animale ou humaine.  
 
Le choix du modèle et de l’approche expérimentale se doivent de prendre en compte :  
 
• les critères scientifiques : pertinence physiologique du modèle choisi (espèce, structure de 
la peau, etc.), prédictibilité (extrapolation à l’homme), fréquence de son utilisation dans 
les études déjà publiées, 
• les critères éthiques et réglementaires (notamment pour les approches in vivo sur l’animal 
et l’homme), 
• les critères économiques, techniques (facilité de mise en œuvre) et statistiques 
(reproductibilité du modèle). 
 
1. Les approches in vivo 
 
Les études in vivo sont effectuées sur des volontaires humains ou sur des animaux de 
laboratoire, en général des rongeurs. Le rat est l’espèce la plus souvent utilisée pour ces études in 
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vivo, en raison du nombre d’études de toxicologie et de pharmacocinétique déjà effectuées sur ce 
modèle. Le rat mâle est l’animal préconisé pour les études de diffusion cutanée in vivo par 
l’OCDE et l’agence américaine de protection de l’environnement (USEPA). Cependant, il est 
généralement admis que les résultats d’absorption percutanée obtenus chez le rat sont surestimés 
par rapport à l’homme. Le principal désavantage de l’utilisation d’animaux de laboratoire est la 
différence morphologique et enzymatique entre la peau de rongeurs et la peau humaine. On peut 
parfois observer des facteurs de transfert 2 à 10 fois moindre pour l’homme, expliqués par une 
structure et une épaisseur de l’épiderme humain très différentes (Rougier et al., 1987). 
L’utilisation du porc ou du singe, chez qui la structure de l’épiderme est proche de celle de 
l’homme est souhaitable, mais toutefois difficile dans le cas des études cinétiques qui nécessitent 
de nombreux individus, du fait de la taille de ces animaux et, dans le deuxième cas, des difficultés 
inhérentes à l’expérimentation sur les primates. 
 
Plusieurs types d’études sont effectués in vivo sur la peau, des études toxicocinétiques, de 
toxicité aigüe, d’irritation, de corrosion ou de sensibilisation cutanée. Dans le cadre de cette 
thèse, nous nous sommes intéressés aux études de passage et de métabolisation cutanée. 
 
Pour l’étude du passage et du métabolisme cutané, trois types d’études sont réalisés in vivo, après 
application du composé sur la peau :  
• quantification du composé d’intérêt dans le sang et les excreta 
• quantification du composé dans la peau après biopsie 
• quantification du composé dans les différents tissus. 
 
a. Principe d’un test in vivo standard chez l’animal 
 
L’étude de l’absorption percutanée et du métabolisme in vivo consiste à appliquer une 
quantité définie d’une substance à étudier pendant une durée établie sur une surface et un site 
anatomique définis (le dos et l’oreille pour l’animal) (Reifenrath et al., 1991). Les animaux sont 
alors placés en cage à métabolisme pendant la durée de l’expérimentation, avant d’être sacrifiés.  
Afin de connaître la quantité totale absorbée et les métabolites formés, les excreta, les 
fluides biologiques et les tissus sont prélevés à des temps donnés et analysés pour quantifier le 
composé d’intérêt et ses métabolites. De nombreuses méthodes permettent de quantifier 
l’absorption percutanée in vivo mais en raison des très petites quantités de xénobiotiques 
absorbées par la peau, beaucoup d’auteurs ont eu recours à l’emploi de molécules radio-
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marquées. L’emploi de molécules radiomarquées est recommandé par l’OCDE pour les études de 
diffusion percutanée in vivo ou in vitro. La substance à tester est idéalement radiomarquée sur 
une position métaboliquement stable et appliquée sur 5 à 10% de la surface de la peau de l’animal 
(chez le rat : 10 cm²). L’OCDE recommande d’appliquer 10 µl/cm² pour une substance liquide et 
1 à 5 mg/cm² pour un solide. La quantification de la radioactivité peut se faire dans les excreta, 
dans le plasma et dans la peau elle même. 
La zone du dépôt peut être délimitée par un cylindre, en verre ou en plastique, fixé à la 
surface cutanée par des colles cyanolites. 
La durée de l’expérience doit refléter les conditions physiologiques : une exposition 
comprise entre 6 et 24 heures entre le dépôt de la molécule d’intérêt et le nettoyage du site 
d’application. Selon l’OCDE, les animaux doivent être sacrifiés à des intervalles de temps 
différents (1, 2, 4, 10 et 24 heures) afin d’effectuer une cinétique pour tous les tissus. 
Un bilan est effectué avec l’étude de la répartition de la radioactivité à la surface de la 
peau, dans la peau (épiderme, derme), l’urine, les fèces, l’air expiré, le sang et la carcasse de 
l’animal. La radioactivité retrouvée doit être comprise entre 90 et 110% de la radioactivité 
appliquée au début de l’expérience. Le taux d’absorption est habituellement donné en 
pourcentage de la dose appliquée et obtenu en additionnant les quantités récupérées dans l’urine, 
les fèces, l’air expiré, le sang, la carcasse et la peau. Si l’animal n’est pas sacrifié, il y a une 
estimation de l’absorption basée sur les mesures dans l’urine, des fèces et du sang (OECD 427). 
 
b. Principe d’un test in vivo standard chez l’homme 
 
Chez l’homme, l’étude de l’absorption est limitée aux produits non toxiques et est 
étroitement réglementée par la Déclaration d’Helsinki de 1964 et celle de la World Medical 
Association de 2004. L’utilisation de radioéléments chez l’homme est par ailleurs réglementée 
par la Commission Internationale de Protection Radiologique (CIPR). L’étude de l’absorption 
percutanée chez l’homme est effectuée par analyse du plasma, des excreta, de l’air expiré, du 
stratum corneum par tape stripping (élimination du stratum corneum par arrachages successifs à 
l’aide d’adhésifs normalisés) ou par biopsie cutanée. 
 
c. Facteurs influençant l’absorption et le métabolisme cutané in vivo 
 
La peau des rats, des cobayes, des souris et des lapins est plus perméable que la peau 
humaine, la peau des cochons et celle des singes (Bartek et al., 1972). 
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Les études sur volontaires humains ont montré une grande variabilité interindividuelle en 
fonction de l’âge du volontaire, du site d’application, de l’épaisseur du stratum corneum et du 
mode de vie de l’individu (alimentation, prise de médicaments, etc.). Ces variations rendent 
difficile la comparaison entre individus pour une même molécule ou pour des molécules 
différentes. 
La différence de perméabilité de la peau selon les espèces, la variabilité interindividuelle 
et les raisons éthiques (limitation de l’utilisation d’animaux de laboratoire) ont conduit au 
développement de méthodes alternatives (in vitro et ex vivo) à l'expérimentation animale ces 
dernières années tant au niveau des industries cosmétiques que chimiques (via la directive 
REACH). 
 
2. Les approches in vitro 
 
a. Modèles cellulaires de peau 
 
Des modèles cellulaires de peau existent : cellules en culture primaire (fibroblastes 
provenant du derme, kératinocytes et mélanocytes provenant de l’épiderme), lignées cellulaires 
(HaCaT dérivées de kératinocytes humains ; M4Beu issues d’un mélanome humain) mais aussi 
fractions subcellulaires de peau humaine ou d’espèces animales (fractions S9 ou microsomes 
issus d’explants de peau humaine ou animale). Ces techniques permettent d’étudier précisément 
les capacités métaboliques de la peau et d’obtenir des données toxicologiques et d’efficacité des 
produits testés. L’utilisation de culture primaire et de lignées cellulaires permet d’avoir des 
réponses rapides et avec une variabilité interindividuelle très faible. Cependant, ces techniques in 
vitro ne permettent en aucun cas d’étudier la diffusion et la distribution d’une molécule dans les 
différents compartiments de la peau ainsi que leur passage dans la circulation sanguine. Utilisées 
seules, elles sont donc insuffisantes pour l’étude de la diffusion et du métabolisme cutané. 
 
b. Les modèles de peau reconstruite 
 
D'abord mises au point pour les greffes des grands brûlés, les peaux reconstruites 
(Episkin®, Skinethic®, Mimeskin®, etc.) sont aussi utilisées pour tester de nouveaux produits 
pharmaceutiques ou cosmétiques. Ces modèles permettent d'évaluer la tolérance et l'efficacité des 
produits. Ils constituent donc des méthodes alternatives à l'expérimentation animale. Depuis 
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1979, différents types de modèles ont été mis au point pour reconstruire in vitro, soit la structure 
de l'épiderme, soit celle du derme, soit un ensemble dermo-épidermique. Il existe actuellement 
plusieurs modèles de peau reconstituée in vitro développés par différents laboratoires dans le 
monde. Cette technique consiste à reconstruire de la peau à partir de cellules humaines en culture 
et d'éléments matriciels. Ainsi, le modèle de peau reconstruite peut comporter un épiderme 
différencié, mais aussi un derme « équivalent vivant » contenant des fibroblastes. 
En 1979, le premier modèle d’épiderme surmonté d’une couche cornée est mis au point à 
partir d’une biopsie de peau. L’épiderme est séparé du derme par l’action des protéases. Les 
cellules du derme sont ensuite éliminées par congélations et décongélations successives, et un 
derme inerte est obtenu. C’est sur ce support que les kératinocytes sont ensemencés et vont 
proliférer. Une ultime étape d’exposition de la culture à l’air va entraîner la différenciation des 
kératinocytes pour finalement former la couche cornée. 
La même technique a été utilisée pour reconstruire un modèle d’épiderme sur un 
équivalent dermique (gel de collagène contenant des fibroblastes) possédant non seulement les 
propriétés d’un épiderme humain mais aussi celles d’un derme fonctionnel. Le support dermique 
sur lequel l’épiderme est reconstruit contient des fibroblastes qui synthétisent du collagène et 
d’autres molécules de la matrice extracellulaire. Pour produire un épiderme sur équivalent 
dermique, des fibroblastes sont traités à la trypsine et mélangés à un gel de collagène. Les 
kératinocytes isolés sont ensuite ensemencés sur ce gel de collagène. Ils se divisent pendant 7 
jours en phase d’immersion dans un milieu de culture, puis l’ensemble est mis au contact de l’air, 
ce qui va permettre la différenciation des kératinocytes en cornéocytes, et donc la formation de la 
couche cornée. Un épiderme fonctionnel est ainsi reconstruit sur un derme «vivant». Ce type 
d’épiderme reconstruit est actuellement commercialisé par trois sociétés : Phenion (Phenion® 
Full Thickness Skin Model), Mat Teck Corporation (Epiderm FT®) et L’oréal (Episkin®). Les 
modèles de peau reconstruites sont produits et commercialisés en plaques 6 ou 12 puits contenant 
chacun une unité épidermique (Figure 6). 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6 : Photographie d’épiderme reconstruit (Episkin®, L’oréal) 
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 Les modèles de peaux reconstruites peuvent être utilisés pour 215H215Hl’évaluation de la sécurité et 
de l'innocuité des matières premières et des produits finis. Ils permettent aussi de cribler de 
nouvelles molécules en testant leur efficacité. Ces modèles peuvent être standardisés pour évaluer 
l'innocuité et la tolérance de produits ainsi que la recherche de nouveaux principes actifs. 
 Cependant, la perméabilité des modèles épidermiques et des peaux reconstruites est loin 
d’être satisfaisante. En effet, les modèles épidermiques et les peaux reconstruites sont très 
perméables aux molécules hydrophiles, cette perméabilité pouvant être supérieure à celle de la 
peau de rat (Schmook et al., 2001). De plus, l’absence d’annexes cutanées (follicules pileux, 
glandes sébacées, glandes sudoripares), d’innervation et de desquamation du stratum corneum 
peut modifier la diffusion et le métabolisme d’un xénobiotique par rapport à la peau humaine. 
 
3. L’approche expérimentale ex vivo 
 
Dans le but de disposer de systèmes plus proches de la peau humaine, des modèles ex vivo 
obtenus à partir d’explants de peau humaine ou animale ont donc été développés au cours de ces 
dernières années. 
Cette approche, initiée notamment par Franz et Bronaugh (Franz, 1975; Bronaugh et al., 
1982a), est maintenant largement utilisée pour quantifier l’absorption percutanée et le 
métabolisme d’une molécule. La première cellule de diffusion a été développée par Franz en 
1975 et est représentée Figure 7. Il existe deux types de cellules : les cellules statiques, dont le 
compartiment récepteur présente un volume de liquide fixe (Figure 7) et les cellules à flux 
(dynamiques) (Figure 8), où le liquide est partiellement renouvelé de manière continue, de façon 
à limiter le gradient de concentration lié à l’apparition de la substance dans le compartiment 
récepteur. 
Ces cellules permettent de mesurer la quantité de substance qui diffuse en fonction du 
temps, de calculer des constantes apparentes de perméabilité, d’apprécier un profil de pénétration 
dans les différentes strates de la peau, puisque la substance peut être dosée au niveau de la couche 
cornée, de l’épiderme vivant, du derme après séparation mécanique, et enfin d’étudier le 
métabolisme cutané et les enzymes fonctionnelles dans la peau. Ces modèles ont l’avantage 
d’être reproductibles et simples à mettre en œuvre. L’utilisation d’explants de peau d’origine 
humaine ou animale permet de conserver un stratum corneum intact et ainsi d’avoir un l’effet 
barrière de la peau proche des expérimentations effectuées in vivo. 
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a. Principe des cellules de diffusion 
 
Un échantillon de peau ou « explant cutané » est placé dans une cellule de diffusion en 
verre ou en Téflon®. Des biopsies de peau humaine, issues de plasties chirurgicales ou de peau 
animale (entières ou dermatomées) peuvent être utilisées. Les prélèvements sont clampés entre 
deux compartiments. La peau délimite ainsi deux compartiments : un compartiment « donneur » 
et un compartiment « receveur ». La face dermique de la peau est en contact avec un liquide de 
survie thermostaté à 37°C qui hydrate et maintient l’intégrité physiologique de l’explant cutané. 
La substance étudiée (marquée au carbone 14 ou tritium) est déposée sur la face supérieure 
(épidermique) de l’explant. La quantité de radioactivité qui diffuse à travers la peau pendant la 
durée de l’expérimentation est dosée périodiquement dans le compartiment récepteur. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7 : Schéma d’une cellule de diffusion de Franz 
 
La surface de la peau peut être couverte (conditions occlusives), semi-couverte 
(conditions semi-occlusives) ou exposée à l’air ambiant (conditions non-occlusives). L’intérêt 
principal de l’occlusion est de limiter l’évaporation de certains composés volatils. Elle entraîne 
cependant une hydratation du stratum corneum, une augmentation de la température et du pH 
cutané et favorise ainsi la diffusion percutanée. 
Le choix du liquide receveur est fonction des propriétés physicochimiques de la substance 
à étudier. L’OCDE recommande que la concentration de la substance à analyser soit inférieure à 
dix fois sa limite de solubilité dans le liquide récepteur (OECD, 2004). Celui-ci ne doit pas 
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s’opposer au passage de la substance du derme vers le compartiment récepteur. Un liquide 
récepteur aqueux pourra ainsi renfermer un agent solubilisant, tel que l’albumine de sérum bovin, 
le polyéthylène glycol ou l’éthanol pour faciliter la solubilisation de la molécule étudiée. La 
radioactivité est dosée dans les différents compartiments des cellules de diffusion (en particulier 
le liquide receveur et la peau) afin d’obtenir un bilan de la répartition de la molécule d’étudiée. 
Comme pour les approches in vivo, les métabolites sont le plus souvent identifiés par 
chromatographie liquide, gazeuse ou spectrométrie de masse. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8 : Photographie banc de cellules de diffusion dynamiques 
 
b. Comparaison des cellules statiques et des cellules à flux  
 
Les cellules statiques sont simples d'utilisation (pas de problème de fuites, de connection, 
de pompes, de thermostat). Leur coût est plus faible et la surface d’exposition peut être modifiée 
plus facilement (Bronaugh, 2004). D’après plusieurs études comparatives, il ne semblerait pas y 
avoir de différence de diffusion et de métabolisation des molécules entre cellules statiques et 
cellules à flux dynamique (Bronaugh and Maibach, 1985; Bronaugh and Stewart, 1985; van de 
Sandt et al., 2004). 
Le volume du milieu récepteur utilisé avec les cellules statiques étant plus faible que celui 
utilisé pour les cellules à flux, elles sont par ailleurs plus adaptées pour la détection et la 
quantification de métabolites formés en faible quantité. 
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c. Les différents types d’explants cutanés 
 
Les approches ex vivo ont été développées à partir d’explants entiers (épaisseur totale de 
la peau), à partir d’explants dont l’épaisseur a été réduite (peaux dermatomées), ou à partir 
d’épidermes isolés. 
L’utilisation de la peau entière se justifie quand la peau est très fine (épaisseur inférieure à 
1 mm), comme dans le cas de la souris ou du lapin. Sur des explants entiers, l’absence de 
circulation sanguine peut provoquer un stockage de la molécule dans le derme, contrairement à la 
situation in vivo. Dans ces conditions, le derme ajoute une barrière supplémentaire aux molécules 
lipophiles qui s’accumulent dans ce dernier. 
L’alternative est d’utiliser une peau dermatomée, c'est-à-dire où l’épaisseur de la peau a 
été réduite à l’épiderme et à une partie du derme. L’utilisation d’un dermatome représente 
actuellement la méthode la plus répandue et la plus reproductible pour la préparation de ces 
échantillons cutanés. L’épaisseur de ces membranes est normalisée (de 200 à 500 μm) et permet 
de réduire les variations inter-échantillons et d’améliorer la pertinence des résultats vis-à-vis des 
études in vivo (élimination d’une partie du derme). 
Les épidermes isolés représentent une alternative valable pour s’affranchir totalement du 
derme. La préparation de ces épidermes isolés est cependant délicate et peut altérer l’intégrité 
physiologique du prélèvement. Ainsi, la séparation thermique de l’épiderme par chauffage de la 
peau, inactive certaines enzymes cutanées (Loden, 1985). 
D’autres techniques de séparation de l’épiderme et du derme sont néanmoins 
envisageables : une séparation enzymatique dans des bains de protéases (trypsine/collagénase), 
chimique par immersion dans des solutions de sels de brome, de thiocyanate ou mécanique par 
étirements ou par aspirations de la peau (Bronaugh et al., 1982a). Ces techniques peuvent altérer 
l’intégrité de l’épiderme et modifier la diffusion d’un composé. 
 
4. Modèles d’études humain et animaux 
 
La peau humaine provenant d'opérations chirurgicales (abdominoplasties ou 
mammoplasties) et la peau de diverses espèces animales peuvent utilisées. La peau humaine est à 
préférer mais il existe une grande variabilité de perméabilité d'un individu à l'autre et d'un site 
anatomique à l'autre. De plus, les difficultés d’approvisionnement en explants cutanés humains, 
encouragent au développement de modèles de substitution à la peau humaine. 
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Au cours des 20 dernières années, les modèles animaux les plus utilisés dans le cadre de 
l’absorption percutanée ont été le porc, le cobaye, la souris et le rat. La peau des rongeurs, deux à 
trois fois plus fine que la peau humaine, n’apparaît pas être le modèle expérimental le plus adapté 
en vue d’une extrapolation à l’homme (Tableau 1). Des modifications génétiques de ces animaux 
peuvent cependant permettre d’intensifier ou d’atténuer une caractéristique physiopathologique 
de l’espèce (ex : cochon d’Inde sans poils ou hairless). L’utilisation de peaux animales permet de 
standardiser les expériences en contrôlant l’âge, le sexe et le site anatomique.  
 
Espèce 
Peau entière 
(mm) 
Epiderme 
(µm) 
Stratum corneum 
(µm) 
Homme 3,0 70 16,8 
Porc 3,4 66-72 21-26 
Rat 0,9-2,8 30,4-61,1 13,7-34,7 
Souris 0,7 29 9 
Souris Hairless 0,7 28,6 8,9 
 
Tableau 1: Epaisseur de la peau, de l’épiderme et du stratum corneum en fonction de 
l’espèce considérée (Wester and Maibach, 1989; Haigh and Smith, 1994) 
 
La peau de porc, dont la structure est proche de celle de la peau humaine (épaisseur, 
composition lipidique du stratum corneum, densité pileuse, etc.) est aujourd’hui le modèle de 
référence pour étudier l’absorption percutanée et pour tester l’efficacité des différents dispositifs 
de protection de la peau vis-à-vis des toxiques (Poet and McDougal, 2002; Herkenne et al., 2006; 
Jacobi et al., 2007; Barbero and Frasch, 2009).  
Des études comparatives ont été effectuées entre la peau humaine et la peau de porc 
prélevée en différents endroits (abdomen, dos, épaule, oreille). Elles indiquent que la peau 
d’oreille de porc serait la plus proche de la peau humaine. Des résultats similaires ont été obtenus 
pour les études de pénétration et de métabolisation de différentes molécules. L’épaisseur du 
stratum corneum de la peau d’oreille de porc (21-26 µm) est proche de la peau humaine 
(abdominale). L’épaisseur de l’épiderme viable pour la peau d’oreille de porc est de 66-72 µm, 
l’épaisseur de la peau humaine est de 70 µm au niveau de l’abdomen. La structure folliculaire du 
porc est très proche de celle de l’homme avec une densité pileuse de l’ordre de 20 poils/cm² pour 
le porc contre 14 à 32 poils/cm² pour l’homme (excepté au niveau du cuir chevelu). De plus, la 
vascularisation et l’agencement des fibres de collagène au niveau du derme, ainsi que la 
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composition du stratum corneum en céramides est similaire pour le porc et l’homme.(Godin and 
Touitou, 2007). 
Les études de pénétration percutanée de molécules hydrophiles (eau, mannitol, 
testostérone, nicotine, caféine) et de molécules lipophiles (aldrin, carbaryl, toluène, heptane) 
donnent des résultats proches avec de la peau humaine et de la peau de porc (Dick and Scott, 
1992; Barbero and Frasch, 2009). Cependant, pour certaines molécules la peau de porc reste plus 
perméable que la peau humaine (acide benzoïque, 7-hydroxycoumarine) (Bronaugh et al., 1982b; 
Panchagnula et al., 1997). La plupart des études comparatives entre les modèles animaux et la 
peau humaine ont uniquement été effectuées sur la base de la pénétration percutanée. Or, le 
métabolisme cutané influence la diffusion des molécules à travers la peau. De plus, peu de 
données sont disponibles en ce qui concerne le métabolisme cutané chez le porc (Oesch et 
al., 2007). Il apparaît donc indispensable d’approfondir la comparaison peau humaine/peau 
de porc par l’étude de leurs capacités métaboliques respectives. 
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 Chapitre 2 :                        
Problématique et objectifs 
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I. Choix du modèle expérimental ex vivo 
 
D’après les données bibliographiques, les méthodes ex vivo, en particulier sur cellules 
statiques, semblent être les plus simples à mettre en œuvre et donnent de meilleurs résultats pour 
les études de passage et de métabolisation, en comparaison avec les études effectuées in vivo 
après application topique chez l’homme. Les difficultés d’approvisionnement en peau humaine, 
récupérée après des interventions de chirurgie esthétique, encouragent au développement d’un 
modèle de substitution à la peau humaine et la peau de porc apparait être la plus proche 
morphologiquement et physiologiquement de la peau humaine. 
Dans ce contexte, l’objectif de cette thèse a été :  
- de mettre au point un modèle alternatif à la peau humaine, la peau d’oreille de porc maintenue 
en survie sur cellules de diffusion statiques. 
- de développer ce modèle par des recherches portant sur la pénétration et le métabolisme de 
xénobiotiques de caractéristiques physicochimiques différentes, appliquées sur la peau. 
 
 
II. Choix des molécules  
 
1. La 7-éthoxycoumarine 
 
La 7-EC (Figure 9) a largement été utilisée dans les études de métabolisme in vitro 
(« slices », microsomes, fractions subcellulaires, etc.) et ses voies d’oxydation et de conjugaison 
avec l’acide glucuronique ou le sulfate sont bien décrites (Ball et al., 1996). La dé-éthylation de 
la 7-EC en 7-hydroxycoumarine (7-OHC) par les cytochromes P450 (CYP1A, CYP2B 
essentiellement) est suivie de la conjugaison avec l’acide glucuronique ou avec un groupement 
sulfate. Ses biotransformations « simples » font de la 7-EC un substrat idéal pour l’étude des 
capacités enzymatiques de phase I et de phase II des modèles in vitro (Edwards et al., 1984). La 
biotransformation de la 7-EC en 7-OHC et en conjugués est le plus souvent évaluée par 
séparation des métabolites en HPLC, suivi de la déconjugaison par la β-glucuronidase et 
l’arylsulfatase (Ball et al., 1996), pour confirmer et quantifier les conjugués formés. 
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Figure 9: Structure de la 7-éthoxycoumarine 
 
2. La testostérone 
 
La testostérone est une 216H216Hhormone stéroïdienne, du groupe des 217H217Handrogènes comprenant 
principalement la testostérone, la 5α-dihydrotestostérone (5α –DHT) et l’androstènedione. La 
testostérone exerce deux types d’effets, des effets anaboliques, qui contribuent à la croissance et 
au développement des muscles, et des effets androgènes, lesquels assurent le développement des 
organes sexuels masculins et des caractères sexuels secondaires, correspondant. La structure de la 
testostérone est représentée Figure 10. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10: Structure de la testostérone 
 
a. Synthèse de la testostérone 
 
La testostérone est synthétisée à partir du cholestérol dans les cellules de Leydig situées 
dans les testicules. La testostérone est produite principalement par les testicules, et dans une 
moindre mesure par les glandes surrénales. Elle est également présente chez la femme et est 
utilisée par l’ovaire pour synthétiser l’œstradiol. La synthèse de la testostérone est effectuée par 
clivage de la chaîne latérale du cholestérol par l’intermédiaire d’un cytochrome P450 (Figure 11), 
suivi de l’action de différentes enzymes dont la 3β-HSD (3β-hydroxystéroïde déshydrogénase). 
La production de testostérone est contrôlée par l’axe hypothalamus-hypophyse-gonades. La 
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sécrétion de l’hormone peptidique GnRH (gonadotropin-releasing hormone) par l’hypothalamus 
conduit l’hypophyse à libérer une hormone dite lutéinisante (LH), qui agit sur les cellules de 
Leydig. Des stéroïdes précurseurs inactifs, tels que la déhydroépiandrostérone (DHEA) et 
l’androsténedione, sont convertis en androgènes actifs dans de nombreux tissus (glandes 
surrénales, reins, cerveau, peau, etc).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11: Synthèse de la testostérone 
 
b. Intérêt de cette molécule pour nos études 
 
L’étude de la diffusion et du métabolisme de la testostérone pour la mise au point de 
modèles cutanés est recommandée par l’OCDE. En effet, cette molécule diffuse rapidement à 
travers la peau et est largement métabolisée. De plus, les biotransformations de la testostérone ont 
été largement étudiées ces dernières années et ses hydroxylations sont caractéristiques de 
différentes familles de cytochromes CYP P450 comme les CYP 2A1, 2B1, 2C11, 2C18, 2C19, 
2D9, 3A4 et 3A5 qui biotransforment la testostérone en testostérone monohydroxylée en 
différentes positions (Figure 12). Afin de mieux cerner les capacités métaboliques du modèle de 
peau d’oreille de porc en survie, la testostérone apparait donc comme une molécule de choix. 
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Figure 12 : Différentes positions d’hydroxylation de la testostérone 
 
3. Le benzo(a)pyrène 
 
Le B(a)P est un HAP, cancérogène (Figure 13). Les HAP sont des composés formés de 4 
à 7 noyaux benzéniques. Cette famille comprend un grand nombre de molécules. Le B(a)P est 
biotransformé selon des voies multiples pouvant aboutir pour la plupart à des intermédiaires 
époxydes impliqués dans leur génotoxicité. Il existe plusieurs voies d’activation métabolique du 
B(a)P, mais la plus importante est celle du diol époxyde qui forme des adduits avec l’ADN, 
entraînant des mutations pouvant à terme aboutir au développement de 218H218Hcancers. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 13: Structure du benzo(a)pyrène 
 
a. Origine 
 
Comme beaucoup de HAP, le B(a)P a principalement deux origines, l’une 
environnementale, l’autre technologique. Il est présent dans les combustibles fossiles tels que le 
charbon ou le pétrole. Il est également formé lors de la combustion incomplète des matières 
organiques (feux de forêt, éruptions volcaniques, etc...) (OSPAR, 2001). Outre cette origine 
naturelle, sa présence dans l’environnement est également d’origine anthropique : raffinage du 
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pétrole, du schiste, utilisation du goudron, du charbon, du coke, des carburants, sources d’énergie 
et de chaleur, revêtements routiers, gaz d’échappement, huiles moteur (INERIS, 2006). En 
France, les installations industrielles les plus émettrices appartiennent aux secteurs des métaux, 
de la raffinerie et de la chimie. Le B(a)P étant présent dans les huiles de dilution utilisées dans la 
production du caoutchouc, on trouve aussi du B(a)P dans le caoutchouc et les pneumatiques 
(OSPAR, 2001). Par ailleurs, certaines technologies alimentaires parmi lesquelles le fumage, le 
grillage, le séchage direct ou la torréfaction peuvent contribuer à la pollution des aliments par le 
B(a)P (EFSA, 2008). On le trouve donc dans les poissons, viandes et saucisses grillés à 
température élevée, mais aussi dans les produits céréaliers. 
 
b. Voies d’exposition chez l’homme 
 
Pour la population générale non fumeur, la principale source de B(a)P est alimentaire, en 
particulier les viandes et poissons fumés artisanalement ou grillés près de la flamme, les huiles et 
graisses végétales, ainsi que le thé et le café (Straif et al., 2005). Dans les pays de l’union 
européenne, ce sont les produits de la pêche et les produits céréaliers qui contribuent le plus à 
l’expositionquotidienne au B(a)P. Une personne à l’alimentation équilibrée ingère en moyenne 
235 ng de B(a)P par jour (EFSA, 2008). 
Si l’on exclut l’exposition en milieu professionnel, les HAP inhalés proviennent 
essentiellement des gaz d’échappement et, dans une moindre mesure, de l’abrasion des pneus. 
Les doses de B(a)P absorbées pour ces sources sont d’environ 20 ng/jour, ce qui est relativement 
faible comparé aux autres sources d’exposition. Chez les fumeurs, la fumée de tabac contribue de 
façon substantielle à l’exposition. Une personne fumant 20 cigarettes/jour absorbe en moyenne 
105 ng de B(a)P quotidiennement (EFSA, 2008).  
Enfin, la peau peut être exposée au B(a)P, que ce soit par contact avec du bois 
partiellement brûlé, des goudrons issus de la combustion du tabac ou par le biais de chaussures en 
caoutchouc ou d’outils dotés d’un manche gainé. La voie percutanée est une des principales voies 
d’exposition aux toxiques industriels de type HAP (environ 200 composés), en particulier pour 
les composés non ou peu volatiles comme le B(a)P. Ces molécules peuvent traverser la peau par 
simple diffusion passive de la barrière lipidique du stratum corneum et conduire à la formation de 
carcinomes après leur métabolisation (avec formation d’époxydes). Cependant, les taux de B(a)P 
absorbés par voie cutanée ne sont pas encore chiffrés et les études sur la diffusion et le 
métabolisme percutané du B(a)P sont rares, ainsi que pour tous les HAP. 
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c. Métabolisme et données toxicologiques 
 
La biotransformation du B(a)P a largement été étudiée depuis une vingtaine d’années en 
raison du caractère génotoxique de certains de ses métabolites. Le B(a)P est métabolisé 
principalement au niveau hépatique et forme une vingtaine de métabolites oxydés : B(a)P-
époxydes, B(a)P-dihydrodiols, B(a)P-diones, B(a)P-monohydroxylés, B(a)P-catéchols, B(a)P-
tétrols ainsi qu’un grand nombre de composés conjugués à ces métabolites de phase I (à l’acide 
glucuronique, au sulfate, au glutathion) (DePierre and Ernster, 1978; Gelboin, 1980). Dans une 
première étape, le B(a)P est oxydé par les cytochromes P450 et peut conduire à la formation 
d’époxydes. Les époxydes formés sont hydrolysés en dihydrodiols, qui sont oxydés à leur tour 
par les CYP450 en dihydrodiol-époxydes réactifs. Le 7,8-diol-9,10-époxyde est le métabolite le 
plus réactif du B(a)P. Il se fixe de manière covalente aux macromolécules (désoxyguanosine de 
l’ADN, acides diaminés de l’hémoglobine ou de l’albumine) pour former des adduits (Selkirk, 
1977), ce qui peut entraîner des mutations géniques pouvant initier ou promouvoir un processus 
cancerogène (Figure 14). Les effets cancérogènes du B(a)P sont démontrés pour l’homme. Il est 
aussi classé comme mutagène, tératogène et toxique pour le développement (Groupe I selon 
l’IARC : 219H219Hsubstance cancérogène pour l’homme).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14: Voies de métabolisation du benzo(a)pyrène 
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Chez les rongeurs, le B(a)P induit la formation de tumeurs après exposition par voie orale, 
respiratoire ou cutanée. Par exemple, chez le rat, le lapin et la souris, l’exposition par voie 
cutanée au B(a)P entraine la formation de papillomes et de carcinomes. In vivo, l’absorption 
cutanée du B(a)P dans de l’acétone est de 35 à 48% chez le rat, cette molécule est rapidement 
métabolisée au niveau cutané. 
Chez l’homme, les effets toxiques du B(a)P ont été étudiés à partir de mélanges d’HAP. 
Cependant, des cancers du poumon, des tumeurs de la peau et du scrotum sont observés chez les 
salariés de cokeries, de production d’aluminium, chez les ramoneurs, ainsi que chez les ouvriers 
effectuant des revêtements routiers (Pavanello et al., 1999). Quelle que soit la voie d’exposition, 
le B(a)P est rapidement distribué dans l’organisme en quelques minutes à quelques heures (Kotin 
et al., 1959). Du fait de sa forte liposolubilité, le B(a)P est stocké dans les glandes mammaires et 
les tissus riches en graisses. Il est ensuite relargué progressivement dans la circulation sanguine 
(IARC, 1983). Le B(a)P et ses métabolites sont principalement éliminés dans les fèces (70-75%), 
seuls 4-12% étant éliminés par voie urinaire (Yamazaki and Kakiuchi, 1989). 
 
d. Intérêt du B(a)P pour nos études 
 
Le benzo(a)pyrene a largement été étudié avec différents modèles in vitro (microsomes, 
hépatocytes, explants de peau, kératinocytes, …) dans le but d’identifier les voies de 
biotransformation impliquées dans son métabolisme. En effet, le B(a)P est métabolisé par 
différentes voies pouvant donner plus de 20 métabolites de phase I ainsi que leurs conjugués à 
l’acide glucuronique et au sulfate. Les voies d’oxydations du B(a)P ont été décrites et impliquent 
en particulier les CYP1A1, CYP1A2, CYP1B1 qui sont responsables de la formation de la 
plupart des métabolites oxydés du B(a)P (Shimada and Guengerich, 2006). Cette molécule est 
donc adaptée à la caractérisation des capacités métaboliques d’un modèle cutané. 
D’après la littérature, le B(a)P diffuse à travers la peau et cette diffusion est dépendante de 
la viabilité métabolique du modèle de peau utilisé (Ng et al., 1992). L’étude de ce composé 
permet d’évaluer l’intégrité de la barrière cutanée mais aussi la fonctionnalité des enzymes de 
biotransformations. De plus, il s’agit d’une molécule lipophile (coefficient de partage octanol/eau 
(log Kow de 6,5), très peu soluble en milieu aqueux, permettant ainsi d’adapter un modèle cutané 
à l’étude de molécules très peu hydrophiles, ce qui est le cas de nombreux xénobiotiques. 
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Son ubiquité, l’importante littérature, la richesse de ses voies métaboliques et le caractère 
lipophile du B(a)P en font donc une molécule d’intérêt pour évaluer les capacités métaboliques 
fonctionnelles d’un modèle cutané. 
 
4. Le bisphénol A 
 
Le bisphénol A fait partie des contaminants environnementaux qui possèdent des 
propriétés estrogéno-mimétiques et qui sont à l’origine de dysfonctionnements hormonaux 
constatés chez diverses espèces animales. Objet actuellement de controverses concernant 
d’éventuels effets à de faibles doses d’exposition chez l’homme, le BPA est un des perturbateurs 
endocriniens les plus étudiés. 
 
a. Sources et voies d’exposition  
 
Le BPA (Figure 15) est un contaminant industriel et environnemental inscrit sur la liste 
des substances prioritaires du bureau européen des substances chimiques. La production mondiale 
de BPA s’élevait à 2,2 millions de tonnes en 2003, avec une croissance de 6 à 10% par an 
(Richter et al., 2007). Environ 700000 tonnes sont utilisées chaque année en Europe. Le BPA est 
utilisé comme un monomère de base dans le cadre de la synthèse des résines époxy et des 
polycarbonates, et comme antioxydant dans le polychlorure de vinyle (PVC) (Matsumoto et al., 
2003). Les résines époxy sont employées comme laque pour recouvrir les produits métalliques 
tels que les boîtes de conserves ou les cannettes, mais sont également utilisées dans les résines 
dentaires. Le polycarbonate est utilisé pour les emballages de nombreuses boissons et aliments, 
pour la production de CD roms, biberons, etc. Les principaux producteurs de BPA sont les 
compagnies General Electric, BASF, Bayer, Shell et Dow Chemicals. 
Le BPA se retrouve ainsi dans divers produits du quotidien tels que les revêtements 
protecteurs, les scellants dentaires, les matériaux de construction, les disques compacts, les verres 
de contact, le papier à impression thermique pour fax, cartes bleues et factures, les peintures et les 
teintures (Staples et al., 1998). Il a été mis en évidence que le BPA, utilisé en tant que constituant 
d’emballages alimentaires, pouvait migrer vers certaines boissons ou denrées alimentaires, à 
partir du revêtement interne de boîtes de conserve et de bouteilles plastiques, ceci incluant des 
produits destinés aux nourrissons (Biles et al., 1997; Brede et al., 2003). De la même façon, bien 
qu’aucune donnée bibliographique n’existe sur ce sujet, le BPA pourrait entrer dans la 
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constitution d’emballages de cosmétiques et migrer vers certains produits cosmétiques, ensuite 
appliqués sur la peau de façon répétée. La possibilité que la voie d’exposition cutanée contribue à 
l’exposition générale humaine est une hypothèse qui a été soulevée à plusieurs reprises lors des 
congrès internationaux récents sur les perturbateurs endocriniens (COW 2009, Copenhague ; 
PPTOX XII 2009, Miami). Pour la population générale, une des voies à considérer pour les 
risques d’exposition cutanée est le contact avec des papiers thermosensibles. En effet, beaucoup 
de papiers sont recouverts d’un film de BPA, qui est, contrairement aux résines époxy et aux 
polycarbonates, présent dans ce cas sous forme de monomère libre. 
 
 
 
 
 
Figure 15: Structure du bisphénol A 
 
b. Niveaux de contamination humaine 
 
L'exposition de l’homme au bisphénol A a été démontrée dans plusieurs études 
(Matsumoto et al., 2003; Calafat et al., 2005). La présence du BPA (> 0,1 µg/L) a été observée 
dans 92,6% des échantillons d'urine analysés dans le cadre du National Health and Nutrition 
Examination Survey aux Etats-Unis (2517 participants) avec des concentrations allant de 0,5 à 
15,9 µg/L (Calafat et al., 2008). Les quantités les plus importantes de BPA sont retrouvées chez 
les enfants âgés de 6 à 12 ans. Des échantillons de lait maternel (Sun et al., 2004), de sérum fœtal 
et de liquide amniotique (Ikezuki et al., 2002) ont aussi révélé des quantités détectables de 
bisphénol A.  
 
c. Données toxicologiques et métabolisme 
 
Le bisphénol A est connu pour se fixer et activer les récepteurs aux estrogènes humains. 
Chez l’homme et à l’instar d’autres xénooestrogènes, ce perturbateur du système endocrinien est 
soupçonné d’être à l’origine d’une diminution de la fertilité masculine et de l’accroissement de 
l’incidence de la cryptorchidie et de cancers hormono-dépendants tels que le cancer du testicule 
ou du sein. Bien que l’exposition de l’homme à ce xénobiotique soit supposée être relativement 
faible, elle est néanmoins quotidienne. 
CH3
CH3
OHOH
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Des études effectuées chez des souris CD1 à de faibles doses (0,025 – 0,2 µg/kg/jour) ont 
montré une diminution de la production de sperme et de la fertilité chez les mâles, une diminution 
des enzymes antioxydantes et des modifications irréversibles du développement des glandes 
mammaires au stade pré-pubère (Vom Saal et al., 1998; Markey et al., 2001; Chitra et al., 2003) 
En plus de son potentiel oestrogénique, le bisphénol A à une faible activité anti-
androgénique, antithyroïdienne (Xu et al., 2005) et pourrait être transformé via la voie des 
cytochromes P450 en composés intermédiaires réactifs, pouvant se fixer sur l’ADN (Atkinson 
and Roy, 1995a, b). 
Lorsqu'il est administré par voie orale, le bisphénol A est intensément et rapidement 
absorbé chez le rat. Il est en majorité excrété dans les urines sous forme de BPA monoconjugué à 
l’acide glucuronique et dans une moindre mesure dans les fèces sous forme inchangée (Snyder et 
al., 2000). Cependant, des études menées in vivo sur des souris CD-1 ont montré que les voies de 
biotransformation du BPA étaient plus complexes, avec la formation de BPA glucuronide, de 
BPA sulfate, de diconjugués, de diconjugués méthylés et/ou déshydratés, et de plusieurs 
métabolites hydroxylés du BPA, dont des dérivés catéchol (Zalko et al., 2003). 
Chez 1'humain, le bisphénol A a une demi-vie de moins de 6 heures dans le sang pour une 
exposition orale de 6 mg (Volkel et al., 2002). Lors de cette dernière étude, seul son métabolite 
conjugué à l’acide glucuronique a été retrouvé dans l'urine et dans le sang.  
 
d. Intérêt du BPA pour nos études 
 
Le métabolisme du BPA a été étudié aussi bien in vivo chez la souris (Zalko et al., 2003) 
qu’in vitro sur fractions subcellulaires hépatiques (Jaeg et al., 2004). Le BPA est pris en charge 
par les enzymes de phase II pour former des conjugués, mais aussi par des enzymes de phase I 
pour former des métabolites hydroxylés. Au cours de ces dernières années, une étude sur 
l’absorption percutanée du BPA sur mamelles isolées perfusées de bovin provenant d’abattoir 
(utilisées comme modèle de peau humaine), a montré que le BPA pénétrait à travers la peau par 
le biais du système capillaire (Kietzmann et al., 1999). Deux autres études ont été effectuées sur 
des explants congelés de peau d’oreille de porc et de peau humaine, montrant un faible taux de 
diffusion du BPA chez le porc et plus d’un tiers de la dose appliquée chez l’homme (Morck et al.; 
Kaddar et al., 2008). Cependant, aucune étude sur le métabolisme du BPA sur explants cutanés 
viables n’a été publiée. La voie cutanée, considérée comme une voie d’exposition négligeable par 
l’INERIS, n’a jamais été investigué. Cependant, des taux importants de BPA ont été retrouvés 
chez l’homme avec des concentrations allant de 0.5 à 15.9µg/L (Calafat et al., 2008). Ces niveaux 
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de contamination sont supérieurs à ceux généralement admis et portent à penser que d’autres 
voies que la voie orale entrent en jeu. De plus, le diglycidyl-éther du BPA (BADGE), monomère 
de résine époxy le plus commercialisé, entrant dans la constitution des résines dentaires, des 
peintures et des colles, est connu pour être à l’origine de dermatite et d’une sensibilisation chez 
l’homme et les espèces animales de laboratoire après une exposition par voie topique (Soeborg et 
al., 2007; Hannu et al., 2009). Des études sur l’absorption et le métabolisme cutané du BADGE 
ont été réalisées sur peau viable chez plusieurs espèces (Boogaard et al., 2000b) ainsi que sur des 
fractions microsomales de peau de souris (Boogaard et al., 2000a). Elles ont montré que ce 
xénobiotique pouvait être inactivé par les époxydes hydrolases mais également activé 
métaboliquement par les monooxygénases par une réaction de O-déalkylation pouvant conduire à 
la libération du BPA. Face à ces données, l’étude de la pénétration et du métabolisme du BPA sur 
peau viable est nécessaire pour décrire les voies de métabolisation après une exposition cutanée.  
 
 
III. Travaux preliminaires 
 
En 2003, l’équipe de recherche du service de pharmacocinétique des laboratoires Pierre 
Fabre (Alain Mavon, PFDC, Vigoulet Auzil) et l’équipe de recherche de l’INRA (Jean Pierre 
Cravedi et Daniel Zalko, Métabolisme des Xénobiotiques, UMR 1089, Saint Martin du Touch), 
ont débuté une collaboration afin de mettre au point et de valider un modèle ex vivo de peau 
d’oreille de porc en tant que modèle alternatif à la peau humaine. 
Des travaux préliminaires ont été effectués au sein de l’INRA par Céline Dorio (ingénieur 
au sein du service de pharmacocinétique, PFDC). Plusieurs types de cellules de diffusion ont été 
testés : cellules de Franz en verre statiques ou dynamiques ainsi qu’un modèle statique à cupules 
(inserts dans des plaques de culture 6 puits). Afin de faciliter l’analyse des métabolites formés, le 
modèle statique à cupules a été retenu. Ce modèle permet d’utiliser un volume de milieu 
récepteur plus faible que lors de l’utilisation des cellules de Franz (1,5 mL à la place de 4 mL). 
Des mises au point ont été effectuées en ce qui concerne l’épaisseur des explants de peau 
d’oreille de porc pour obtenir des résultats proches de ceux pouvant être obtenus in vivo. Comme 
indiqué dans le Chapitre 1 paragraphe V.3.c sur des explants entiers (sans dermatomage), la 
présence du derme peut ajouter une barrière supplémentaire aux molécules qui pourront s’y 
accumuler. Pour s’affranchir de ce problème, la peau d’oreille de porc a été dermatomée à 500µm 
afin de conserver l’épiderme et une partie du derme (derme superficiel). Le diamètre de l’explant 
de peau d’oreille de porc a été adapté au modèle statique à cupules afin de s’affranchir de 
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problèmes éventuels de fuites et conserver une surface d’exposition suffisamment importante 
pour permettre des applications de molécules en quantité importantes, pour faciliter 
l’identification des métabolites formés par spectrométrie de masse et RMN. Plusieurs volumes de 
solution de dépôt ont été testés afin d’optimiser la répartition de la molécule d’intérêt à la surface 
de l’explant de peau, et pour étudier l’influence de ce volume sur la diffusion et la métabolisation 
du composé étudié. Ces mises au point du modèle de peau d’oreille de porc ont été effectuées 
avec une molécule modèle facile d’utilisation : la 7-éthoxycoumarine. Cette molécule marquée au 
carbone 14 a également permis l’étude de la viabilité des explants de peau d’oreille de porc mis 
en culture. Les mises au point effectuées par Céline Dorio durant ces travaux préliminaires ont 
servi de base pour le développement du modèle de peau d’oreille de porc durant ce travail de 
thèse. 
 
 
IV. Objectifs de la thèse et stratégie adoptée 
 
Compte tenu d’une part des données bibliographiques et des réglementations 
internationales existantes et d’autre part de l’intérêt toxicologique de l’étude des xénobiotiques 
après application topique et, pour les industries cosmétologiques et pharmaceutiques, de 
développer des méthodes alternatives à l’expérimentation animale, les objectifs de ce travail ont 
été : 
 
- de développer un modèle ex vivo d’explants cutanés d’oreille de porc utilisable pour des études 
de diffusion, 
- de caractériser les capacités de biotransformation du modèle de peau d’oreille de porc par des 
études de métabolisme de molécules ayant des propriétés physicochimiques différentes (poids 
moléculaire allant de 190 à 288 g.mol-1 et un Log Kow allant de 1,3 à 6,5) : la 7-EC, le B(a)P, la 
testostérone et le BPA, 
- de décrire ce modèle ex vivo en terme de métabolisme en le comparant avec les données 
obtenues in vitro chez le porc et chez l’homme (microsomes de foie /microsomes de peau). 
 
Des molécules radiomarquées au carbone 14 ont été utilisées pour toutes ces études afin 
de réaliser le suivi de leur diffusion dans la peau et la formation de leurs métabolites. Des 
méthodes analytiques ont été développées (extraction, solubilisation, HPLC , radiodétection) pour 
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étudier la diffusion de chaque molécule et séparer les métabolites formés dans les explants 
cutanés d’oreille de porc. Des méthodes d’identification spécifiques par spectrométrie de masse 
ont également été développées pour le B(a)P et la testostérone. Les méthodologies employées, les 
résultats obtenus et les conclusions que nous avons tirées sont détaillés dans ce mémoire. Ce 
travail a conduit à l’écriture de cinq publications qui sont incorporées dans les résultats 
développés dans ce manuscrit. 
 
Article 1 : C. Jacques, E. Perdu, C. Dorio, D. Bacqueville, A. Mavon, D. Zalko. Percutaneous 
absorption and metabolism of [14C]-ethoxycoumarin in a pig ear skin model. Toxicology In Vitro, 
24 : 1426–1434 (2010). 
 
Article 2 : C. Jacques, E.L. Jamin, E. Perdu, H. Duplan, A. Mavon, D. Zalko and L. Debrauwer. 
Characterization of B(a)P metabolites formed in an ex vivo pig skin model, using three 
complementary analytical methods. Analytical and Bioanalytical Chemistry; 396 : 1691–1701 
(2009). 
 
Article 3 : C. Jacques, E. Perdu, H. Duplan, E.L. Jamin, C. Canlet, L. Debrauwer, J.P. Cravedi, 
A. Mavon and D. Zalko. Disposition and biotransformation of 14C-B(a)P in a pig ear skin model : 
ex vivo and in vitro approaches. Toxicological Letters. (2010), soumise. 
 
Article 4 : C. Jacques, E. Perdu, H. Duplan, E.L. Jamin, C. Canlet, L. Debrauwer, J.P. Cravedi, 
A. Mavon and D. Zalko. Percutaneous absorption and biotransformation of [14C]-testosterone in 
a pig ear skin model, en cours d’écriture. 
 
Article 5 : D. Zalko, C. Jacques, H. Duplan, S. Bruel and E. Perdu.Viable skin efficiently absorbs 
and metabolizes Bisphenol A. Chemosphere. (2010), soumise. 
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Ce chapitre décrit les méthodes utilisées pour la mise au point du modèle de peau d’oreille 
de porc, les modèles in vitro utilisés comme outils de référence ainsi que les méthodes 
analytiques développées au cours de ce travail de thèse. Dans un premier temps, le modèle de 
peau d’oreille de porc a été mis au point afin d’optimiser les conditions de survie de la peau de 
porc et les activités métaboliques de celle-ci. Dans un deuxième temps, des modèles in vitro ont 
été développés afin d’établir un comparatif entre le foie et la peau mais aussi entre la peau de 
porc et la peau humaine. Dans une troisième partie sont décrites les méthodes analytiques 
développées permettant de séparer et de quantifier les métabolites formés par chromatographie 
liquide haute performance couplée à un détecteur de radioactivité (radio-HPLC). Enfin, la 
dernière partie détaille les méthodes de caractérisation structurale des métabolites, par méthodes 
biochimiques, par spectrométrie de masse et par résonance magnétique nucléaire (RMN). 
 
I. Mise au point du modèle de peau d’oreille de porc 
 
Le modèle de peau d’oreille de porc a été adapté et optimisé pour l’étude de la diffusion et 
des voies de biotransformation de quatre molécules aux propriétés physicochimiques différentes. 
En conséquence, les influences respectives des paramètres comme le véhicule de dépôt, le milieu 
récepteur, le temps d’incubation et le traitement des échantillons ont été étudiées. 
 
1. Préparation des explants de peau d’oreilles de porc 
 
Les oreilles de porcs fermiers de race blanche ont été obtenues auprès des abattoirs de 
Montauban (Tarn et Garonne). Le prélèvement et l’acheminement des oreilles de porc a fait 
l’objet d’un contrat avec l’abattoir et un transporteur afin de garantir des conditions optimales 
d’acheminement jusqu’au laboratoire (température de conservation, délais de transport). Elles ont 
été récupérées juste après l’abattage des animaux et ont été triées à la réception (Figure 16). Les 
oreilles conservées pour l’étude ne devaient pas présenter de griffures, rougeurs ou taches 
pigmentaires. 
Dans un premier temps, un lavage a été réalisé avec une solution moussante antiseptique 
(Cytéal, Laboratoire Pierre Fabre) afin d’éliminer toute trace de boue ou de sang. Les soies ont 
été coupées à l’aide d’une tondeuse pour animal (3 mm). La peau utilisée provennait de la partie 
externe de l’oreille et devait être séparée du cartilage.  
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Figure 16: Schéma expérimental de la préparation et de l’incubation des explants de 
peau d’oreille de porc 
Sélection
et lavage
Tonte à 3 mm
Dermatomage
à 500 µm
Punch de 
6.15 cm²
Inserts de 4.15 cm²
23 mm de diamètre 
8 µm de porosité
Boite de culture 6 puits
contenant
1,5ml de milieu DMEM supplémenté
Dépôt de la solution à tester 
à la surface des explants de peau 
dans 60 µl de véhicule de dépôt
Incubation dans une étuve 
à 37°C avec 5% de CO2
Réception 
des oreilles
après l’abattage
Séparation
du cartilage
Milieux changés toutes les 24h
Durée étude: 72 heures
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Les peaux ont été essuyées à l’aide d’une compresse imbibée de tampon phosphate (pH 
7,4, 0,01 M) contenant de la gentamycine à 100 µg/mL puis dermatomées à 500 µm à l’aide d’un 
dermatome (Padgett, Michaël’s France). La peau ainsi dermatomée a ensuite été découpée en 
explants à l’aide d’un emporte pièce (diamètre 28 mm). Les explants ont été placés sur des inserts 
insérés ensuite dans des plaques de culture 6 puits contenant 1,5 mL de milieu de culture et mises 
dans un incubateur à 37°C sous 5% de CO2. 
 
2. Le système de cellules statiques 
 
Il s’agit d’une plaque comportant 6 puits d’un diamètre de 35 mm dans lesquels sont 
placés les inserts à membrane où sont posés les explants de peau. Le système est constitué d’un 
compartiment récepteur, sous-jacent à la peau, et d’un compartiment donneur en contact avec l'air 
atmosphérique (Figure 17). 
Les explants de peau situés à l’interface air-liquide, reposent sur des inserts de culture 
équipés d’une membrane de 25 mm de diamètre (23 mm de diamètre d’exposition, 4,16 cm²) et 8 
µm de porosité. Le derme est en contact avec le milieu nutritif qui remonte par capillarité à 
travers la membrane. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 17: Schéma du système de cellules statiques utilisé 
 
3. Conditions de mise en survie 
 
 Les conditions de mise en survie ont été développées en se basant sur les 
recommandations de l’OCDE et du SCCP (Scientific Committee on Consumer Products). 
Puits de la plaque
Membrane en polycarbonate
de l’insert de culture
Fragment de peau 
Insert de culture
Milieu de culture
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Le milieu de culture de base utilisé :  - 100 mL de Dulbecco's Modified Eagle Medium 
(DMEM) contenant du rouge de phénol 
- 4 mL de L-glutamine (0,584 g/L ; 200 mM) 
- 2 mL de streptomycine/pénicilline (100 µg/mL) 
- 1 mL de fongizone (2,5 µg/mL) 
- 100 µL de gentamycine (50 µg/mL). 
 
La mise en survie a été réalisée en conditions stériles. Après avoir mis un volume de 1,5 
mL de milieu de culture dans chaque puits, l’insert de culture sur lequel était posé l’explant de 
peau, a été placé dans un puits de la plaque. La plaque a été mise à 37°C sous 5% de CO2, le 
milieu de culture étant renouvelé toutes les 24 heures. 
 
4. Adaptation du modèle en fonction de la molécule étudiée 
 
Pour toutes les études ex vivo et in vitro, des molécules marquées au carbone 14 ont été 
utilisées. Leurs positions de marquage sont résumées dans la Figure 18. Le véhicule de dépôt, le 
milieu de culture et les temps d’incubations ont été adaptés en fonction de la solubilité de chaque 
molécule étudiée. L’un des paramètres permettant de caractériser la solubilité d’un produit 
chimique se définit par son log Kow, coefficient de partage octanol/eau. Plus une molécule est 
hydrosoluble, plus son log Kow est faible. Plus une molécule est hydrophobe plus son log Kow est 
élevé. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 18: Position(s) de  marquage au carbone 14 des molécules étudiées 
O
CH3
OH
CH3
*
Testostérone marquée en position 4
OO O
H5C2
*
7-éthoxycoumarine marquée en position 3
*
*
Benzo(a)pyrène marquée en position 4 et 7 Bisphénol A marquée uniformément 
sur les deux cycles
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a. 7-Ethoxycoumarine (7-EC) 
 
Dans l’objectif d’étudier la diffusion et le métabolisme de molécules ayant des propriétés 
physicochimiques différentes, deux véhicules de dépôt ont été testés pour la 7-EC. L’un, 
permettant la solubilisation de composés relativement hydrosolubles, est constitué d’éthanol et de 
tampon phosphate sodique (pH 7,4, 0,01 M) dans les proportions 1:2 (v/v). L’autre permet la 
solubilisation de molécules plus liposolubles, il est composé d’éthanol et d’un mélange de 
triglycérides caprique/caprylique dans les mêmes proportions (Myritol, Pierre Fabre Dermo-
cosmétique). 
 Le milieu d’incubation de base décrit précédemment a été utilisé pour cette molécule. La 
7-EC est une molécule hydrophile (log Kow 1,3) et sa diffusion à travers la peau est rapide. Son 
passage à travers la peau a été suivi sur de courtes et de longues périodes: 2, 4, 6, 24, 48 et 72 
heures. Pour ces études, nous avons utilisé de la 7-EC radio-marquée au carbone 14 en position 3, 
de radiopureté > 99,1% et d’activité spécifique 2 GBq/mmol soit 54 mCi/mmol (Amersham 
Biosciences, UK). La 7-EC non marquée, de masse molaire 190 g/mol et de pureté > 99% 
(Sigma-Aldrich, St Quentin Fallavier, France), a également été utilisée dans la préparation des 
solutions de dépôt (Table 2). 
 
b. Testostérone 
 
Cette molécule possède un log Kow de 3,3, il s’agit donc d’une molécule plutôt lipophile. 
En se basant sur les résultats obtenus avec la 7-éthoxycoumarine, un mélange aqueux a donc été 
choisi comme véhicule de dépôt, constitué d’éthanol et de tampon phosphate sodique (0,01M; pH 
7,4) dans les proportions 1:2 (v/v). En ce qui concerne le milieu récepteur, le milieu de culture de 
base supplémenté avec de l’acide ascorbique 50mM, comme antioxydant, a été utilisé afin 
d’éviter la dégradation des métabolites formés. Pour de ne pas perturber l’identification en 
spectrométrie de masse des métabolites de la testostérone, du DMEM sans rouge de phénol a été 
utilisé. Le suivi de la diffusion de la testostérone à travers la peau a été effectué sur des courtes et 
longues périodes d’incubation : 4, 24, 48 et 72 h. Nous avons utilisé de la testostérone marquée 
au carbone 14 en position 4, de radiopureté > 98,5% et d’activité spécifique 2,074 GBq/mmol 
soit 56 mCi/mmol (Amersham Biosciences, UK). De la testostérone non marquée de poids 
moléculaire 288 g/mol et de pureté > 99% (Sigma-Aldrich, St Quentin Fallavier, France), a 
également été utilisée dans la préparation des solutions de dépôt (Table 2). 
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c. Benzo(a)pyrène [B(a)P] 
 
Cette molécule a un log Kow de 6,5 ; il s’agit d’une molécule très peu soluble en milieu 
aqueux. Plusieurs véhicules de dépôt ont donc été testés afin d’optimiser la pénétration du B(a)P 
dans la peau. En se basant sur les données de la littérature et les essais de solubilisation effectués 
(diméthylsulfoxyde (DMSO), éthanol, myritol, acétone), il a été conclu que l’un des seuls 
solvants permettant de dissoudre le B(a)P aux fortes concentrations, tout en conservant les 
propriétés de la barrière cutanée, est l’acétone. Ce solvant a donc été choisi comme véhicule de 
dépôt. 
En raison du caractère hydrophobe du B(a)P, un agent solubilisant : l’albumine de sérum 
bovin (BSA ; 4%) a été ajoutée au milieu de culture de base. L’ajout d’agent solubilisant est 
préconisé par l’OCDE et le SCCP afin d’éviter que le milieu de culture s’oppose au passage de la 
substance du derme vers le compartiment receveur. Le milieu de culture a été supplémenté avec 
de l’acide ascorbique (50mM) afin d’éviter la dégradation des métabolites formés. Le suivi de la 
diffusion du B(a)P a été effectué toutes les 24 heures pendant 72 heures. Pour ces études, nous 
avons utilisé du B(a)P marqué au carbone 14 en position 4 et 7, de radiopureté > 97,5% et 
d’activité spécifique 2,257 GBq/mmol soit 61 mCi/mmol (Amersham Biosciences, UK). Du 
B(a)P non marqué de poids moléculaire 252 g/mol et de pureté > 99%) (Sigma-Aldrich, St 
Quentin Fallavier, France), a également été utilisé dans la préparation des solutions de dépôt 
(Table 2). 
 
d. Bisphénol A (BPA) 
 
Le caractère lipophile du BPA ou 4,4’-isopropylidénediphénol (N° CAS 80-05-07) est 
proche de celui de la testostérone (log Kow 3,2), le même véhicule de dépôt a donc été utilisé, à 
savoir un mélange constitué d’éthanol et de tampon phosphate sodique (pH 7,4, 0,01 M) dans les 
proportions 1:2 (v/v). Le suivi de la diffusion du BPA a été effectué toutes les 24 heures pendant 
72 heures. Comme pour la 7-EC, le milieu de culture de base a été utilisé pour l’étude du BPA. 
Pour la préparation des solutions de dépôt, du BPA marqué au carbone 14 de manière 
homogène sur les cycles aromatiques, de radiopureté > 98,5% et d’activité spécifique 2,074 
GBq/mmol soit 56 mCi/mmol (Amersham Biosciences, UK) a été utilisé ainsi que du BPA non 
marqué (Sigma-Aldrich, St Quentin Fallavier, France), de poids moléculaire 228 g/mol et de 
pureté > 99% (Tableau 2). 
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 7-EC Testostérone B(a)P BPA 
Log Kow 1,3 3,3 6,5 3,2 
Poids moléculaire 
(g.mol-1) 
190 288 252 228 
Pureté molécule froide 99,1% 99% 97,5% 99% 
Position du marquage 
au carbone 14 
Position 3 Position 4 Position 4 et 7 Sur les deux cycles 
Activité spécifique 
(mCi.mmol-1) 
54 56 61 56 
Radiopureté 99% 98,5% 99% 98,5% 
 
Tableau 2: Propriétés physicochimiques des molécules étudiées 
 
5. Bilan de radioactivité pour l’absorption percutanée 
 
Chaque molécule radioactive a été déposée sur les explants de peau en triplicat à 
différentes concentrations. Après incubation à 37°C sous CO2 pour des durées allant de 2 à 72 
heures, les milieux ont été prélevés pour analyses et renouvelés. 
En fin d’expérimentation, la radioactivité a été dosée dans les différents compartiments 
des cellules de diffusion : surface de l’explant, peau, milieu de culture, afin d’obtenir un bilan de 
la répartition de la molécule marquée. Ces résultats ont permis d’évaluer l’effet barrière de la 
peau d’oreille de porc en survie mais aussi de voir l’influence des propriétés physicochimiques 
d’une molécule sur sa diffusion et sa biotransformation. 
 
a. Surface de l’explant de peau, milieux de culture, inserts et puits 
 
Le schéma ci-dessous récapitule les techniques d’extraction utilisées pour chaque 
compartiment du modèle de peau d’oreille de porc. 
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Figure 19: Protocole d’extraction de la radioactivité pour les différents compartiments 
du système ex vivo de peau d’oreille de porc 
 
 
A l’exception des explants de peau d’oreille de porc eux mêmes, les différents 
compartiments (milieux de culture, surface de la peau, inserts et puits) ont été traités de la même 
manière en adaptant les solvants d’extraction à chaque molécule (Tableau 3). 
 
Molécule 7-Ethoxycoumarine Benzo(a)pyrène Testostérone Bisphénol A 
Solvant acétonitrile méthanol méthanol acétonitrile 
 
Tableau 3: Tableau récapitulatif des solvants utilisés pour les extractions 
 
Rinçage avec 
10 mL de solvant
Milieux de 
culture
Essuyée avec coton 
tige imbibé de solvant
Coton tige dans 2 mL de 
solvant aux ultrasons
2 aliquotes 
de 100 µL
InsertsSurface de la peau
Explant de 
peau
Puits de 
culture
2 aliquotes 
de 1 mL
Comptage au compteur à scintillation liquide
2 aliquotes 
de 1 mL
Méthode d’extraction 
différente pour 
chaque molécule
2 aliquotes 
de 1 mL
Rinçage avec 
2x1mL de solvant
Vortex
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Des aliquotes des milieux d’incubation et des aliquotes de chaque extrait ont été comptés 
au compteur à scintillation liquide, afin d’établir le bilan de répartition de la radioactivité. Quelle 
que soit la molécule étudiée, plus de 90% de la radioactivité a été retrouvée.  
 
b. Extraction des explants de peau d’oreille de porc 
 
Afin d’optimiser le taux d’extraction du composé étudié et de ses métabolites, les 
techniques d’extraction des explants de peau d’oreille de porc mises au point pour chaque 
molécule ont été différentes. 
 
7-Ethoxycoumarine 
 
Les explants de peau ont été découpés en petits morceaux puis homogénéisés dans 8 mL 
de tampon phosphate sodique (pH 7,4, 0,01 M) à l’aide d’un broyeur Polytron (Kinematica AG, 
Lucerne, Suisse). Après avoir ajouté trois volumes d’acétate d’éthyle saturé en eau, le mélange a 
de nouveau été homogénéisé au Polytron. Puis, l’homogénat a été centrifugé à 8000 tours/min, à 
4°C, pendant 10 min. La radioactivité présente dans la phase aqueuse et la phase organique a été 
quantifiée par comptage direct à l’aide d’un compteur à scintillation liquide (2 aliquotes de 1 mL) 
(Modèle tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT). 
L’extrait organique a ensuite été concentré au « Speed vac » pour une analyse en radio-
HPLC. La radioactivité restant dans les culots a été déterminée par combustion totale avec un 
Oxidizer 306 Packard (Packard Instruments, Downer Grove, IL), puis comptage par scintillation 
liquide. 
 
Testostérone 
 
Les explants de peau ont été découpés en petits morceaux puis homogénéisés avec 15 mL 
d’un mélange méthanol/tampon phosphate (pH 7,4, 0,01 M) (2:1, v/v) à l’aide du Polytron 
pendant 4 min. Puis, les échantillons ont été homogénéisés au Vortex et centrifugés à 8000 
tours/min, à 4°C pendant 10 min. Le surnageant a été récupéré, deux aliquotes de 1 mL ont été 
comptés en scintillation liquide pour chaque échantillon, puis les phases ont été conservées en 
vue d’une analyse en radio-HPLC . 
La radioactivité restant dans les culots a été déterminée par combustion totale à l’Oxidizer 
(306 Packard), puis comptage par scintillation liquide. 
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Benzo(a)pyrène 
 
 Les explants de peau ont été découpés en petits morceaux et homogénéisés avec 15 
mL d’un mélange méthanol/tampon phosphate (pH 7,4, 0,01 M) (2:1, v/v) à l’aide d’un Polytron 
pendant 4 min. Puis, les échantillons ont été homogénéisés au Vortex et centrifugés à 8000 
tours/min, 4°C pendant 10 min. Le surnageant a été récupéré, deux aliquotes de 1 mL ont été 
comptés en scintillation liquide pour chaque échantillon, puis les phases ont été conservées en 
vue de l’analyse en radio-HPLC. 
La radioactivité restant dans les culots a été déterminée par combustion totale à l’Oxidizer 
(306 Packard), puis comptage par scintillation liquide. 
 
Bisphénol A 
 
Les explants de peau ont été découpés en petits morceaux puis homogénéisés dans 8 ml de 
tampon phosphate sodique (pH 7,4, 0,01 M) à l’aide du Polytron. Après avoir ajouté trois 
volumes d’acétate d’éthyle saturé en eau, le mélange a de nouveau été homogénéisé au Polytron. 
Après centrifugation à 1500 tours/min pendant 10 min, les phases organique et aqueuse ont été 
récupérées et la radioactivité présente dans chacune d’elles a été quantifiée par comptage direct à 
l’aide du compteur à scintillation liquide.  
Les phases organiques ont été concentrées au « Speed vac » pour analyse en radio-HPLC.  
Les phases aqueuses ont été concentrées sur cartouches OasisTM 0,5 g. Pour cela, les cartouches 
ont été lavées avec 10 mL de méthanol puis équilibrées avec 10 mL de tampon phosphate sodique 
(pH 7,4, 0,01 M). Après le dépôt des phases aqueuses, les cartouches ont été lavées avec 10 mL 
de tampon phosphate sodique (pH 7,4, 0,01 M) puis éluées avec 10 mL de méthanol. Après 
quantification de la radioactivité des différentes fractions, la fraction éluée au méthanol a été 
concentrée au « Speed vac » pour analyse en radio-HPLC . 
La radioactivité restant dans les culots a été déterminée par combustion totale à l’Oxidizer 
(306 Packard), puis comptage par scintillation liquide. 
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II. Etudes in vitro 
 
1. Préparation des microsomes de foie de rat et de porc  
 
Les microsomes contiennent les enzymes membranaires (microsomales) : CYP450, 
flavines mono-oxygénases, UDPGT. L’utilisation de cofacteurs particuliers ou de conditions 
expérimentales spécifiques permettent la mise en fonctionnement in vitro de ces enzymes. Ainsi, 
les CYP450 nécessitent pour fonctionner de l’oxygène et du NADPH. 
Les incubations avec les microsomes de foie de rat ont servi de « référence » pour les 
études avec les microsomes de peau d’oreille de porc et de foie de porc. Les microsomes sont 
obtenus par l’homogénéisation du tissu à 4°C dans du tampon phosphate (0,01M, pH7,4) suivi 
d’une centrifugation différentielle (Figure 20).  
Les microsomes de foie de rat ont été préparés à partir de foies de rats Wistar mâles (de 
200g), les microsomes de foie de porc ont été préparés à partir de porcelets (Large White) 
femelles provenant de l’école vétérinaire de Toulouse. Trois lots de microsomes ont été préparés 
à partir de trois animaux de chaque espèce. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 20: Protocole de préparation des microsomes de foie 
Prélèvement de 10 g de foie de rat ou de porc
Foie broyé au Potter dans du tampon phosphate (pH 7,4, 0,1 M) (4 mL/g)
Filtration sur une gaze
Centrifugation à 9000 g, 20 min, 4°C
Reprise du surnageant
Centrifugation à 105000 g,1 heure, 4°C
Surnageant = Cytosol Culot = microsomes
Reprise dans tampon phosphate (pH 7,4, 0,1M) 
(1 mL/g) contenant 20% glycérol 
Homogénéisation au Potter et stockage à -80°C
Chambre froide
à 4°C
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2. Préparation des microsomes de peau de porc 
 
a. Difficultés liées à la préparation microsomes de peau 
 
Le broyage de la peau est difficile en raison de l’élasticité du derme. Plusieurs techniques 
de broyage ont été testées et la peau a été dermatomée à différentes épaisseurs afin d’éliminer une 
partie du derme et de faciliter le broyage de la peau. Le dermatomage des oreilles de peau de porc 
à 200 µm a permis d’éliminer une partie du derme et a ainsi facilité le broyage des échantillons 
(comparé à un dermatomage à 500 µm). Après essai de plusieurs techniques de broyage, la plus 
efficace s’est avérée être le broyage à l’aide d’un Fast Prep®, broyeur à billes de petites tailles 
réfrigéré, qui a pour avantage d’éviter l’échauffement des échantillons. En comparaison, 
l’utilisation d’un broyeur à billes sous azote n’a pas permis de broyer les fragments de peau de 
façon satisfaisante, et le broyage à l’Ultra Turrax® ou au Polytron® de la peau entraîne un 
échauffement et une dégradation des enzymes de la peau.  
 
b. Préparation des microsomes de peau d’oreille de porc 
 
Les microsomes de peau ont été obtenus à partir de peau d’oreilles de porc provenant de 
l’abattoir, dermatomées à 500 µm et à 200 µm. Le protocole de préparation des microsomes est 
représenté dans la Figure 21. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 21: Protocole de préparation des microsomes de peau 
Peau broyée au FastPrep, 4x20sec avec du tampon phosphate (pH 7,4, 0,1 M) 
(5 mL/g)
Chambre froide
à 4°C
20 g de peau d’oreille de porc dermatomée 200µm
Filtration sur gaze
Homogénéisation au Potter
Centrifugation à 9000 g, 20 min, 4°C
Reprise du surnageant 
Centrifugation à 105000 g,1 heure, 4°C
Surnageant = Cytosol Culot = microsomes
Reprise dans 300 µL de tampon phosphate (pH 7,4, 0,1 M)
contenant 20% glycérol+1 mM DTT+ 1 mM EDTA
Homogénéisation au Potter et stockage à -80°C
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c. Dosage des protéines 
 
Les concentrations en protéines des microsomes de peau de porc, de foie de porc et de 
foie de rat ont été déterminées par la méthode de Lowry. La courbe étalon a été réalisée à l’aide 
d’albumine bovine. Un test d’activité enzymatique avec l’éthoxyrésorufine a été effectué sur 
chaque lot de microsomes pour connaître leur fonctionnalité enzymatique avant de procéder aux 
incubations avec les substrats marqués. 
 
3. Microsomes humains, de foie et de peau 
 
Les microsomes de foie de femmes et d’hommes, proviennant de lots de 10 donneurs, ont 
été achetés chez TEBU (Le-Perray-en-Yvelines, France). 
Les microsomes de peau provenaient de fragments de peau issue d’excision chirurgicale, 
(lots de 2 donneurs). Ils ont été achetés chez Biopredic (Rennes, France). 
 
4. Incubations des microsomes de foie et de peau 
 
 Toutes les incubations avec les fractions microsomales ont été réalisées dans 1 mL de 
tampon phosphate (pH 7,4, 0,1 M) contenant du chlorure de magnésium 5 mM et un système 
générateur de NADPH (NADP 1,3 mM, glucose-6-phosphate 5 mM, glucose-6-phosphate 
déshydrogénase 2 UI). Les incubations avec les molécules marquées à différentes concentrations 
ont été réalisées au bain-marie à 37°C sous agitation pendant un temps compris entre 20 minutes 
et 2 heures, puis bloquées en précipitant les protéines par addition de 3 volumes de méthanol. 
Elles ont ensuite été conservées une nuit à 4°C pour être centrifugées le lendemain, pendant 10 
minutes à 8000 trs/min et 4°C. Les surnageants ont été récupérés et stockés à -20°C. 
Des incubations témoins ont été réalisées en parallèle avec chaque type de fractions 
microsomales (foie et peau), sans système générateur de NADPH. 
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5. Métabolisation par les tranches de foie de rat (« slices ») 
 
Des incubations avec des « slices » de foie de rat ont été réalisées en complément des 
expérimentations sur fractions subcellulaires hépatiques, pour disposer de données sur un système 
cellulaire complet, dans lequel, les enzymes de biotransformations de phase I et de phase II sont 
fonctionnelles. Il s’agit d’un système composé de 2 à 3 couches de cellules ayant une cohésion 
cellulaire, comme les explants de peau d’oreille de porc. 
 
a. Préparation des tranches 
 
Les animaux (rats Wistar d’un poids moyen de 250 g) ont été sacrifiés par dislocation 
cervicale suivie de la section des carotides. Leur foie a été prélevé et perfusé avec du tampon 
Krebs-Henseleit oxygéné et glacé (4°C) pour chasser le sang. Des carottes cylindriques de foie de 
8 mm de diamètre ont ensuite été obtenues grâce à l’utilisation d’un emporte pièce, puis ont été 
placées dans un tampon glacé oxygéné. Des tranches de 8 mm de diamètre et de 200 µm 
d’épaisseur ont été obtenues à l’aide d’un « slicer » de tissus Krumdieck (Alabama Research and 
Development Corp., Munford, AL) dans du tampon Krebs-Henseleit oxygéné à 4°C (Figure 22). 
Une période d’équilibrage de 15 min dans le tampon glacé et sous O2/CO2 (95/5) a été respectée, 
avec pour but l’élimination des cellules endommagées et le rétablissement de l’homéostasie des 
tranches en ions Ca2+ et K+. Les tranches ainsi obtenues avaient un poids moyen de 20 mg, 
contenant près de 2 mg de protéines. 
 
 
 
 
 
Figure 22 : Slicer de tissus Krumdieck® 
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b. Incubation 
 
Les tranches ont ensuite été transférées dans des boites de culture 12 puits contenant 12 
inserts en verre silanisés remplis chacun de 1 mL de milieu de culture DMEM contenant la 
molécule marquée (une « slice » par puit). Ce système a été placé dans un incubateur équipé d’un 
agitateur rotatif réglé sur 90 rpm à 37°C avec une atmosphère saturée à 95% d’O2 et 5% de CO2. 
Quelle que soit la molécule étudiée, une incubation contrôle avec la molécule radiomarquée dans 
1 mL de milieu sans « slice » a été réalisée, afin de s’assurer de la stabilité du substrat dans nos 
conditions expérimentales. A la fin du temps d’incubation, les milieux de culture et les tranches 
ont été prélevés et stockés à -20°C jusqu’à analyse. 
La capacité de métabolisation des « slices »  de foie de rat a elle été contrôlée par l’étude de 
la 7-EC comme substrat témoin. La 7-EC est dééthylée en 7-hydroxycoumarine par les 
dééthylases cytochromes P450 dépendantes, puis conjuguée en 7-hydroxycoumarine glucuronide 
et 7-hydroxycoumarine sulfate. Les tranches de foie de rat ont été incubées avec 25 µM de [14C]-
7-EC pendant 4 heures, puis les milieux de cultures ont été analysés en radio-HPLC afin de 
séparer et de quantifier les métabolites formés. 
 
 
III. Mise au point des outils de quantification et d’analyse de la 
radioactivité 
 
1. Mesures de radioactivité 
 
Les mesures de la radioactivité contenue dans les échantillons liquides ont été réalisées, 
après addition de liquide scintillant (Ultima Gold, Packard), par comptage direct dans un 
compteur à scintillation liquide (Tricarb 2200 CA, Meriden, Connecticut). Les corrections de 
quenching ont été effectuées automatiquement par l’appareil au moyen d’un standard interne. Les 
niveaux de radioactivité des culots d’extraction ont également été déterminés au compteur à 
scintillation liquide, après combustion sous excès d’oxygène à l’aide d’un Oxidizer modèle 306 
(Packard Instruments, Downer Grove, IL) et récupération du 14CO2 dans un mélange scintillant 
approprié (Packard Permafluor E+/ Packard Carbosorb, 2:1, v/v). 
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2. Développement des méthodes de séparation en chromatographie liquide 
haute performance (HPLC ) 
 
La séparation des molécules étudiée et de leurs métabolites présents dans les extraits de 
peau et les milieux de culture, a été réalisée par HPLC en phase inverse, en utilisant une pompe 
Spectra system P1000 (Thermo Electron, les Ulis, France) équipée d’un injecteur manuel 
Rhéodyne pour la 7-EC, le BPA et le B(a)P et une pompe Agilent system P1100 (Agilent 
Technologies, Massy, France) pour la testostérone avec passeur automatique d’échantillons. Les 
quantifications ont été effectuées au moyen du couplage de l’HPLC à un détecteur de 
radioactivité en ligne (Flo-one/β A500, Radiomatic™ 610TR, Perkin Elmer; Villebon-sur-Yvette, 
France). L’isolement des métabolites a été réalisé à l’aide d’un collecteur automatique de 
fractions Gilson modèle 202 (Gilson France, Villiers-le-Bel, France) placé en sortie de colonne. 
 
a. 7-Ethoxycoumarine 
 
La colonne chromatographique utilisée est en silice greffée d’une chaîne octadécyl C18 
(Sphérisorb 80Å ODS2, 250 mm x 4,6 mm, 5 µm de granulométrie), couplée à une pré-colonne 
Kromasil C18 (18 x 4,6 mm, 5 µm) (Interchim, Montluçon, France). Les conditions optimales 
d’étude des métabolites de la 7-EC étaient les suivantes : 
Débit variant de 0,8 à 1 mL/min, température four : 30°C. 
Phases mobiles :  A : tampon acétate d’ammonium (pH 5, 50 mM) / acétonitrile (85:15, v/v) 
B : acétonirile / tampon acétate d’ammonium (pH 5, 50 mM) (80:20, v/v). 
Un gradient de phase mobile a été utilisé selon la Figure 23 présentée ci-dessous. 
Volume d’injection 100 µL d’échantillons repris dans 100% de phase A. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 23 : Gradient HPLC, système 7-EC 
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Cette méthode HPLC a permis de séparer les métabolites de la 7-EC après incubation avec 
des explants de peau. Dans ce système, la 7-EC est éluée à 25,2 min. L’identification des 
métabolites a été réalisée par comparaison des temps de rétention avec ceux de standards connus 
et disponibles au laboratoire. La nature des métabolites isolés par collecte de fractions a été 
confirmée par hydrolyse enzymatique (β-glucuronidase et arylsulfatase). 
 
b. Testostérone 
 
La colonne chromatographique utilisée est en silice greffée d’une chaîne octadécyl C18 
Kromasil (250 x 4 mm, 5 µm de granulométrie) (Interchim, Montluçon, France), couplée à une 
pré-colonne Kromasil C18 (18 x 4.6mm, 5 µm, Interchim, Montluçon, France). 
Débit : 1 mL/min, température four : 35°C.  
Phases mobiles : A : tampon acétate d’ammonium (pH 3,5, 20 mM) 
B : acétonitrile 
Un gradient de phase mobile a été utilisé selon la Figure 24 présentée ci-dessous. 
Volume d’injection 100 µL d’échantillons repris dans 50% de phase A et 50% de méthanol (v/v). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 24 : Gradient HPLC, système Testostérone 
 
La testostérone et ses métabolites ont été détectés par radio-HPLC et quantifiés par 
intégration des pics. Dans ce système HPLC, la testostérone est éluée à 35,6 min. L’identification 
des métabolites a été réalisée par GC-MS. 
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c. Benzo(a)pyrène 
 
La colonne chromatographique utilisée est en silice greffée d’une chaîne octadécyl C18 
(Zorbax C18, 250 mm x 4,6 mm, 5 µm de granulométrie) (Interchim, Montluçon, France), couplée 
à une pré-colonne Kromasil C18 (18 x 4.6 mm, 5 µm) (Interchim, Montluçon, France). 
Débit : 1 mL/min, température four : 30°C. 
Phases mobiles :  A : tampon acétate d’ammonium (pH 3,5, 20 mM) / acétonitrile (95:5, v/v) 
B : acétonitrile. 
Un gradient de phase mobile a été utilisé selon la Figure 25 présentée ci-dessous. 
Volume d’injection 500 µL d’échantillons repris dans 80% de phase A et 20% d’acétonitrile. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 25 : Gradient HPLC, système B(a)P 
 
Le B(a)P et ses métabolites ont été séparés par radio-HPLC et quantifiés par intégration 
des pics. Dans ce système, le B(a)P est éluée à 52,3 min. Les métabolites ont été collectés et leur 
identification a été réalisée par hydrolyse enzymatique avec de la β glucuronidase de foie de 
bovin et de l’arylsulfatase issue d’Aerobacter Aerogenes (métabolites de phase II), par LC-MS 
d’autre part (Article 2) et RMN du proton. 
 
d. Bisphénol A 
 
La colonne chromatographique utilisée est en silice greffée d’une chaîne octadécyl C18 
(Zorbax C18, 250 mm x 4,6 mm, 5 µm de granulométrie) (Interchim, Montluçon, France), couplée 
à une précolonne Kromasil C18 (18 x 4.6 mm, 5 µm) (Interchim, Montluçon, France). 
Débit : 1 mL/min , température four : 30°C. 
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Phases mobiles :  A: tampon acétate d’ammonium (pH 3,5, 20 mM) / acétonitrile (95:5, v/v) 
B: acétonitrile / tampon acétate d’ammonium (pH 3,5, 20 mM) (90:10, v/v) 
Un gradient de phase mobile a été utilisé selon la Figure 26 présentée ci-dessous. 
Volume d’injection 100 µL d’échantillons repris dans 100% de phase A. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 26 : Gradient HPLC, système BPA 
 
Ce système HPLC a été développé afin de séparer les métabolites du bisphénol A dans les 
milieux de culture et les extraits de peau du modèle de peau d’oreille de porc. Dans ce système, le 
bisphénol A est éluée à 42,3 min. L’identification des métabolites a été réalisée par comparaison 
des temps de rétention avec ceux de standards connus. Puis, ces structures ont été confirmées par 
hydrolyse enzymatique des métabolites collectés par de la β-glucuronidase et de l’arylsulfatase. 
 
 
IV. Caractérisation structurale des métabolites formés 
 
1. Méthodes biochimiques 
 
D’après la littérature, des enzymes de phase II (glucuronyl transférases et 
sulfotransférases) sont présentes et fonctionnelles dans la peau en survie. Pour vérifier la présence 
de métabolites conjugués, des déconjugaisons enzymatiques ont donc été réalisées sur les 
métabolites des molécules étudiées dans les milieux récepteurs des explants de peau d’oreille de 
porc. Un mélange d’enzymes (suc d’Helix pomatia), ou des enzymes spécifiques (β-
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glucuronidase et arylsulfatase) ont été utilisés. Pour chaque métabolite, un blanc a été réalisé en 
suivant exactement le même protocole mais sans l’ajout d’enzymes. 
 
a. Suc d’Helix pomatia (activité sulfatase et glucuronidase) 
 
Les métabolites collectés séparément ont été repris dans 500 µL de tampon acétate de 
sodium (pH 5, 0,2 M). Après ajout de 20 µL de suc d’hélix pomatia, le mélange a été incubé à 
37°C, sous agitation et oxygénation pendant 3 h. Pour précipiter les protéines, 3 volumes de 
méthanol ont été ajoutés puis l’échantillon a été centrifugé à 4°C pendant 10 min à 8000 trs/min. 
Le surnageant a ensuite été injecté en radio-HPLC pour vérifier l’hydrolyse ou non du métabolite 
collecté. 
 
b. Incubation avec la β-glucuronidase 
 
Les métabolites collectés séparément ont été repris dans 500 µL de tampon acétate de 
sodium (pH 5, 0,2 M). Après ajout de 150 unités de β-glucuronidase de foie de bovin (Sigma, 
1.240.000 unités/g de protéines), le mélange a été incubé à 37°C, sous agitation et oxygénation 
pendant 3 h. Pour bloquer la réaction, 3 volumes de méthanol ont été ajoutés. Puis, pour 
précipiter les protéines, l’échantillon a été centrifugé à 4°C pendant 10 min à 8000 trs/min. Le 
surnageant a ensuite été injecté en radio-HPLC. 
 
c. Incubation avec l’arylsulfatase 
 
Les métabolites collectés séparément (500 µL) ont été mélangés avec des volumes 
identiques de tampon Tris (pH 7,5, 0,01 M). Après ajout d’une unité d’arylsulfatase issue 
d’Aerobacter Aerogenes (Sigma, 3,9 unités/mg de protéines), le mélange a été incubé à 37°C, 
sous agitation et oxygénation pendant 3 h. Pour bloquer la réaction, 3 volumes de méthanol ont 
été ajoutés. Puis, pour précipiter les protéines, l’échantillon a été centrifugé 10 min à 4°C à 8000 
trs/min. Le surnageant a ensuite été injecté en radio-HPLC. 
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2. Identification et caractérisation structurale en spectrométrie de masse et 
RMN 
 
L’utilisation de méthodes complémentaires aux méthodes biochimiques a été nécessaire 
afin d’identifier les produits formés aussi bien par le modèle de peau d’oreille de porc que par les 
modèles in vitro. Pour le B(a)P que pour la testostérone, un grand nombre de métabolites ont été 
formés par le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc et les modèles in vitro. L’objectif était de 
développer des méthodes de caractérisation structurale relativement faciles à mettre en œuvre, 
notre choix s’est donc porté sur l’utilisation de la spectrométrie de masse et de la RMN pour le 
B(a)P et la testostérone. Un couplage entre l’HPLC et la spectrométrie de masse (LC-MS) a été 
utilisé pour l’identification structurale des métabolites du B(a)P, cette méthode permettant une 
injection directe de l’échantillon, deux modes d’ionisation ont été utilisés (ESI et APCI) afin 
d’identifier tous les métabolites formés. Les métabolites de la testostérone n’ont pas pu être 
identifiés en LC/MS en raison des difficultés d’ionisation de certains métabolites, les analyses ont 
donc été réalisées par couplage entre la chromatographie en phase gazeuse et la spectrométrie de 
masse (GC-MS). Cette méthode a nécessité la collecte individuelle en radio-HPLC de tous les 
métabolites formés par le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc et des modèles in vitro. 
 
a. Spectrométrie de masse 
 
Les identifications structurales ont été réalisées en spectrométrie de masse en utilisant 
différents spectromètres de masse en fonction des propriétés physicochimiques des métabolites 
étudiés. Concernant les analyses réalisées par couplage entre l’HPLC et la spectrométrie de masse 
(LC-MS), un spectromètre de type piège à ions LCQ (Thermo Fisher, Les Ulis, France), équipé 
soit d’une source Electrospray (ESI), soit d’une source d’Ionisation Chimique à Pression 
Atmosphérique (APCI), a été utilisé. Cet appareil a également permis de réaliser des analyses de 
spectrométrie de masse en tandem (MSn). Concernant les analyses réalisées par couplage entre la 
chromatographie en phase gazeuse et la spectrométrie de masse (GC-MS), un analyseur de type 
piège à ions Polaris (Thermo Fisher, Les Ulis, France) équipé d’une source d’Impact 
Electronique (EI) a été utilisé. Le système de chromatographie en phase gazeuse qui était couplé 
à cet instrument était un Trace GC 2000 (Thermo Fisher, Les Ulis, France). 
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b. Résonance magnétique nucléaire 
 
La structure des métabolites produits en assez grande quantité a été précisée par des 
études en résonance magnétique nucléaire du proton (1H-RMN) en utilisant un spectromètre 
Bruker Avance DRX-600 (Bruker, Wissembourg, France), à 600,13 MHz équipé d’une sonde 
cryogénique TXI (5 mm H, C, N inverse triple résonance). 
 
V. Traitement statistique 
 
Les comparaisons entre les valeurs moyennes ont été effectuées via un test de Student 
avec le logiciel Instat (Graph Pad software). Les valeurs des Km and Vm ont été déterminées par 
une analyse de régression non linéaire comme indiqué par Loft et Poulsen (1989). 
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Lors de ce travail, la caractérisation de la capacité métabolique de la peau d’oreille de 
porc a été effectuée au travers de l’étude des voies de biotransformation ex vivo de quatre 
molécules : la 7-éthoxycoumarine, le bisphénol A, le benzo(a)pyrène et la testostérone. Les 
données ont été comparées aux résultats obtenus avec des fractions subcellulaires, qui sont un 
modèle in vitro classiquement utilisées dans les études de métabolisme. 
Dans une première partie sont développés les travaux ayant permis de mettre au point le 
modèle de peau d’oreille de porc et d’évaluer ses capacités métaboliques vis-à-vis de la 7-
éthoxycoumarine. Cette étude a été valorisée par une publication dans Toxicology In Vitro au 
cours de ma thèse (Article 1). 
Dans une deuxième partie est décrite l’étude effectuée avec la testostérone, molécule 
recommandée par l’OCDE pour la mise en place de modèles alternatifs à la peau humaine. De 
part ses propriétés physicochimiques, cette molécule diffuse facilement à travers la peau et elle 
est utilisée pour caractériser l’activité de différentes isoformes de cytochromes P450. Ce composé 
a permis la mise en évidence des enzymes de phase I présentes dans la peau, ainsi que leur 
fonctionnalité dans le modèle ex vivo. Le métabolisme de la testostérone a aussi été étudié avec 
des systèmes in vitro : fractions microsomales de foie et de peau ainsi que « slices » de foie. Cette 
étude a également fait l’objet d’une publication écrite durant ma thèse, qui sera soumise sous peu 
au journal Pharmaceutical Research (Article 2). 
Dans une troisième partie, le travail sur le B(a)P a permis d’affiner la caractérisation des 
capacités métaboliques du modèle ex vivo de peau d’oreille de porc et d’adapter ce modèle à 
l’étude de molécules hydrophobes. Des études in vitro ont été réalisées avec des « slices » de foie 
de rat et des fractions microsomales de foie et de peau de rat, de porc et d’homme. Ces études 
complémentaires ont permis d’évaluer les capacités oxydatives des explants de peau d’oreille de 
porc comparativement à celles du foie mais surtout d’aborder la comparaison des capacités 
métaboliques de la peau de porc et de la peau humaine. Ces travaux ont été concrétisés par deux 
publications durant ma thèse (Articles 3 et 4 : respectivement acceptés et soumis dans Analitycal 
and Bioanalytical Science et Toxicology Letters). 
Dans une dernière partie, le modèle de peau d’oreille de porc a été utilisé pour évaluer la 
diffusion et le métabolisme du bisphénol A, xénobiotique dont l’impact sur la santé humaine est 
soupconné, en raison de ses propriétés estrogéno-mimétiques. Le taux de pénétration de ce 
composé dans la peau et son devenir a été étudié avec des explants de peau d’oreille de porc en 
survie, ainsi qu’avec des explants de peau humaine. Cette étude a été concrétisée par une 
publication soumise dans Chemosphere (Article 5). 
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 Afin de mettre au point certains paramètres du modèle de peau d’oreille de porc ainsi que 
les méthodes analytiques nécessaires à l’identification et à la quantification des métabolites 
formés, des études préliminaires ont été effectuées pour chaque molécule. Pour la 7-EC, 
différents véhicules de dépôt ont été testés pour voir l’influence de celui-ci sur la diffusion et la 
métabolisation de la molécule étudiée. Un système in vitro de « slices » de foie de rat a été utilisé 
pour mettre au point les techniques d’analyse en radio-HPLC et spectrométrie de masse, des 
métabolites du B(a)P et de la testostérone. 
 
I. Etude de la 7-éthoxycoumarine (7-EC) 
 
De par son poids moléculaire et ses propriétés physico-chimiques (190.8 g.mol-1, log 
Kow de 1.3), la 7-EC peut diffuser facilement à travers la peau. Les travaux de Storm et al (1990) 
ont montré une diffusion importante de cette molécule dés 6 heures à travers la peau de 
différentes espèces (rat, souris, cobaye et homme) et plus de 70% de la radioactivité appliquée est 
dans ce cas retrouvée dans les milieux récepteurs après 24 heures d’incubation.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 27: Schéma des voies de biotransformation de la 7-éthoxycoumarine 
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La 7-EC est couramment utilisée comme molécule modèle pour mesurer les activités 
métaboliques des « slices » de foie ou encore celle de fractions subcellulaires (de Kanter et al., 
2005). Son métabolisme donne lieu à la formation de trois métabolites : l’hydroxycoumarine, 
résultant de l’activité de la 7-éthoxycoumarine-O-dééthylase et deux conjugués, l’un à l’acide 
glucuronique et l’autre au sulfate (Steensma et al., 1994; Ball et al., 1996) (Figure 27). Après 
application topique, la détection de ces trois métabolites dans les milieux récepteurs du modèle de 
peau d’oreille de porc permet de vérifier la fonctionnalité des enzymes de biotransformation du 
modèle (enzymes de phase I et de phase II). 
La 7-EC a également servi de contrôle positif lors des études in vitro avec les microsomes 
et les « slices » de foie incubés avec la testostérone et le B(a)P. 
 
1. Etude préliminaire 
 
Dans la perspective des études du métabolisme de molécules ayant des propriétés physico-
chimiques différentes et dont la solubilité diffère, deux véhicules de dépôt ont été testés. L’un 
permet la solubilisation de composés relativement hydrophiles (mélange éthanol/tampon 
phosphate) et l’autre la solubilisation de molécules plus lipophiles (mélange éthanol/myritol). Les 
conditions d’incubation et d’analyse décrites au Chapitre 3 paragraphe I ont été utilisées, et 
différentes doses de 7-EC (radiomarquée : 8 333Bq complétée selon les concentrations avec de la 
7-EC non marquée) ont été appliquées sur les explants de peau d’oreille de porc (10, 25, 50, 100, 
200 et 400 nmoles). Lors de cette étude, différents paramètres du modèle ex vivo de peau d’oreille 
de porc ont été mis au point, en particulier, les méthodes d’extraction et de dosage de la 
radioactivité dans les différents compartiments du système. 
 
a. Répartition de la radioactivité 
 
Après 48 heures d’incubation, la majorité de la radioactivité est retrouvée dans les milieux 
de culture quel que soit le véhicule de dépôt utilisé. Cependant, seulement 39,5 à 47 % de la dose 
initialement déposée, est retrouvée dans les milieux de culture lors de l’utilisation du mélange 
éthanol/myritol, alors que lors de l’utilisation du mélange éthanol/tampon phosphate, 66 à 75% 
de la dose appliquée diffuse dans les milieux récepteurs. Avec le mélange éthanol/myritol, 22 à 
30 % de la dose de 7-EC déposée sur la peau, est retrouvée non absorbée à la surface de la peau, 
contre seulement 1% de la dose déposée avec le mélange éthanol/tampon phosphate (Figure 28). 
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Contrairement à l’utilisation du mélange éthanol/tampon phosphate, le véhicule de dépôt 
éthanol/myritol limite donc la pénétration de la 7-EC dans la peau et sa diffusion dans le milieu 
récepteur. La quantité de radioactivité retrouvée dans la peau, les rinçages des inserts et des 
cupules n’est pas significativement différente d’un véhicule de dépôt à l’autre (Figure 28). 
 
 
Figure 28: Répartition de la radioactivité dans les différents compartiments pour 
différentes dose de 7-EC déposées (moyenne ± ET, n=3), en fonction du véhicule de dépôt 
 
b. Métabolisme de la 7-EC 
 
 Les analyses de la radioactivité présente dans les milieux d’incubation ont été réalisées 
avec la méthode HPLC décrite dans le Chapitre III.2.a. La quantification des métabolites formés 
est réalisée par intégration des pics détectés. Les courbes de formation des métabolites séparés 
ont été tracées en fonction de la dose de 7-EC appliquée (Figure 30). 
Pour les deux véhicules de dépôt utilisés, les courbes de formation de métabolites dans les 
milieux de culture sont similaires et suivent des cinétiques Michaeliennes. Trois métabolites ont 
été identifiés : l’hydroxycoumarine et ses deux conjugués un à l’acide glucuronique, l’autre au 
sulfate. L’hydroxycoumarine (OH-C) est quantitativement minoritaire. Le conjugué glucuronide 
de la 7-hydroxycoumarine (G-O-C) est majoritaire dans les milieux de culture. Cependant, la 
proportion du conjugué sulfate (S-O-C) est plus importante dans le cas du mélange 
éthanol/tampon phosphate que lors de l’utilisation du mélange éthanol/myritol soit 
respectivement, pour une dose déposée de 200 nmoles, après 24 heures d’incubation, 35 et 18 % 
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de la radioactivité présente dans le milieu récepteur (Figure 29). La vitesse de diffusion à travers 
la peau influe donc sur sa métabolisation.  
 
 
Figure 29 : Cinétique de formation des métabolites dans les milieux de culture d’explants de 
peau d’oreille de porc exposés à différentes doses de 7-EC, après 24 heures d’incubation 
(moyenne ± ET, n=3) 
 
c. Discussion 
 
Les résultats en termes de diffusion ou de métabolisme cutané de la 7-EC ont mis en 
évidence l’importance du véhicule de dépôt de la molécule. Le véhicule de dépôt influe sur la 
diffusion de la molécule et par conséquent sur sa biotransformation. Il doit donc être adapté à 
chaque xénobiotique étudié (WHO, 2006). 
Ces études préliminaires ont permis de mettre au point des méthodes d’extraction et de 
dosage de la radioactivité dans les différents compartiments du modèle ex vivo de peau d’oreille 
de porc. A partir de ces mises au point, une étude plus approfondie du devenir de la 7-EC déposée 
sur des explants de peau dans le mélange éthanol/tampon phosphate a pu être réalisée. 
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2. Etude de la diffusion de la 7-EC et de son métabolisme par le modèle de 
peau d’oreille de porc 
 
a. Présentation de l’étude 
 
Dans un 1er temps, des études en microscopie électronique ont été effectuées pour 
s’assurer du maintien en survie de la peau d’oreille de porc dans les conditions de culture mises 
au point. 
Dans un 2ème temps, la 7-EC radiomarquée a été appliquée dans le mélange 
éthanol/tampon phosphate sur la peau à différentes doses. Une gamme de concentrations a été 
obtenue par mélange de la molécule radiomarquée (8 333Bq) avec des quantités croissantes 
d’éthoxycoumarine non marquée (10, 25, 50, 100, 200 et 400 nmoles). Un bilan de la répartition 
de la radioactivité dans les différents compartiments a été réalisé en utilisant les méthodes 
d’extraction et de comptage de la radioactivité précédemment développées. Les cinétiques de 
diffusion et de métabolisation cutanée de la 7-EC ont été déterminées à différents temps, 
permettant de décrire les capacités de diffusion, de distribution et de biotransformation du modèle 
de peau d’oreille de porc. Ces travaux ont donné lieu à une publication dans Toxicology In Vitro 
(Article 1). 
 
b. Principaux résultats (Article 1) 
 
Les paramètres optimisés de l’étude d’absorption et du métabolisme de la 7-EC par le 
modèle de peau d’oreille de porc sont présentés dans la partie « Matériel et Méthodes » de 
l’article 1. L’intégrité des explants cutanés a été vérifiée, en particulier, le stratum corneum et 
l’épiderme, responsables de l’effet barrière et des principales activités métaboliques de la peau. 
Des études morphologiques en microscopie des explants de peau d’oreille de porc avant l’étude et 
après 48 heures d’incubation ont été effectuées. Seuls de faibles signes de dégénérescence 
apparaissent après 48 heures, montrant que l’intégrité du stratum corneum et la viabilité de 
l’épiderme restent intacts durant tout le temps de l’expérimentation, permettant ainsi l’étude de 
xénobiotiques dans les meilleures conditions. 
La 7-EC étant une molécule hydrosoluble, la majorité de la radioactivité déposée sur la 
peau est retrouvée dans les milieux de culture (66 à 75% de la dose appliquée) et seulement 1% 
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de la radioactivité est retrouvée à la surface de la peau. La 7-EC diffuse donc très rapidement à 
travers la peau et dans le milieu récepteur. Dès 6 heures 46 à 56% de la dose appliquée sur la 
peau est retrouvée dans les milieux récepteurs. Les métabolites représentent de 3,3% à 17% pour 
400 nmoles et 10 nmoles de 7-EC appliquée sur la peau, après 24 heures d’incubation. 
La méthode analytique (décrite dans le Chapitre 3 paragraphe III.2.a de ce manuscrit) a 
permis de séparer par radio-HPLC les trois métabolites de la 7-EC présents dans les milieux de 
culture. L’identification de la 7-hydroxycoumarine (OH-C) et de ses conjugués glucuronide (G-
O-C) et sulfate (S-O-C) a été réalisée par comparaison des temps de rétention avec ceux de 
standards connus et confirmée par hydrolyse enzymatique, respectivement avec de la β-
glucuronidase et de l’arylsulfatase. La biotransformation de la 7-EC par le modèle d’explant de 
peau d’oreille de porc est observée dès 2h, est très nette à 24h et se maintient sur 48h. Les 
quantités de métabolites formés dans la peau et diffusant dans les milieux de culture augmentent 
en fonction de la dose déposée et se stabilisent pour les quantités appliquées les plus élevées, 
avec un début de saturation des enzymes de biotransformation aux alentours de 100 nmoles de 7-
EC déposée sur l’explant. 
 
3. Conclusion 
 
Cette étude a permis d’obtenir les premières données quant à l’effet barrière et à la 
viabilité métabolique des explants cutanés d’oreilles de porc. L’éthoxycoumarine inchangée et 
ses métabolites diffusent rapidement à travers la peau. Les enzymes de biotransformation de 
phase I (cytochrome P450) et de phase II (glucuronyltransférases et sulfotransférases) sont 
fonctionnelles et possèdent des activités observables très nettement après 24 h d’incubation et qui 
se maintiennent sur des périodes de 48 heures (Article 1). 
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The biotransformation of chemicals by the skin can be a critical determinant of systemic exposure in
humans following dermal absorption. Pig ear skin, which closely resembles human skin, is a candidate
ex vivo alternative model for the investigation of xenobiotics penetration and metabolism. We developed
an ex vivo pig ear skin model and explored its absorption, diffusion and metabolic capabilities using the
model compound 14C-ethoxycoumarin (7-EC). Experimentationswere undertaken on pig ear skin explants
after application of various 14C-EC doses. Diffusionwas quantified as well as the production of 7-ECmetab-
olites resulting from phases I and II enzyme activities, using radio-HPLC. After 48 h, most of the radioac-
tivity was absorbed and was recovered in culture media (70%) or in the skin itself (10%). 7-EC metabolites
were identified as 7-hydroxycoumarin (OH–C) and the corresponding sulfate (S–O–C) and glucuronide
(G–O–C) conjugates. Their formation followedMichaelis–Menten kinetics with saturation reached around
100 lM of 7-EC.
Results demonstrate that dermal absorption as well as phases I and II enzymatic activities of pig skin are
both functional. This model should represent a valuable alternative for the study of the transdermal expo-
sure to chemicals, combining a functional dermal barrier and active biotransformation capabilities.
 2010 Elsevier Ltd. All rights reserved.1. Introduction
The skin is a metabolically active tissue that contains enzymes
able to metabolize not only endogenous chemicals but also xeno-
biotics, including drugs, pesticides, and industrial and environ-
mental chemicals. The metabolism of xenobiotics by the skin
often results in the detoxification of chemicals by converting lipo-
philic compounds into more polar, water-soluble compounds.
However, in some cases, xenobiotics can undergo biotransforma-
tion into reactive intermediates or bioactive metabolites, resulting
in enhanced local or systemic toxicity (Beckley-Kartey et al., 1997).
Cutaneous activation and detoxification pathways can be critical
determinants of exposure in humans following dermal absorption.
Supporting evidence has been derived primarily from in vitro stud-
ies in which chemicals have been incubated with various skin
preparations such as tissue slices, homogenates, isolated cell prep-
arations, and sub-cellular fractions. Most available data were ob-
tained using human or rat skin, and indicate that this tissue
expressed various metabolic biotransformation activities including
phase I oxidative, reductive and hydrolytic reactions as well asll rights reserved.
+33 561285244.
.phase II conjugations (Merk et al., 2004; Mukhtar and Sharma,
2004; Oesch et al., 2007).
With the goal of complying with the 3R (reduce, refine, replace)
concept for animal experimentation, given the ban on animal test-
ing for final products in the European cosmetic industry (Eder
et al., 2006; Hendriksen, 2002) and taking into account the difficul-
ties in obtaining human skin, alternative reconstructed human
skin models have been developed. The first was dedicated to skin
irritation testing (Robinson et al., 2005) and it was reported that
such a system exhibits functional metabolic activities (phases I
and II enzymes) for a broad range of substrates (Gibbs et al.,
2007). Reconstructed skin is thus an interesting tool to investigate
the metabolic pathways of xenobiotics. However, one of the main
limits of these models for topically applied molecules is their weak
barrier function (Garcia et al., 2002), which could lead to overesti-
mation of the diffusion (Van de Sandt et al., 2000) and of the
metabolism of topically applied xenobiotics (Mavon et al., 2004).
The present study was undertaken to develop a convenient and
easy-to-handle short-term skin culture from domestic pig ears
purchased at the slaughterhouse and to characterize its metabolic
capabilities. Pig skin may provide a valuable alternative skin model
owing to its close resemblance to human skin from both histolog-
ical and physiological viewpoints (Monteiro-Riviere et al., 2006).
Pig ear skin is recognized to be the closest skin model to human
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2006). In addition, our recent work on the validation of skin viabil-
ity following UV irradiation (Bacqueville andMavon, 2008) showed
that short-term culture of pig ear skin displays good viability over
a period of 48 h. This led us to think that this skin model could be
suitable for the study of xenobiotics metabolism, for which no
information exists in the literature (Oesch et al., 2007). Conse-
quently, in the present work, we explored phases I and II enzyme
activities of this ex vivo tissue culture system using 7-EC as model
substrate (Carlile et al., 1998; Duffy and O’Kennedy, 1998). [14C]-7-
EC was formulated in ethanol/phosphate buffer at six different
concentrations and applied on short-term pig ear skin cultures.
The kinetics of 7-EC diffusion in the medium through the skin
and of cutaneous metabolism were determined at different times
with the aim to describe the diffusion, the distribution and the bio-
transformation capabilities of the pig skin in this model.2. Materials and methods
2.1. Chemicals
7-Ethoxy[3-14C]-coumarin [14C-7-EC] with a specific activity of
2 GBq/mmol was purchased from Amersham Biosciences (Bucking-
hamshire, UK). Its radiochemical purity was greater than 99.1%
based on radio-HPLC analysis. Unlabelled 7-EC, purchased from
Sigma–Aldrich (St. Quentin Fallavier, France) had a purity greater
than 99%. Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) and L-Glu-
tamine were obtained from Gibco™ (Cergy Pontoise, France). The
antibiotics (streptomycin/penicillin, gentamicin) and the antifon-
gic (fongizone) used in the culture media were purchased from Sig-
ma–Aldrich. Other chemicals and solvents (analytical grade) were
purchased from the following sources: ammonium acetate, sodium
acetate, phosphate buffer (0.01 M) and sodium hydroxide, from
Sigma–Aldrich; acetonitrile and ethyl acetate from Scharlau Che-
mie S.A. (Barcelona, Spain); ethanol and acetic acid from Merck
(Briare-Le-Canal, France).
Ultrapure water from Milli-Q system (Millipore, Saint Quentin
en Yvelines, France) was used for ex vivo preparations and for the
preparation of HPLC mobile phases.
2.2. Ex vivo experiments: static diffusion cells and application
of ethoxycoumarin
Skin cultures were developed from ears of domestic pigs (Pie-
train breed, 6-month old females) as these were easily obtained
from a local slaughterhouse. Ears were taken from the animals
within 5 min after slaughtering and were kept at 4 C during trans-
port to the laboratory, which lasted a maximum of 2 h. After clean-
ing and shaving, the skin was immediately excised with a scalpel,
then sectioned at a thickness of ca. 500 lm using a Padgett derma-Fig. 1. Photography of pig ear skin shotome (Michael’s France, Neuilly-sur-Seine, France) and punched
into 28 mm diameter discs. To control the thickness variation of
the skin explants preparations, the weight of each explant was
controlled (0.332 ± 0.044 g/skin explant). The punch areas were
devoid of any visible structural change (scratches, erosion or scars)
as such skin damage could affect the diffusion and metabolism of
the test compounds.
Skin punches were seeded dermal side down in polycarbonate
Transwell inserts (23 mm diameter (4.15 cm2), 8 lm pore size,
Corning Life Sciences, Avon, France) in 6-well plates (Fig. 1) pre-
filled with 1.5 mL culture medium.
The culture medium was Dulbecco’s Eagle Modified Medium
(DMEM) supplemented with L-Glutamine (0.584 g/L), streptomy-
cin/penicillin (100 lg/mL), fungizone (2.5 lg/mL) and gentamicin
(50 lg/mL) (all from Sigma, St. Quentin Fallavier, France). Using
this ex vivo organ culture system, skin explants are maintained at
the air/liquid interface and dermal/epidermal feeding is achieved
by the diffusion of nutrients across the insert.
14C-7-EC (8.3 KBq/sample) adjusted with unlabelled 7-EC to ob-
tain the required dose was applied in 60 lL ethanol/0.01 M phos-
phate buffer at pH 7.4 (1:2, v/v) on the surface of the skin
punches. Different 7-EC doses were used: 10, 25, 50, 100, 200
and 400 nmol, corresponding to 0.46, 1.16, 4.58, 8.64, 18.32 lg/
cm2, respectively.
The 6-well plates were placed in a 5% CO2 air incubator.
All incubations were carried out in triplicate (3 times for each 7-
EC dose).2.3. Processing of culture media
Aliquots (150 lL) of culture media were removed 2 and 6 h after
the beginning of the experiment. Culture media collected at 24 and
48 h (end point of the experiment) were kept at –20 C until anal-
ysis. Culture media were evaporated to dryness using a Speed-Vac
concentrator, then were retaken in mobile phase and analyzed by
radio-HPLC.2.4. Processing of skin samples
At the end of the 48-h experiment, the skin punches were re-
moved and surfaces were washed twice with cotton swabs impreg-
nated with an ethanol/water mixture (75:25, v/v). The cotton
swabs were plunged in acetonitrile and placed in a sonicator for
20 min. Tissue culture inserts were washed with 10 mL acetoni-
trile. After removal of the medium, wells were washed three times
with 500 lL acetonitrile. Radioactivity in the culture medium and
in acetonitrile washing solution was determined by direct counting
of aliquots. Culture medium aliquots (2 h, 6 h, 24 h and 48 h) were
analyzed by radio-HPLC using the analytical method describedMicroplate well 
Culture medium 
Skin punch 
Tissue culture insert
rt-term culture, in a 6-well plate.
Fig. 2. Histology of pig skin explants at the beginning of the experiment (a) and
48 h after the beginning of the experiment (b).
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was concentrated and analyzed using the same method.
Skin samples were homogenized with a Polytron homogenizer
(Kinematica AG, Lucern, Switzerland) in 8 mL phosphate buffer at
pH 7.4 according to the method developed by Storm et al.
(1990): each homogenate was extracted with three volumes of
ethyl acetate saturated with water and centrifuged at 7000g and
at 4 C for 10 min. To determine total radioactivity in the skin,
aqueous and organic phases were counted by liquid scintillation.
Organic phases were evaporated to dryness using a Speed-Vac
concentrator, were retaken in mobile phase and analyzed by
radio-HPLC. Aqueous phases were not kept and radioactivity
remaining in the skin centrifugation pellets was determined after
combustion in an oxidizer. The extraction efficiency of radioactiv-
ity from skin membranes was 88.6 ± 1.9% whatever the 7-EC dose
applied.
2.5. Determination of radioactivity
Radioactivity in culture media and all other liquid samples was
determined by direct counting on a Packard scintillation counter
(Model Tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT, USA)
using Packard Ultima Gold as the scintillation cocktail (Packard
Instruments, Downer Groves, IL, USA). Residual radioactivity
remaining in the skin centrifugation pellets (non-extractable radio-
activity) was determined by complete combustion using a Packard
Oxidizer 306 (Packard Instruments), followed by 14C quantification
on the Packard scintillation counter (scintillation cocktail: Packard
Carbo-Sorb and Packard Permafluror E+, 14:7, v/v).
For all vials, sample quenching was compensated by the use of
quench curves and external standardization.
2.6. HPLC analysis, metabolite profiling and quantification
In order to establish metabolic profiles, samples were analyzed
by HPLC on a Lachrom L-7100 apparatus (Merck Hitachi, Fontenay-
sous-Bois, France) equipped with a Rheodyne Model 7725 injector
(Rheodyne, Rohnert Park, USA) connected for radioactivity detec-
tion to a Radiomatic flo-One/b A500 instrument (Radiomatic, La-
Queue-Lez-Yvelines, France) using Flow-scint II as the scintillation
cocktail (Packard Instruments).
The HPLC system consisted of a Spherisorb C18 column (80 Å
ODS2, 250  4.6 mm, 5 lm) (Interchim, Montluçon, France) cou-
pled to a Kromasil C18 guard precolumn (18  4.6 mm, 5 lm)
(Interchim). Mobile phases consisted of A: ammonium acetate buf-
fer (50 mM, pH 5)/acetonitrile (85:15; v/v) and B: ammonium ace-
tate buffer (50 mM, pH 5)/acetonitrile (20:80; v/v). The
temperature was maintained at 30 C and the following gradient
was used: 0–10 min 100% A (0.8 mL/min); 10–20 min linear gradi-
ent from 100% A to A:B 50:50 v/v (1 mL/min); 20–25 min linear
gradient leading to 100% B (1 mL/min). For culture media as well
as for skin extracts samples, 333 Bq per HPLC run was injected.
14C-7-EC and related metabolites were monitored by on-line
radioactivity detection using a flo-One b A500 and were quantified
by integrating the area under the detected peaks.
Metabolites were identified by comparing the respective reten-
tion times of the detected radioactive peaks with those of authen-
tic standards produced and purified as described by Ball et al.
(1996) and Ekins et al. (1995) and confirmed by enzymatic hydro-
lysis assays.
2.7. Enzymatic hydrolysis assays
Culture media were incubated with bovine liver b glucuroni-
dase Sigma (type B1 1000 units/g solid) or with sulphatase from
Aerobacter Aerogenes Sigma (3.9 units/mg protein). For the identifi-cation of 7-EC glucuronide, 500 lL of culture medium were added
to 500 lL of 0.2 M sodium acetate buffer at pH 5 and incubated
with 500 IU of b glucuronidase for 1 h 30 min at 37 C under shak-
ing and oxygenation. For the identification of 7-EC sulphate conju-
gate, aliquots of the culture medium were incubated in 0.01 M Tris
buffer at pH 7.4 with 2 IU of sulphatase, for 1 h 30 min at 37 C un-
der shaking and oxygenation. Hydrolysates were analyzed by
radio-HPLC, after protein precipitation with 3 volumes of methanol
and 10 min centrifugation at 8000 rpm.
2.8. Skin protein quantification and skin morphological analysis
2.8.1. Skin protein quantification
Skin protein contents were determined using the BCA Uptima
method (MicroBC Assay: protein quantitation kit purchased from
Interchim), with bovine serum albumin as the reference standard.
This quantification was carried out on skin discs of 6 mm in diam-
eter hydrolysed in 1 mL sodium hydroxide (0.5 M) at 60 C for 4 h.
2.8.2. Skin morphological analysis
Skin explants, without incubation with 7-EC, were used to skin
morphological analysis. Skin specimens were fixed in Bouin’s li-
quid, embedded in paraffin, cut into 5 lm-thin sections, and
stained with hematoxylin and eosin (Rijnkels et al., 2001). Morpho-
logical examinations were carried out using a Nikon eclipse E600
microscope equipped with a Dxm1200 digital camera. Images were
collected at 50 magnification using Lucia G version 4.82
software.
2.9. Statistical analysis
Comparisons between mean values were achieved using a Stu-
dent t-test using Instat (Graph Pad software). Km and Vm values
were determined by nonlinear regression analysis as indicated by
Loft and Poulsen (1989).
3. Results
3.1. Skin morphological analysis
Pig skin morphology was studied by histology over the time
course of the ex vivo experiments (Fig. 2). At the beginning of the
experiment (T = 0 h), fresh pig skin showed (Fig. 2a) normal
healthy appearance of the stratum corneum, epidermis and a part
of the dermis, respectively. The different epidermal cell layers were
clearly visible. After 48 h of culture (Fig. 2b), the pig skin showed
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signs of degeneration (vacuolisation) observed in the upper layers
of epidermis.
3.2. 7-EC Distribution
Radioactivity levels measured in the different compartments
(culture medium, skin and washing solution) at the end of the
experiment (48 h) are presented in Table 1. Total radioactivity
recovery ranged from 89.1% to 95.9% for the different 7-EC doses
applied on skin. The culture medium contained most of the admin-
istered radioactivity, e.g. 65.8% to 75% of the applied doses. An
additional 5.6% to 12.1% was recovered from tissue culture inserts.
Less than 1% of the applied radioactivity was retained at the skin
surface, whatever the dose. Radioactivity levels recovered in the
skin itself ranged, depending on the applied doses, from 10.2% to
13% with 6.6% to 10.0% of the administered radioactivity located
in the organic phase extracts, 1.3–2.0% recovered from aqueous
phases and 1.1–1.5% in the residual pellets. The distribution of
radioactivity in culture media, skin punches and in the various
washing solutions at the end of the experiment was comparable,
whatever the dose of 7-EC applied.Table 1
Radioactivity distribution in media, skin and various washing solutions, 48 h after the begi
the applied radioactivity (mean ± SD, n = 3).
Percent of the applied radioactivity
7-EC applied dose in nmol
10 25 50
Skin surfaces 0.6 ± 0.1 0.5 ± 0.2 0.8 ±
Skin 10.2 ± 3.0 11.8 ± 4.3 10.9
Organic phases 6.6 ± 2.0 8.4 ± 3.4 8. 1
Aqueous phases 2.0 ± 0.6 2.0 ± 0.5 1.6 ±
Pellets 1.5 ± 0.4 1.4 ± 0.4 1.3 ±
Culture inserts 12.1 ± 2.6 11.0 ± 2.1 10.2
Culture media 65.8 ± 1.2 68.3 ± 1.8 71.6
Well washings 0.3 ± 0.1 0.4 ± 0.1 0.5 ±
Total 89.1 ± 2.0 92.0 ± 4.3 94.0
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Fig. 3. Cumulated diffusion of [14C]-7-ECEquiv in culture media as a function of the inc
(mean ± SD, n = 3).3.3. Cutaneous diffusion of 7-EC
For the different doses of 7-EC applied, diffusion of 14C-7-EC and
[14C]-7-ECEquiv into and through the skin was evaluated by count-
ing the radioactivity in the corresponding medium at 2, 6, 24 and
48 h.
Two hours after the beginning of the experiment, 7-EC diffused
quickly across pig skin with 33.8% to 43.4% of the applied doses
recovered in the medium.
At 6 h, radioactivity in the culture medium ranged from 45.6%
to 51.2% of the dose of 7-EC applied. Radioactivity levels measured
in culture media reached 48.3% to 55.8% and 65.8% to 75% of the
dose applied at 24 h and 48 h, respectively.
The cumulated diffusion of 7-EC and [14C]-7-ECEquiv in the cul-
ture medium is expressed in nmol/cm2 and is presented as a func-
tion of incubation time (Fig. 3). For the different doses of 14C-7-EC
applied on skin, the diffusion of 7-EC and related metabolites in-
creased quickly during the first 2, and was maintained until 48 h.
For example, for 400 nmol of 7-EC applied, diffusion of 7-EC and
[14C]-7-ECEquiv in the culture medium, after 2 h, 6 h, 24 h and
48 h, corresponded to 32.61, 43.95, 50.51 and 68.24 nmoles of 7-
EC equivalent/cm2, respectively.nning of the experiment, for each 7-EC applied dose. Data are expressed in percent of
100 200 400
0.2 0.6 ± 0.1 0.7 ± 0.1 0.4 ± 0.1
± 5.4 13.0 ± 3.1 10.9 ± 2.1 12.3 ± 1.9
± 4.4 10.0 ± 2.6 8.2 ± 1.6 9.8 ± 1.3
0.5 1.8 ± 0.5 1.6 ± 0.4 1.3 ± 0.2
0.4 1.2 ± 0.1 1.1 ± 0.1 1.2 ± 0.3
± 1.2 9.3 ± 1.0 8.5 ± 0.5 5.6 ± 0.4
± 2.1 71.3 ± 4.0 75.0 ± 1.8 70.8 ± 8.8
0.2 0.60 ± 0.1 0.8 ± 0.2 0.5 ± 0.2
± 5.7 94.8 ± 3.4 95.9 ± 3.8 89.6 ± 9.1
24 30 36 42 48
 time in hours
ubation time and for different 7-EC applied doses. Data are expressed as nmol/cm2
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3.4.1. Quantification of 7-EC metabolites in culture media and skin
Culture media and organic phases resulting from skin extrac-
tions were analyzed separately by radio-HPLC and the metabolites
were quantified (Fig. 4). The proportion of radioactivity associated
with 7-EC metabolites in the respective samples showed that sig-
nificant amounts of 7-EC had been metabolised and could be de-
tected in both culture media and skin extracts. Indeed, as a3750
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Fig. 5. Percentage of 7-EC metabolites located in culture media and skin after 48 h incubpercentage of the radioactivity diffused in the culture medium,
for 10 nmol of 7-EC applied, 7-EC metabolites represented 12.6%
and 25.3% of the radioactivity present in the culture medium at
24 h and 48 h, respectively. These percentages decreased for higher
doses of 7-EC up to 3.5% and 4.7% for a 400 nmol dose. In skin, the
percentage of metabolites was 7.2% for a 10 nmol dose of 7-EC at
48 h, but only 0.3% for 400 nmol doses of 7-EC.
Fig. 5 shows the respective amounts of metabolites present in
the culture medium and in skin at 48 h, for each dose appliede (min)
20 25 30 35 40
II
7-EC
ture medium after 24 h to 10 nmoles of 7-EC.
100 200 400
d dose in nmol
otal metabolites in media
otal metabolites in skin
ation with raising doses of 7-EC (percent of the 7-EC applied dose, mean ± SD, n = 3.
Table 2
Metabolites formed in culture media at different time incubation, after 400 nmoles of
7-EC applied on skin.
Time incubation pmol/mg proteins nmol/cm2 nmol/g tissue
2 119.94 ± 22.31 0.419 ± 0.077 5.189 ± 0.96
6 166.83 ± 16.68 0.577 ± 0.0574 7.20 ± 0.72
24 451.46 ± 76.39 1.56 ± 0.26 19.50 ± 3.30
48 699.51 ± 180.76 2.42 ± 0.63 30.21 ± 7.81
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amounts of 7-EC metabolites detected in skin were very low (less
than 1% of the applied radioactivity) whatever the dose. The major
part of the metabolites was located in the culture medium, reach-
ing 16.6% of the applied radioactivity at 10 nmol and 48 h
incubation.
The higher the dose of 7-EC, the lower the proportion of metab-
olites (3.32% for 400 nmol 7-EC).3.4.2. Analysis of 7-EC metabolites in culture media
Fig. 4 shows a representative radiochromatogram correspond-
ing to the analysis of one culture medium, revealing three metab-
olites with respective retention times (RT) of 4.7 min (peak I),
6.2 min (peak II) and 19.1 min (peak III). By comparison with
authentic standards RT (Ball et al., 1996; Ekins et al., 1995; Laurent
et al., 2000) confirmed by enzymatic hydrolysis with b-glucuroni-
dase and sulphatase, these peaks were identified as 7-hydroxy-
coumarin (OH–C, peak III) and the corresponding glucuronide
(G–O–C, peak I) and sulphate (S–O–C, peak II) conjugates,
respectively.
Skin discs weighted 0.332 ± 0.044 g and contained
14.36 ± 1.63 mg protein (mean ± SD, n = 5). The formation of the
three metabolites expressed in pmol/mg protein, as a function of
incubation time (Fig. 6) showed that metabolism of 7-EC by the
ex vivomodel, increased with the incubation time until 48 h what-
ever the dose of 7-EC applied. In Table 2 is represented the amount
of metabolites (in pmol/mg protein, pmol/cm2 and nmol/g of tis-
sue) present in culture media after 2, 6, 24 and 48 h following
the application of 400 nmoles of 7-EC.
Actual 7-EC concentrations present in culture media were cal-
culated based on the radioactivity levels measured in media after
24 h. They ranged between 4.8 and 209.6 lM for 10 and 400 nmo-
les doses of 7-EC, respectively (Fig. 7, baselines). The formation of
7-hydroxycoumarin (OH–C), glucuronide conjugate (G–O–C) and
sulphate conjugate (S–O–C) were calculated for all incubations
and are expressed in pmoles of 7-EC metabolised per milligram
protein and per hour.
Fig. 7 shows the formation of the three metabolites after 24 h of
incubation as a function of the actual 7-EC concentration present in
the culture medium. The 7-EC metabolites were produced in skin,
diffused in the culture medium and their formation increased with0
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Fig. 6. 7-EC total amount of metabolites in culture media as a function of incubation
(means ± SD, n = 3).the quantity of 7-EC applied until 100 nmol (55 lM). For the high-
est concentrations (200 nmol and 400 nmol of 7-EC applied), the
increase of metabolites formation was not so pronounced. Full sat-
uration was not reached, but the formation of metabolites followed
Michaelis–Menten kinetics. The apparent Km and Vm values were
calculated (Section 2) based on receptor fluid concentration and
are presented in Table 3.
G–O–C was the major metabolite detected in samples of culture
media. Its formation rate was 7.71 ± 0.73 pmol/h/mg protein for
110 lM of 7-EC in culture media (200 nmoles of 7-EC applied on
the skin), which is equivalent to 26.70 ± 2.54 pmol/h/cm2 and
333.24 ± 31.75 pmol/h/g tissue. In the same conditions, the
amount of S–O–C recovered in samples of culture media was
4.24 ± 0.66 pmol/h/mg protein (14.67 ± 2.29 pmol/h/cm2 and
183.04 ± 28.53 pmol/h/g tissue). The free metabolite OH–C was
also detected in all samples, but as a minor compound, with
1.3 ± 1.2 pmol/h/mg protein (4.50 ± 4.17 pmol/h/cm2 and
56.15 ± 52.1 pmol/h/g tissue) formed under these conditions.
OH–C was the only metabolite detected within the skin itself.
The remaining radioactivity in insert washings was 100% un-
changed 7-EC.4. Discussion
Our study was carried out using domestic pig ears obtained
from a local slaughterhouse, with the aim to develop an alternative
ex vivo pig skin model to animal experimentation that could be
used, at the same time, as an efficient model for metabolic studies.
We investigated the biotransformation capabilities (phases I and II
metabolic activities) of this ex vivo pig skin model, using the model
molecule 7-EC.24 30 36 42 48
time in hours
time, for different 7-EC applied doses. Data are expressed as pmol/mg protein
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Fig. 7. 7-EC metabolites production at 24 h, as a function of 7-EC concentration in culture media. Data are expressed as pmol/h/mg protein (mean ± SD, n = 3).
Table 3
Michaelis Menten kinetics (Vm and Km) for the 7-EC metabolites after 24 h
incubation time.
Vm (pmol/h/mg) Km (lM)
7-hydroxycoumarin 0.87 ± 0.25 5.69 ± 7.57
7-EC glucuronide 25.40 ± 3.72 174.1 ± 39.90
7-EC sulfate 10.14 ± 2.05 72.46 ± 30.41
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pig skin used in the present work was well preserved under our
experimental conditions, even after 48 h of incubation. This result
is consistent with the conclusions of Rijnkels et al. using similar
incubation conditions (Rijnkels et al., 2001). Skin epidermal kerat-
inocytes, which are the most important cell populations involved
in the metabolism of many topically applied compounds (Bickers
et al., 1982; Gelardi et al., 2001; Khan et al., 1989), appeared to re-
main intact all over the duration of the experiment. Skin morpho-
logical analysis delivered valuable information on structural bases
demonstrating no degeneration of stratum corneum.
Using short-term culture of pig ear skin, we showed that 7-EC
was readily absorbed into skin. Absorption was almost complete
48 h after the beginning of the experiment, since less than 1% of
the applied radioactivity was recovered at the skin surface what-
ever the dose of 7-EC applied. This result is in agreement with pre-
vious work carried out on cutaneous metabolism of 7-EC in
hairless guinea pigs, Sencar mice, and human skin (Storm et al.,
1990), showing that 7-EC quickly diffuses into and through the
skin, over short-term experiments. In short-term culture of pig
ear skin, 7-EC diffusion increased during the first 6 h and lasted
48 h. Around 48% and 52% of the applied radioactivity was already
found in the culture medium after 6 and 24 h, respectively. The
hydrophilic character of 7-EC (Kow = 1.3) could explain the diffu-
sion ability of this substrate. In Storm’s study, 7-EC was readily ab-
sorbed during the first 6 h of the experiment and between 50%
(guinea pig) and 80% (Balb/c mice) of the applied radioactivity
was shown to diffuse into the culture medium over a 24-h exper-
imental period. Results established for all other species examined
by Storm et al. study were comprised between these two values.
The qualitative study of 7-EC metabolism showed that the
short-term pig ear skin model was metabolically active. Significantamounts of 7-EC, metabolised by the skin, were detected, mainly in
culture media, based on radio-HPLC analysis. For instance, 48 h
after a 10 nmol dose of 7-EC was applied, 25% of the radioactivity
present in the culture media (corresponding to 17% of applied
radioactivity) was associated with 7-EC metabolites.
In their study Storm et al., reported relatively limited biotrans-
formation rates of 7-EC by Sencar mice, guinea pig and human via-
ble skin on a flow through diffusion cell system with an exposed
surface area of 0.64 cm2 and a 16 lg/cm2 7-EC dose. For example,
the percentage of 7-EC metabolites ranged from 0.05% (human
skin) to 1.31% (guinea pig and Sencar mouse skin) of the radioac-
tivity diffused in culture media, after 24 h incubations. In our study
using short-term culture of pig ear skin, with the same dose of 7-EC
applied and the same experimental period, the metabolisation rate
reached 4.1% of the radioactivity in culture media. This difference
could be explained by the exposure surface of the flow through dif-
fusion cells system used by Storm et al. (0.64 cm2), which was
smaller than the one we used in our study (4.16 cm2). At 6 h, the
kinetics of metabolite formation calculated in the present study
using domestic pig ear skin corresponded to 0.57 ± 0.06 nmol of
7-EC metabolites/cm2/6 h. They were in the same range as those
reported by Storm et al. (0.75 nmol of 7-EC metabolites/cm2/6 h)
in guinea pig and Sencar mouse skin, while only 0.01 nmol/cm2/
6 h were calculated for human skin.
The analysis of 7-EC metabolites in culture media clearly dem-
onstrated that both phases I and II biotransformation enzymeswere
functional in short-term culture of domestic pig ear skin. 7-EC was
metabolised by the ex vivomodel into OH–C, whichwas extensively
conjugated by glucuronosyltransferases and sulphotransferases,
producing glucuronide and sulphate conjugate with only small
amounts of free OH–C. The quantity of 7-EC metabolites increased
with the duration of the incubation (2, 6, 24, 48 h). For the different
7-EC doses applied, the formation of 7-EC metabolites followed
Michaelis–Menten kinetics but the metabolic activities did not ap-
pear to reach saturation.
Previous works have shown that, on a qualitative basis, bio-
transformation in skin and liver is comparable (Schaefer and
Filaquier, 1992). Studies carried out with hepatocytes and liver
slices demonstrated that 7-EC is deethylated into OH–C, which is
subsequently conjugated with D-glucuronic acid or sulphate (Ball
et al., 1996; Ekins et al., 1996). The capability of epidermal cells
C. Jacques et al. / Toxicology in Vitro 24 (2010) 1426–1434 1433(Coomes et al., 1984; Finnen et al., 1985) and rat skin (Pham et al.,
1989) to conjugate xenobiotics has already been demonstrated. In
our study, OH–C was preferentially conjugated with D-glucuronic
acid by the ex vivo model, showing that the major metabolic path-
way of 7-EC is the deethylation of the substrate followed by the
glucuronidation of free OH–C. The conjugated metabolites were
mainly located in the culture medium, probably due to their better
solubility in water. A small proportion of the metabolites, located
in the skin itself, was associated with free OH–C. Very likely, this
hydroxylated metabolite is preferentially located in the skin, due
to the fact that its lower water solubility (compared to glucuronide
and sulphate conjugates) does not favour its diffusion into the cul-
ture media. Similar results have already been obtained using preci-
sion-cut human liver slices (Ekins et al., 1996; Steensma et al.,
1994), human and rat liver (De Kanter et al., 2002), or rat and hair-
less mouse skin strips (Moloney et al., 1982b). However, in the
study of the cutaneous penetration and metabolism of 7-EC in in-
tact and metabolically viable skin of Sencar mice, hairless Guinea
pigs and humans, it was reported that OH–C was the major metab-
olite detected in culture media, together with low amounts of
unidentified metabolites that were presumed to be glucuronide
and sulphate conjugates (Storm et al., 1990). The difference in
the amount of metabolites formed could be explained by a de-
crease in cellular viability of skin mounted on a flow through diffu-
sion cell system, or by the inhibition of phase II enzymes. 7-
ethoxycoumarin-O-deethylase (ECOD) activity has been widely
demonstrated to be expressed in the skin. Free OH–C has been suc-
cessfully quantified in human and mouse cultured keratinocytes
(Gelardi et al., 2001; Raffali et al., 1994), rat and mouse skin micro-
somal preparations (Moloney et al., 1982a; Mukhtar and Sharma,
2004), skin strips (Moloney et al., 1982b), as well as isolated epi-
dermal cells from hairless mice (Finnen and Shuster, 1985) and
mammalian skin homogenates (Damen and Mier, 1982). The
O-deethylation of 7-EC has also been observed in reconstructed
human epidermis (measuring only OH–C) by Roguet et al. (1995).
These authors showed a basal ECOD activity which corresponded
to 25 pmol/cm2/h of OH–C formed in the Episkin model after the
topical application of 7-EC at a dose of 220 nmol, whereas total
metabolite levels obtained in the present study represented, for
the same dose, 46 pmol/cm2/h. 7-EC metabolism obtained in
reconstructed human epidermis and in all the studies published
previously (measuring only free OH–C) could have been underesti-
mated, due to the possible transformation of the hydroxylated
metabolite by phase II biotransformation enzymes. In metaboli-
cally viable skin, 7-EC, a hydrophilic compound, diffuses quickly
into the culture medium. The rate of metabolite formation appears
to depend to a great extent on the rate at which the compound
penetrates the epidermis and becomes available to enzymes
located in the viable cells of the skin.
According to our results, the ex vivo domestic pig ear skin model
appears to be a useful tool for the investigation of the cutaneous
metabolism of xenobiotics placed in contact with the skin. The
absorption and the percutaneous penetration rate of a compound
depend on its physico-chemical properties, but also on the expres-
sion of functional enzymes in skin. Although cutaneous metabolic
activities are quantitatively low compared to hepatic biotransfor-
mation activities (around 2–4% and 1% of the metabolic activities
expressed in animal and human liver, respectively), the present
study demonstrates that the ex vivo pig skin model expresses func-
tional phase I (oxidation) as well as phase II (conjugation) enzymes
which activity is preserved over 48 h. This work suggests that
short-term culture of the pig ear skin represents an alternative
model exhibiting both a good barrier function and active metabolic
activities. This model should therefore be useful for the study of
molecules for which a detoxification (or a bioactivation) can occur
at the level of the skin. Further work is needed to characterizemore precisely the metabolic activities expressed in the ex vivo
domestic pig ear skin model and to evaluate the cutaneous metab-
olism of other types of substrates.
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II. Etude de la Testostérone 
 
De part son log Kow (3.3) et son poids moléculaire (288g.mol-1), la testostérone est 
représentative de la diffusion de molécules lipophiles (OECD, 2000c). Des études effectuées sur 
des explants de peau de rongeurs ont montré une diffusion et une métabolisation importante de la 
testostérone (Hagiyama, 1977; Kao and Hall, 1987). D’après les résultats obtenus par Kao et 
Hall, la diffusion de la testostérone à travers la peau de souris serait influencée par sa 
biotransformation in situ. Après 16 heures d’incubation, plus de 65% de la radioactivité déposée 
sur la peau (5µg/cm²) est retrouvée dans les milieux de culture et 41% de cette radioactivité 
correspond à des métabolites hydroxylés et réduits. La vitesse de diffusion maximale de la 
testostérone a été obtenue après 4 heures d’incubation par ces auteurs (Kao and Hall, 1987). Ces 
données nous ont servi à adapter les temps d’incubation de la testostérone avec le système ex vivo 
et à comparer nos résultats en matière de diffusion et de métabolisme avec ceux obtenus par Kao 
et Hall. 
D’autres études de diffusion de la testostérone appliquée sur explants humains ont été 
effectuées par van de Sandt et al (2004). La diffusion de la testostérone à travers la peau humaine 
semble plus faible que chez le rongeur, mais une grande variabilité inter-individus et inter-
laboratoires a été observée. Après 24 heures d’incubation, le pourcentage de radioactivité 
retrouvé dans les milieux de culture varie entre 10% et 44% de la dose appliquée (100µg/cm², 71 
donneurs) (van de Sandt et al., 2004). Cependant, ces études ont parfois été effectuées avec des 
explants de peau congelés et l’influence du métabolisme sur la diffusion n’a donc pas été prise en 
compte. 
Plusieurs publications ont montré que la peau avait la capacité de synthétiser la 
testostérone à partir du cholestérol mais aussi de métaboliser cette molécule en produits 
hydroxylés et réduits en vue de son élimination de l’organisme (Chen et al., 2002; Gibbs et al., 
2007; Zouboulis et al., 2007). 
La testostérone est une molécule endogène dont le métabolisme hépatique a été bien décrit 
(Figure 30). Un certain nombre de métabolites de la testostérone sont caractéristiques des CYP 
impliqués. Ces CYP sont responsables des hydroxylations ou de déshydrogénations de la 
testostérone conduisent à la formation d’hydroxytestostérone, androsténedione, 5α/β-
dihydrotestostérone, déhydrotestosterone (Figure 30). Les métabolites formés sont à leur tour pris 
en charge par les enzymes de conjugaison (phase II) pour faciliter leur élimination.  
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7α CYP2A1 
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15α CYP2A2 
15β CYP2C8 
16α CYP2C8, 2C18, 2C19 
16β CYP2B1 
 
 
Figure 30 : Schéma des voies de métabolisation de la testostérone
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Dans un premier temps, une étude préliminaire de la métabolisation de la testostérone par 
des « slices » de foie de rat a été effectuée afin de mettre au point le système analytique de 
séparation des métabolites formés. Dans un deuxième temps, le devenir de la testostérone après 
application topique sur le modèle de peau d’oreille de porc a été étudié et comparé avec des 
modèles in vitro de « référence », les microsomes. Des microsomes de foie et de peau porcins et 
humains ont été utilisés à cette fin. Ces études ont fait l’objet d’une publication prête à être 
soumise dans Pharmaceutical Research (Article 2). 
 
1. Résultats préliminaires : incubations de la testostérone avec des « slices » 
de foie 
 
a. Etude du métabolisme de la testostérone 
 
La mise en place de ce modèle in vitro et le protocole d’incubation sont décrits dans le 
Chapitre 3 paragraphe II.5 de ce manuscrit. Une gamme de concentration de testostérone en 
solutions dans l’éthanol a été réalisée : elle comprenait six concentrations (50, 100, 200, 400, 600 
et 800µM) obtenues par mélange de la molécule radiomarquée (4 166 Bq) avec des quantités 
croissantes de testostérone non marquée. Les « slices » de foie de rat ont été incubées durant 2 
heures avec les différentes concentrations de testostérone. Ces expériences ont été effectuées en 
triplicat (3 rats différents). Dans chacun des cas, il a été réalisé une incubation contrôle de 14C-
testostérone dans 1 mL de milieu ne contenant pas de « slice », afin de s’assurer de la stabilité du 
substrat dans nos conditions expérimentales. A la fin du temps d’incubation, les milieux de 
culture et les tranches ont été prélevés et stockés à -20°C jusqu’à analyse. 
 
b. Profils HPLC obtenus 
 
L’analyse en HPLC des incubations contrôles n’a pas révélé la présence de pic interférant 
qui aurait pu affecter la quantification des métabolites. Afin de mettre au point les conditions 
analytiques en HPLC permettant la séparation des métabolites de la testostérone obtenus in vitro 
par les « slices » de foie de rat, plusieurs types de colonnes chromatographiques, plusieurs débits, 
une température du four variable et différentes conditions de phases mobiles et gradients ont été 
testés. Les conditions optimales sont décrites dans le Chapitre 3 paragraphe III.2.b. Un grand 
nombre de métabolites ont été séparés et détectés en radio-HPLC (Figure 31). Des hydrolyses 
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enzymatiques du milieu d’incubation ont été effectués afin d’identifier des métabolites conjugués, 
mais sans résultat, indiquant que les métabolites ne correspondaient pas à des conjugués. Ces 
métabolites étaient donc des métabolites hydroxylés de phase I, dont l’identification plus poussée 
en spectrométrie de masse n’a pas été effectuée à ce stade mais qui ont permis la mise au point 
des conditions analytiques en radio-HPLC. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 31 : Radio-chromatogramme du milieu d’incubation/« slices » de foie de rat (50µM 
de testostérone, 2 heures). 
 
c. Cinétique de biotransformation de la testostérone 
 
Les quantités de métabolites formés ont été calculées à partir de l’intégration des pics 
séparés en HPLC. La figure 32 représente l’évolution de la quantité totale de métabolites formés 
en fonction de la concentration de testostérone incubée avec les « slices » de foie de rat. La 
capacité de métabolisation de la testostérone par le tissu hépatique est très importante. La 
formation de métabolites est linéaire jusqu’à des concentrations de testostérone de 600µM ce qui 
montre qu’il n’y a pas de saturation des cytochromes P450 assurant la biotransformation de la 
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testostérone en hydroxytestostérone même aux concentrations les plus élevées. La quantité de 
testostérone non métabolisée lorsque la concentration initiale en testostérone est de 600µM, reste 
élevée : elle est de 62.0 ± 2.3 %. Ce résultat montre bien l’efficacité des systèmes enzymatiques à 
prendre en charge la testostérone même à fortes doses. 
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Figure 32 : Quantité de métabolites formés par les « slices » de foie de rat en fonction de la 
quantité de testostérone incubée (moyenne ± SD, n=3) 
 
d. Discussion 
 
Dans les incubations avec les « slices » de foie de rat, aucun métabolite conjugué de la 
testostérone n’a été identifié alors que des incubations contrôles effectuées avec la 7-EC ont 
montré que les enzymes de phase I et de phase II de ce modèle in vitro sont fonctionnelles. 
D’après la littérature, la conjugaison avec l’acide glucuronique, le sulfate ou le glutathion est une 
voie minoritaire du métabolisme de la testostérone. Des études effectuées sur « slices » de foie de 
rat montrent aussi que seuls des métabolites hydroxylés de la testostérone sont formés 
(Martignoni et al., 2004; de Kanter et al., 2005; Lupp et al., 2008). Compte tenu de la 
métabolisation importante par les systèmes enzymatiques hépatiques, la même gamme de 
concentration de testostérone a été utilisée pour l’étude du métabolisme par les explants de peau 
d’oreille de porc. 
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2. Etude de la diffusion et du métabolisme de la testostérone par le modèle 
de peau d’oreille de porc ; comparaison avec des études sur des fractions 
subcellulaires 
 
a. Présentation de l’étude (Article 2) 
 
Le métabolisme de la testostérone par des microsomes de foie et de peau de porc et 
d’homme a été étudié à partir de [14C]-testostérone testée à différentes concentrations. La 
diffusion et la métabolisation de la testostérone par les explants de peau d’oreille de porc ont 
ensuite été étudiées pour différentes doses (50, 100, 200, 400, 600 et 800 nmoles) de testostérone 
appliquée dans 60µl d’un mélange éthanol/tampon phosphate (1/2, v/v). Les cinétiques de 
diffusion et de métabolisation cutanée de la testostérone ont été déterminées à différents temps 
dans le but de décrire les capacités de diffusion, distribution et biotransformation du modèle de 
peau d’oreille de porc. Compte tenu, du grand nombre de métabolites pouvant être formés, les 
identifications ont été effectuées par GC-MS/MS. Ces travaux ont donné lieu à l’écriture d’une 
publication qui vient d’être achevée et qui sera soumise à Pharmaceutical Research (Article 2). 
 
b. Résultats 
 
A partir des microsomes de foie humain ou de porc, la métabolisation est qualitativement 
importante (13 métabolites détectés) et les mêmes métabolites sont obtenus chez le porc et chez 
l’homme. Avec les microsomes de peau des deux espèces, la métabolisation est onze fois plus 
faible que dans les microsomes de foie, mais les mêmes métabolites (3 métabolites détectés) sont 
produits chez l’homme et chez le porc. 
Pour les études ex vivo sur les explants de peau d’oreille de porc, un bilan de la 
radioactivité présente dans les différents compartiments a été effectué (Table 1, Article 2). Quelle 
que soit la dose de testostérone déposée, moins de 1% est retrouvé non absorbé à la surface de 
l’explant. La radioactivité diffuse de manière importante à travers la peau. Par exemple, pour 100 
nmoles de testostérone appliquée sur l’explant, 48.9 ± 0.5% sont retrouvés dans le milieu 
récepteur après 24h d’incubation et 86,5 ± 4.6% à 72 heures. Contrairement à la 7-EC, le 
pourcentage de radioactivité retrouvé dans les milieux récepteurs décroit en fonction de la dose 
de testostérone déposée sur la peau. Cette différence pourrait être due au caractère moins 
hydrophile de la testostérone. 
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Les milieux de culture et les explants de peau ont été analysés en radio-HPLC afin de séparer et 
de quantifier les différents métabolites formés qui ont été identifié en GC-MS/MS. Plus de 95% 
de la radioactivité retrouvée dans les milieux de culture et la peau elle-même correspondent à des 
métabolites. Quelle que soit la dose de testostérone appliquée, la diffusion de la radioactivité à 
travers la peau est donc majoritairement due au métabolisme. Différents types de métabolites ont 
été identifiés en GC-MS/MS dans les milieux récepteurs et les extraits de peau : OH-testostérone, 
OH-Δ4-diones, androsténedione, 5α-androstane-3,17dione, androstérone, epiandrostérone, Δ6-
dione (Figure 30). Certains de ces métabolites sont caractéristiques de familles de cytochromes 
P450 et ont permis de montrer que celles-ci étaient fonctionnelles dans le modèle de peau 
d’oreille de porc. Ainsi, la 6β-OH-testostérone et la 16α-OH-testostérone sont majoritairement 
issues de la métabolisation chez l’homme par les familles de cytochromes 2C et 3A alors que la 
7α-OH-testostérone est produite via le cytochrome 2A1 (Waxman et al., 1991; Anzenbacher et 
al., 1998; Bogaards et al., 2000; Soucek et al., 2001). L’androstérone est formée à partir de la 5α-
androstane-3,17dione via le cytochrome 19A1, aussi appelé aromatase (Desille et al., 1999; 
Bogaards et al., 2000). 
 
c. Conclusion 
 
Tout comme dans les travaux de Kao and Hall portant sur le devenir de la testostérone sur 
des explants de souris, le modèle de peau d’oreille de porc a un effet barrière maintenu pendant 
72 heures. La diffusion de la radioactivité observée correspond essentiellement à des métabolites. 
L’étude du métabolisme de la testostérone par les explants de peau a permis de démontrer 
la fonctionnalité de certaines enzymes de phase I. Ces enzymes n’ont pas été caractérisées mais 
peuvent correspondrent aux familles de cytochrome P450 impliquées dans le métabolisme de la 
testostérone chez l’homme (CYP 2C, CYP 3A, CYP19A1 et le CYP2A1). Ces résultats 
concordent avec ceux obtenus dans des biopsies de peau humaine où ces CYP ont été détectes par 
immuno-histochimie, en particulier le CYP3A4 responsable de l’hydroxylation en position 6β de 
la testostérone (Oesch et al., 2007). 
L’incubation de la testostérone avec des microsomes de foie et de peau de porc et 
d’homme a permis d’effectuer un comparatif entre les deux espèces. Les voies métaboliques sont 
identiques chez l’homme et chez le porc puisque les mêmes métabolites ont été identifiés. Le 
métabolisme de la testostérone est plus limité dans la peau que dans le foie (11 fois plus faible) 
aussi bien chez le porc que chez l’homme. Compte tenu de la surface de la peau et de son contact 
permanent avec l’environnement extérieur, cette voie d’exposition et de métabolisation est 
 - 110 - 
cependant loin d’être négligeable et doit être prise en considération, puisque des patchs 
transdermiques de testostérone (Testopatch®, Intrinsa®) sont couramment utilisés pour le 
traitement de l’hypogonadisme masculin ou en association à une estrogénothérapie chez la 
femme. Les similitudes de métabolisme de la testostérone mises en évidence sur fractions 
subcellulaires du porc et de l’homme confortent le choix de la peau de porc comme modèle 
alternatif à la peau humaine. Le modèle de peau d’oreille de porc semble adapté aux études de 
diffusion et de métabolisme cutané pour les molécules lipophiles comme la testostérone. 
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 ABSTRACT 
 
Cutaneous metabolic processes play an important role in the percutaneous fate of topically 
applied substances and modulate the systemic bioavailability and toxicity of these compounds. 
Pig ear skin potentially represents a valuable alternative model to animal testing since it closely 
resembles to human skin. We developed an ex vivo pig ear skin system whose absorption, 
diffusion and metabolic capabilities were investigated up to 72h after application of several [14C]-
testosterone doses. The diffusion and the production of testosterone metabolites were quantified 
by radio-HPLC, GC-MS/MS and NMR. Around 95% of the radioactivity recovered in culture 
media and skin itself corresponded to testosterone metabolites, the major one being OH-∆4-
dione. 6β, 7α, 16αOH-testosterone, androstenedione, ∆4-dione, androsterone, ∆6-testosterone, 
16αOH-∆4-dione were also formed, but in smaller quantities. 
These data were compared with in vitro metabolic tools. Using liver and skin microsomes from 
pig and human, testosterone metabolisation level was similar for both species and the same 
oxidated metabolites were produced. 
The ex vivo pig ear skin model, combining a functional dermal barrier over 72h and active 
biotransformation enzymes, represents a valuable alternative tool for studies of the transdermal 
fate of chemicals. 
 
 
Key words: pig skin; dermal absorption; skin metabolism; alternative model; 
cytochrome P450; testosterone 
 
 INTRODUCTION 
 
 
Diffusion through the stratum corneum is generally considered to be the key step that limits 
percutaneous absorption, thereby dictating the systemic bioavailability of topically applied 
chemicals. However, the skin is a metabolically active tissue that expresses biotransformation 
enzymes able to metabolize both endogenous molecules and synthetic chemicals, including 
drugs, pesticides and other man-made compounds entering in contact with skin (Bronaugh et al., 
1994). These metabolic processes can play an important role in the percutaneous fate of topically 
applied substances and therefore modulate their systemic bioavailability (Kao et al., 1985; 
Lockley et al., 2004). In vitro studies using different types of skin preparations such as tissue 
slices, homogenates, isolated cell preparations and sub-cellular fractions have largely illustrated 
the ability of the skin to activate or detoxify xenobiotics (Hotchkiss, 1998). Several works have 
demonstrated that skin expresses metabolic activities, including capabilities to perform phase I 
oxidative, reductive and hydrolytic reactions, as well as phase II conjugations (Kao and Carver, 
1990; Sartorelli et al., 2000; Svensson, 2009; Yourick and Bronaugh, 2000). 
Percutaneous absorption and metabolism studies are essential to gain a sound understanding of 
the toxicity of compounds that can enter in contact with the skin surface. They are also of prime 
importance in the development of drugs for dermal or transdermal application. In order to 
standardize the predictive testing of chemicals and cosmetics for regulatory purposes, the 
Organisation for Economic Cooperation and Development (OECD) adopted guideline 428 and a 
corresponding technical guidance document which describe methods for assessing absorption by 
using human and animal skin ex vivo. In this guideline, testosterone is clearly suggested as one of 
the model molecules. 
Excised human skin is considered to be the “gold standard”, but samples are often not timely 
available, and in limited amount. Moreover, a large variability is observed among these samples 
due to gender, age, or ethnic differences, and depending on the site of the body where the skin 
has been taken from (Bronaugh et al., 1982; Panchagnula et al., 1997; Vallet et al., 2008). 
Because of these difficulties, several reconstructed human skin models have been developed. For 
topically applied molecules one of the main limits of these models is their weak barrier function 
(Garcia et al., 2002), which can lead to the overestimation of diffusion and biotransformation 
rates (van de Sandt et al., 2000). 
We have developed a convenient and easy-to-handle short-term skin culture system using skin 
explants from domestic pig ears purchased at the slaughterhouse, and have started the evaluation 
of its metabolic capabilities and barrier function. Pig skin can be easily obtained as waste 
material from animals slaughtered for meat production. The histological and biochemical 
properties of porcine skin have been repeatedly shown to be similar to human skin (Godin and 
Touitou, 2007; Gray and Yardley, 1975; Jacobi et al., 2007). This ex vivo pig ear skin model 
could be suitable for the study of xenobiotics metabolism, but little information detailing pig skin 
metabolism has been published (Oesch et al., 2007). 
To gain a better understanding on the rate of chemical penetration and on the functionality of 
cutaneous enzymes of the pig ear skin model, we used testosterone, one of OECD’s model 
molecules. 
Testosterone is the major circulating androgen in man. The clinical effects of androgen are 
numerous, and testosterone deficiency is associated with a number of clinical abnormalities. A 
variety of preparations containing testosterone, such as oral tablets, intramuscular injections, 
subcutaneous implants and transdermal therapy is available for substitutional therapy of 
climacteric symptoms as well as hypogonadism (Meikle et al., 1992; Raynaud et al., 2008). 
Testosterone is known to be metabolized through CYP450 dependent pathways, into several 
reduced and oxidized metabolites. It is well recognized that steroid metabolism is particularly 
active in the pilosebacceous unit, and that keratinocytes extensively metabolize steroids (Chen et 
al., 2002; Dumont et al., 1992; Zouboulis and Degitz, 2004). The barrier effect and the metabolic 
capabilities of the ex vivo pig ear skin model were evaluated by studying the diffusion, the 
distribution and the biotransformation of radio-labeled testosterone. Metabolites were quantified 
by HPLC coupled to on-line radioactivity detection and their structure was investigated by mass 
spectrometry (MS) and nuclear magnetic resonance (NMR). These metabolic data were 
compared with the results obtained from incubations of testosterone with liver and skin 
microsomes from pig and human. 
 
  MATERIAL AND METHODS 
 
 
1. Chemicals 
 
[4,7-14C] Testosterone [14C-Testosterone] with a specific activity of 56 GBq/mmol was 
purchased from Amersham Biosciences (Buckinghamshire, UK). Its radiochemical purity was 
greater than 97.5% based on radio-HPLC analysis. Unlabeled Testosterone, purchased from 
Sigma-Aldrich (St Quentin Fallavier, France) had a purity greater than 99%. Reference 
metabolites were from Sigma-Aldrich (St Quentin Fallavier, France): 2β-Hydroxytestosterone 
(2β-OH-Testo), 6β-Hydroxytestosterone (6β-OH-Testo), 7α-Hydroxytestosterone (7α-OH-
Teso), 11β-Hydroxytestosterone (11β-OH-Testo), 16α-Hydroxytestosterone (16α-OH-Testo), 
11-ketotestosterone (11-keto-Testo), 1-Dehydrotestosterone (∆1-testo), 4-Androstene-3,17-dione 
(∆4-dione), 4-Androsten-11β-ol-3,17-dione (11β-OH-∆4-dione), 4-Androsten-16α-ol-3,17-dione 
(16α-OH-∆4-dione), Epitestosterone (EpiTesto), Androsterone, Epiandrosterone, 5β-Androstan-
3α-ol-17-one (5β-A-3α-17-one), 5β-Androstan-3β-ol-17-one (5β-A-3β-17-one), 5α-Androstan-
3,17-dione (5α-A-dione) and 5β-Androstan-3,17-dione (5β-A-dione). 
Other chemicals and solvents (analytical grade) were purchased from the following sources: 
ammonium acetate, sodium acetate, phosphate buffer (0.01M) and sodium hydroxide, from 
Sigma-Aldrich; acetonitrile and ethyl acetate from Scharlau chemie S.A. (Barcelona, Spain); 
ethanol and acetic acid from Merck (Briare-Le-Canal, France). Ultrapure water from a Milli-Q 
system (Millipore, Saint Quentin en Yvelines, France) was used for ex vivo preparations and for 
the preparation of HPLC mobile phases. For ex vivo studies, Dulbecco’s Modified Eagle Medium 
(DMEM) and L-Glutamine were obtained from GibcoTM (Cergy Pontoise, France). The 
antibiotics (streptomycin/penicillin, gentamycin) and the antifongic (fungizone) used in the 
culture media were purchased from Sigma-Aldrich.  
 
 
2. Microsomal Fractions 
 
2.1. Human and pig liver microsomes 
 
Liver microsomes obtained from pools of 10 human male and female donors were purchased 
from TEBU (Le-Perray-en-Yvelines, France). For pig liver microsomes, three female pigs 
weighing 40-60kg and fed a standard commercial diet were killed by electrocution followed by 
exsanguination. Livers were washed immediately using 0.1M sodium phosphate buffer (pH 7.4), 
were immediately frozen in dry ice and stored at -80°C until the fabrication of microsomal 
fractions. Forty gram of each liver sample were separately homogenized using a Potter-Elvehjem 
Teflon glass homogenizer in 4 volumes of ice-cold 0.1M phosphate buffer pH 7.4. Each 
homogenate was centrifuged at 10,000g for 20 min at 4°C (Ultracentrifugator model Centrikon 
T1045 – Kontron Instruments, Zürich, Switzerland). Resulting supernatants were centrifuged at 
105,000g for 60 min at 4°C, permitting the separation of the cytosolic supernatant from the 
microsomal pellet. Microsomes were resuspended with gentle homogenization in 1 mL of 0.1M 
phosphate buffer pH 7.4 containing 20% glycerol. Liver microsomes were stored at -80°C. The 
protein content of microsomal preparations was determined according to the method of Lowry et 
al. (1951). 
 
2.2. Human and pig skin microsomes 
 
Human skin microsomes were purchased from Biopredic (Rennes, France) and obtained from 
pools of 2 donors. Pig skin microsomes were prepared from ears of domestic pigs obtained from 
a local slaughterhouse as described for the ex vivo pig ear skin model. After cleaning and 
shaving, the skin was immediately excised with a scalpel, then sectioned at a thickness of 200µm 
using a Padgett dermatome (Michael’s France, Neuilly sur Seine, France) and immediately frozen 
in dry ice and stored at -80°C until the isolation of microsomes. 20 grams of skin obtained from 
pools of 20 ears were homogenized using a FastPrep Homogenizer (MP Biomedicals, Illkirch, 
France), in 4 volumes of ice-cold 0.1M phosphate buffer pH 7.4. Samples were filtered and 
homogenized using a Potter-Elvehjem Glass/teflon grinder. Each homogenate was centrifuged at 
10,000g and 4°C for 20 min (Ultracentrifugator model Centrikon T1045 – Kontron Instruments, 
Zürich, Switzerland). Resulting supernatants were centrifuged at 105,000g for 60 min at 4°C, to 
separate the cytosolic supernatant from the microsomal pellet. Microsomes were resuspended 
with gentle homogenization in 0.1 volume of 0.1M phosphate buffer pH 7.4 containing 20% 
glycerol. Skin microsomes were stored at -80°C. Three pools of twenty pig ear skins were 
prepared. The protein content of microsomal preparations was determined according to the 
method of Lowry et al. (1951). 
 
2.3. Metabolism of Testosterone by skin and liver microsomes 
 
Radio-labeled [14C]-Testosterone (3,333Bq) fortified with unlabeled testosterone to reach 
different concentrations (1, 5, 10, 50, 100, 150 and 200µM) was incubated 20 min at 37°C under 
shaking with 2mg of microsomal protein from human liver or pig liver. For human and pig skin 
microsomes, the same conditions were used with two testosterone concentrations : 1 and 5µM. 
Incubations were performed in a final volume of 1mL 0.1M sodium phosphate buffer, 5mM 
MgCl2 (pH 7.4) containing a NADPH generating system (1.3mM NADP, 5mM glucose-6-
phosphate, 2 IU glucose-6-phosphate dehydrogenase). All incubations performed with pig 
microsomes were carried out in triplicate. During incubations, radioactivity measurements were 
performed to check testosterone concentration in media, by direct counting of sample aliquots on 
a Packard scintillation counter (Model Tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT) 
using Packard Ultima Gold as the scintillation cocktail (Packard Instruments, Downer Grove, IL). 
For all vials, sample quenching was compensated by the use of quenching curves and external 
standardization. 
Blank samples without NADPH generating system were used as controls for non-NADPH-
mediated Testosterone transformations. At the end of the incubation period, reaction was stopped 
by protein precipitation, with the addition of 3 volumes of methanol, and centrifugation for 10 
min at 8,000 g. Supernatant aliquots (500µL) were concentrated under a gentle nitrogen stream 
and analyzed by HPLC coupled to on-line radioactivity detection. Metabolites identification was 
performed by mass spectrometry analysis. 
 
 
3. Pig ear skin short-term cultures 
3.1. Preparation 
 
Skin organ cultures were developed from ears of domestic pigs (Pietrain breed, 6 month old 
females) obtained from a local slaughterhouse. Ears were taken from the animals within 5 min 
after slaughtering and were kept at 4°C during the transport to the laboratory, which lasted a 
maximum of 2 hours. After cleaning and shaving, the skin was immediately excised with a 
scalpel, then sectioned at a thickness of 500µm using a Padgett dermatome (Michael’s France, 
Neuilly sur Seine, France) and punched into 28mm diameter discs. The punch areas were free of 
structural changes such as scratches, erosions and scars, as such skin damage could affect the 
diffusion and metabolism of test compounds. 
 
3.2. Incubations 
 
Skin punches were seeded dermal side down in Transwell® inserts (23mm diameter, 8µm pore 
size, Corning Life Sciences, Avon, France) in 6-well plate prefilled with 1.5mL culture medium 
at 37°C in a 5% CO2 air incubator. Using such ex vivo organ culture system, explants are 
maintained at the air/liquid interface and dermal/epidermal feeding is achieved by the diffusion of 
nutriments across the insert. The culture medium was Dulbecco’s Eagle Modified Medium 
(DMEM) supplemented with L-Glutamine (0,584g/L), streptomycin/penicillin (100µg/mL), 
fungizone (2.5µg/mL), gentamycin (50µg/mL) and BSA (4%) (all from Sigma, St Quentin 
Fallavier, France). 
14C-Testosterone (8,333 Bq/sample) adjusted with unlabeled testosterone to reach the required 
dose (50, 100, 200, 400, 600 and 800 nmoles, corresponding to 3.03, 6.06, 12.12, 24.25, 36.39, 
48.52µg/cm² respectively) was applied in 60 µL of phosphate buffer/Ethanol (1:1, v/v) on the 
surface of skin. Culture media collected at 4, 24, 48 and 72 hr (end point of the experiment) were 
kept at –20°C until the analysis. All incubations were carried out in triplicate. 
 
3.3. Control incubations 
 
Skin punches were stored at -20°C during 1 month. After this enzyme inactivation period, skin 
punches were incubated in the same conditions as fresh skin punches with 50, 200 and 800 
nmoles of testosterone and 14C-Testosterone (8,333 Bq)  applied on skin punches, respectively. 
3.4. Radioactivity measurements 
 
At the end of the 72 hr experiment, skin samples were removed and surfaces were washed twice 
with cotton swabs impregnated with methanol. The cotton swabs were plunged in methanol and 
placed in a sonicator for 20 min. Tissue culture inserts were washed with 10 mL of methanol. 
After media removal, wells were washed two times with 1 mL methanol. Radioactivity in culture 
media and washing solutions was determined by direct counting of aliquots on a Packard 
scintillation counter (Model tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT) using Packard 
Ultima Gold as the scintillation cocktail (Packard Instruments, Downer Grove, IL). 
Testosterone and metabolites were extracted from skin after homogenization with a Polytron 
homogenizer (Kinematica AG, Lucern, Switzerland) in methanol/phosphate buffer at pH 7.4 (2:1; 
v/v) and centrifugation at 8,000g for 10 min at 4°C. Residual radioactivity remaining in skin 
centrifugation pellets (non-extractable radioactivity) was determined by complete combustion 
using a Packard Oxidizer 306 (Packard Instruments), followed by 14C quantification on the 
Packard scintillation counter (scintillation cocktail: Packard Carbo-Sorb and Packard Permafluror 
E+, 14:7, v/v). For all vials, sample quenching was compensated by the use of quenching curves 
and external standardization. 
 
4. Analytical procedure 
 
 
HPLC system consisted of a Spectra P1000 pump (Thermo Separation Products, Les Ulis, 
France) associated with a 250 x 4mm, (5µm) Kromasil-C18 column (Bischoff, Montluçon, 
France) protected by a Kromasil C18 guard precolumn (Interchim, Montluçon, France). Mobile 
phases used at a flow rate of 1mL/min consisted of A: ammonium acetate (20mM, pH 3.5) and B: 
acetonitrile. The temperature of the column was maintained at 35°C and the following gradient 
was used: 0 min, 20% B; 35 min, 40% B; 50 min, 60% B; 55 min, 100% B; 60 min, 20% B.  
14C-Testosterone and related metabolites separated by HPLC were monitored by on-line 
radioactivity detection using a Flo-one A500 (Radiomatic, La-Queue-Lez-Yvelines, France) and 
Flow-scint II (Packard Instruments) as the scintillation cocktail. Testosterone and its metabolites 
were quantified by integrating the area of the radio-chromatographic peaks.  
 
5. Structural characterization 
 
For all samples (culture media, skin extracts, microsomal incubations, slices incubations), 3 
volumes of methanol were added and samples were centrifuged. Supernatants were concentrated 
under a gentle nitrogen stream and metabolites were separated by HPLC using the analytical 
system described above. 
 
5.1. HPLC collection 
 
Metabolites were collected by HPLC coupled with a Gilson model 201/202 fraction collector 
(Gilson France, Villiers-Le-Bel, France) using the analytical system described above. The 
radioactivity of the different fractions was determined by direct counting of sample aliquots on 
the Packard scintillation counter. Fractions of interest were pooled and dried under a gentle 
nitrogen stream for mass spectrometry analyses. 
 
5.2. Mass spectrometry analyses 
 
Depending on the structure of analysed metabolites, samples were prepared differently prior to 
Gas Chromatography - Mass Spectrometry (GC-MS) analyses. Concerning the most apolar 
metabolites (eluted after 30 min by HPLC), no derivatization step was required for their analysis 
by GC-MS and samples were directly dissolved with 40µL of methanol before injection. For the 
analyses of the most polar metabolites, including hydroxytestosterones (OH-Testos) and 
hydroxyandrostenediones (OH-∆4-diones), a derivatization step prior to GC-MS injection was 
necessary to ensure efficient detection. For this purpose, 50µL of N,O-
Bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamide (BSTFA) supplemented with Trimethylchlorosilane 
(TMCS) 1% (Grace Davison Discovery Sciences, Deerfield, IL), were added to samples. The 
derivatization reaction proceeded for 12 hr at 60°C. Then, reaction mixtures were evaporated to 
dryness under nitrogen stream and immediately dissolved with 40µL of hexane. 
GC-MS analyses were performed on a Trace GC 2000 device associated with a Polaris ion trap 
mass analyser (Thermo Scientific, Les Ulis, France). The injection volume was 2 µL in the 
splitless mode at 270°C. Chromatographic separation was achieved on an Optima 5 Accent 
capillary column (30m x 0.25µm, 0.25µm) from Machery-Nagel (Hoerdt, France). Helium was 
used as the carrier gas at a flow rate of 1mL/min. The following oven program was used: 40°C 
for 1 min, then 40°C to 250°C at 25°C/min (8.4 min), 250°C to 280°C at 5°C/min (6 min) and a 
final hold time of 10 min at 280°C. The injector and GC-MS interface were set at 250°C. Positive 
EI mass spectra (70eV) were generated at a source temperature of 220°C. Spectra were acquired 
from m/z 60 to m/z 550. 
 
 
6. Statistical analysis 
 
Comparisons between mean values were achieved using a Student t-test using Instat (Graph 
Pad software). Km and Vm values were determined by nonlinear regression analysis as indicated 
by Loft and Poulsen (1989). 
 RESULTS 
 
1. Metabolism of Testosterone by liver and skin microsomes from pig and 
human 
 
1.1. Radio-HPLC profiles of Testosterone incubations, qualitative analysis 
 
More than 90% of the radioactivity put in incubations was recovered, in [14C]-Testosterone 
incubations carried out with microsomes from pig liver, pig skin, human liver and human skin,. 
 
Incubation of Testosterone with pig liver and human liver microsomes 
 
Radio-HPLC profiles corresponding to the analyses of 5µM Testosterone incubated with pig and 
human liver microsomes are shown in Figures 1a and 1b, respectively. The retention time of 
Testosterone was 35.4 min. Metabolites (peaks I to XIII) were observed at the same retention 
time for human and pig liver microsomes incubations. None of these metabolites was observed 
when no NADPH generating system was added to the incubations, indicating that their formation 
was cytochrome P450 dependent. Qualitatively, similar radio-chromatograms were obtained for 
incubations carried out with pig liver microsomes and human liver microsomes. The 
metabolisation level was in the same range for the two species. For instance, in incubations with 
5µM testosterone, the rate of metabolisation with pig and human liver microsomes, was 55% and 
74%, respectively. 
 
Incubation of Testosterone with pig skin and human skin microsomes  
 
Only 3 groups of metabolites were detected in the supernatants of skin microsomes incubations 
(Figure 2a and 2b). Based on their retention time, these metabolites (peaks III, XI and XII) were 
the same for incubations carried out with human or pig skin microsomes, respectively. The 
metabolisation level was in the same range for both species. For instance, in incubations with 
5µM testosterone, the rate of metabolisation with pig and human liver microsomes was 4.6% and 
3.4%, respectively. 
 
1.2. Testosterone metabolites structural characterization 
 
All GC-MS results are summarized in Table 1.The most polar metabolites generated from liver 
microsomes and corresponding to metabolites eluted before 30 min (peaks from I to IX on Figure 
1), did require a derivatization to enable their characterization by GC-MS. The derivatization 
reagent used produces trimethylsilyl derivates (TMS) of hydroxylated metabolites, which 
produce characteristic losses of a methyl radical and HOSi(CH3)3 from M+• ions in EI mass 
spectrometry. By this way, peaks I, II, III and VII were all identified as testosterone hydroxylated 
metabolites (OH-Testo), since their respective mass spectrum displayed two derivatized hydroxyl 
functions, as well as fragment ions in full concordance with such structure. Analyses performed 
with standard metabolites in GC/MS further allowed to accurate by characterization of these 
metabolites. Thus, peaks I, II and III were attributed to 7α-hydroxytestosterone, 6β-
hydroxytestosterone and 16α-hydroxytestosterone, respectively. The position of the hydroxyl 
function of the OH-Testo metabolite eluted at 21 min (peak VII) could not be determined on the 
basis of standards. Metabolites corresponding to peaks IV, V, VI, VIII and IX were identified as 
hydroxyandrostenediones (OH-∆4-diones) since their respective mass spectra showed one 
derivatized function and a fragmentation pattern in fully consistent with a OH-∆4-dione structure. 
By comparison with the analysis of the 16α-∆4-dione standard, peak VI was attributed to this 
metabolite. The hydroxylation position of other OH-∆4-dione metabolites (peaks IV, V, VIII and 
IX) could not determined on the basis of standards.  
Alternatively, metabolites eluted after 30 min, were submitted to GC-MS analyses (eg without 
any derivatization). The compound eluted at 35.4 min by radio-HPLC was confirmed to be 
testosterone (Figure 1). The mass spectrum of peak X (Figure 1b) displayed M+• ions at m/z 286 
with a characteristic fragmentation pattern of the 17β-hydroxyandrosta-4,6-dien-3-one (∆6-
Testo), with diagnostic fragment ions detected at m/z 136 [ref: Brown F.J., Djerassi C., Journal of 
Organic Chemistry, 46 (1981) 954-963]. The mass spectrum of peak XI and its corresponding 
retention time obtained by GC-MS were consistent with results obtained for the androstenedione 
standard. Similarly, GC-MS analyses of peaks XII and XIII successfully compared with analyses 
of standards, allowing the attribution of these metabolites to epiandrosterone and androsterone, 
respectively, as shown in Table 1. 
Radio-HPLC and GC-MS analysis of human liver microsomes incubations, shown that the same 
metabolites were generated in pig liver microsomes and human liver microsomes incubations 
(Table 1). 
Due to the low amounts of testosterone metabolites formed by pig skin and human skin 
microsomes incubations, their identification was based only on HPLC retention times 
comparison. For both species, the 3 groups of metabolites detected by radio-HPLC had respective 
retention times which were similar to the three of metabolites produced by liver microsomes 
(Table 1) namely 16αOH-Testo (peak III), androstenedione (peak XI) and epiandrosterone (peak 
XII). 
 
1.3. Metabolism of Testosterone by liver and skin microsomes, quantitative analysis  
 
Metabolites formation rates were investigated over a 1-200µM substrate concentration range for 
pig liver microsomes. At 100µM Testosterone, the major metabolite (peak III, 16α-OH-Testo) 
corresponded to 3.48 ± 1.79% of the radioactivity put in pig liver incubations. Formation kinetics 
of testosterone metabolites, expressed as nmoles of metabolized testosterone per mg of 
microsomal protein and per hour, as a function of testosterone concentration, are shown in Figure 
3. 16α-OH-testosterone formation increased until 100µM testosterone and followed Michaelis-
Menten kinetics, with Km and Vm values of 10.03 ± 2.89 nmol/mg/hr and 34.39 ± 33.11µM, 
respectively. Like 16αOH-Testo, ∆6-dione and androstenedione formation increased until 100µM 
testosterone, and apparently followed Michaelis-Menten kinetics. Formation rates of other 
Testosterone metabolites were much lower than that of 16α-OH-Testo and did not permit to 
calculate kinetic constants. 
 
Human liver and skin microsomes were incubated with two testosterone concentrations (1 and 
5µM). In human as well as in pig, testosterone overall metabolisation rate was lower in skin 
microsomes compared to liver microsomes incubations. For example, with 5µM testosterone 2.73 
± 0.88nmoles of testosterone metabolites were formed in pig liver microsomal incubations, but 
only 0.23 ± 0.08nmoles when using pig skin microsomes. Roughly, the metabolisation rate of 
Testosterone by skin microsomes was 11 times lower than when incubated with liver 
microsomes.  
 
 
2. Diffusion of Testosterone in pig ear skin : short-term cultures  
 
2.1. Radioactivity in culture media and skin 
 
Radioactivity levels measured in the different compartments (culture medium, skin and washing 
solution) at the end of the experiment (72 hr) are presented in Table 2. Total radioactivity was no 
significant different from 100%, except for the highest testosterone dose (79.3 ± 12.3%). 
The radioactivity remaining un-absorbed and recovered on the skin surface was less than 2% of 
the applied radioactivity. The fraction of radioactivity which was found located in the skin itself 
gradually increased from 9.9% [50nmoles testosterone] to 32.7% [800nmoles testosterone]. The 
proportion of non extractible radioactivity in the skin (extraction pellet) ranged from 5.5% to 
9.1% of the overall radioactivity in skin, with no significant dose related difference. The majority 
of the radioactivity was founded to be located in culture media and the percentage of radioactivity 
decreased with the testosterone dose applied, from 84.2% [50nmoles testosterone] to 41.3% 
[800nmoles testosterone]. Residual radioactivity amounts, which corresponded to a maximum of 
1.7%, were recovered on the culture inserts, and less than 4% of the applied radioactivity was 
found to be retained on culture wells, whatever the dose. 
 
2.2. Cutaneous diffusion of Testosterone 
 
The diffusion of testosterone and its metabolites in culture media was expressed in nmol/cm² and 
calculated at 4, 24, 48 and 72 hr after the beginning of the experiment. The cumulated diffusion 
of testosterone is presented as a function of the incubation time (Figure 4). For the six 
testosterone doses applied, the diffusion rate of radioactivity in culture media was found to 
increase linearly during the 72 hr experiment. For instance, when applying 800nmoles of 
testosterone, 36.2, 60 and 79.4 nmoles of testosterone equivalent/cm² were recovered in the 
culture medium at 24, 48 and 72 hr, respectively. 
 
 
3. Metabolism of Testosterone by skin short-term cultures 
 
3.1. Pig ear skin short-term cultures 
 
Culture media and skin extracts were analysed by radio-HPLC at 4, 24, 48 and 72 hr for the six 
testosterone doses. 
Representative radio-chromatograms given in Figures 5a and 5b correspond to the analysis, at the 
end of the experiment (72h), of culture medium and skin extracts, respectively, for 400nmoles 
testosterone. The retention time of testosterone was 35.4 min, and several metabolites were eluted 
before and after testosterone. Forteen peaks were detected in culture media (Figure 5.a.). The five 
peaks detected in skin extracts had the same retention times than corresponding metabolites 
detected in culture media. For 400nmoles of testosterone applied, peak VIII was the major 
metabolite detected in samples of culture media (75.9 ± 4.7%) as well as in skin extracts (88.1 ± 
1.6%). Other metabolites detected in culture media and in skin extracts accounted, together, for 
22.4 ± 4.9% and 13.1 ± 3.1% of the radioactive dose, respectively. Whatever the dose of 
testosterone applied, low rates of unmetabolized testosterone were recovered in culture media as 
well as skin extracts. 
 
3.2. Testosterone metabolites structural characterization 
 
Culture media and skin extracts were analysed by GC-MS using EI. Some metabolites displayed 
identical retention times as that of metabolites produced by liver microsomes (peaks I to IV, VI 
to VIII and X to XII). All GC-MS results are summarized in Table 1. Metabolites eluted in radio-
HPLC before 30 min (Peaks from I to IX’), required a derivatization prior to their 
characterization by GC-MS. Metabolites corresponding to peaks I, II, III, V’, VII and IX’ were 
identified as OH-Testosterone, similary to the corresponding metabolites produced by 
microsomes. Analyses performed with standard metabolites in GC-MS allowed to attribute peaks 
I, II and III to 7α-hydroxytestosterone, 6β-hydroxytestosterone and 16α-hydroxytestosterone, 
respectively. The hydroxylation position of other OH-testosterone metabolites (peaks V’, VII and 
IX’) were not determined. Metabolites corresponding to Peaks IV, VI and VIII were identified as 
hydroxyandrostenedione. The peak VI was confirmed to be 16α-∆4-dione. The hydroxylation 
position of other OH-∆4-dione metabolites (peaks IV and VIII) were not determined on the basis 
of standards. 
Metabolites eluted after 30 min by radio-HPLC, were directly detected by GC-MS. Analyses 
performed in GC-MS allowed to attribute peak X and XI to ∆6-Testosterone and 
androsténedione, respectively. Similarly, GC-MS analyses of Peaks XII, XIII’ and XIII compared 
with analyses of standards allowed the attribution of these metabolites to epiandrosterone, 5α-A-
dione and androsterone, respectively, as shown in Table 1. 
Mass spectrometry analyses demonstrated that the metabolites detected in skin short term 
cultures corresponded to the same testosterone metabolites already identified following liver 
microsomes incubations, summarized in Table 1. Alternatively, metabolites observed as peaks V’ 
and IX’ in Figure 5 were characterized as OH-testosterone, whereas OH-∆4-dione metabolites 
were detected around these retention times in Figure 1 and 2 from liver microsomes incubations. 
Finally, the metabolite detected at 47 min (peak XIII’) and only observed in pig ear skin samples, 
was identified as 5α-A-dione by GC-MS analysis and comparison with the 5α-A-dione standard.  
 
3.3. Metabolism of Testosterone by skin short-term cultures: quantitative analysis 
 
The structural characterization of the metabolites produced by skin short-term cultures, and their 
quantification by radio-HPLC, permitted to calculate their respective rates of formation in nmoles 
per hour. Kinetics of metabolites formation were plotted as a function of the testosterone 
concentration in culture medium (Figure 6). Peak VIII (OH-∆4-dione) was the major metabolite 
produced by skin short-term culture. For this metabolite, enzymatic kinetic curve showed a 
saturation occurring around 400nmoles of testosterone applied and followed Michaelis-Menten 
kinetics, with Km and Vm values of 78.33 ± 26.4 µM and 2.13 ± 0.24 nmol/h, respectively. The 
rate of formation of other metabolites (Epiandrosterone, Androsterone, Androstenedione, 5α-A-
dione, OH-Testo, 6β-OH-Testo, 7α-OH-Testo, 16α-OH-Testo, 16α-∆4-dione and OH-∆4-
diones) was much lower than for peak VIII, which did not permit to calculate kinetic constants. 
 
3.4. Influence of metabolism on diffusion 
 
The distribution of the radioactivity in medium and in skin was compared after application of 
Testosterone on viable and on frozen skin explants. 
At the surface of the skin whatever the testosterone dose applied, the percentage of radioactivity 
was higher for frozen skin compared to fresh skin. In skin itself, a similar percentage of 
radioactivity was recovered for fresh skin and for frozen skin (Figure 7). The percentage of 
radioactivity in media from frozen skin was lower than in media from fresh skin whatever the 
testosterone dose applied (Figure 7). For instance, 84.2 ± 5.1% and 54.2 ± 3.8% of the applied 
dose [50nmoles of testosterone] was recovered in culture media with fresh and frozen skin, 
respectively. 
Culture media and skin extracts were analysed by radio-HPLC. When using fresh skin explants, 
the high proportion of radioactivity in both culture media and in skin extracts corresponded to 
testosterone metabolites, demonstrating an extensive biotransformation of testosterone. 
Metabolites in culture media ranged from 81.4% [50nmoles of testosterone] to 39.9% 
[800nmoles of testosterone] of the radioactivity applied, and metabolites proportion in skin 
extracts gradually increased from 9.9% [50nmoles of testosterone] to 32.6% [800nmoles of 
testosterone]. Conversely, when using frozen skin the radioactivity recovered in culture media 
and in skin corresponded only to testosterone, indicating that no biotransformation had occurred. 
These results clearly evidenced the influence of metabolism on diffusion, since when the skin is 
metabolically active, metabolite diffusion is higher than using inactivated skin. 
  
 DISCUSSION 
 
In this work, the diffusion and metabolic capabilities of a short term pig ear skin system were 
studied within the frame of the development of this alternative ex vivo pig skin model. Previous 
works using [14C]-7-ethoxycoumarin and [14C]-benzo(a)pyrene demonstrated that pig ear short 
term cultures could be efficiently used for the simultaneous study of the penetration and 
metabolism (oxidation and conjugation pathways) of xenobiotics (Jacques et al, 2010). They also 
showed that the pig ear skin model could be maintained metabolically active and structurally 
intact over 72 hours. However, the biotransformation capabilities of pig ear skin needed to be 
further documented using other compounds with different physicochemical properties. 
Testosterone is a model compound recommended by the OECD and the low molecular weight 
(M.W.=288) and hydrophobic nature (log Kow=3.3) of testosterone are factors that favour skin 
penetration (Sitruk-Ware, 1989). Furthermore, the pattern of testosterone hydroxylation is 
commonly used to characterize phase I metabolism by different forms of cytochrome P450 in 
human and in rat liver microsomes. 
The absorption, diffusion (skin barrier function) and biotransformation capabilities (phase I and 
phase II metabolic activities) of the ex vivo pig skin model were investigated using a large range 
of labelled testosterone (50 to 800nmoles). The proportion of radioactivity diffusing into culture 
media was found to decrease with growing doses of testosterone applied on the skin explants. 
Alternatively, the fraction of radioactivity which was found located in the skin, itself, gradually 
increased with the doses of testosterone applied. Testosterone extensively penetrated into the 
skin, since less than 2% of the radioactivity applied was recovered at the skin surface. In control 
experiments using pig skin previously frozen for one month, testosterone diffusion was lower 
compared to viable skin, whatever the duration of the experiment. This clearly demonstrates that 
skin metabolism can play a major role in facilitating the penetration of lipophilic compounds like 
testosterone and that barrier effect of the ex vivo pig ear skin model is preserved over the whole 
duration of the experiment. In fresh skin, the major part of the radioactivity recovered in culture 
media and in skin, itself, corresponded to metabolites (>95%). The formation of metabolites 
increased with the dose of testosterone applied and reached saturation around 400nmoles of 
testosterone, following Michaelis-Menten kinetics. Our results confirm that viable tissue is a 
significant barrier and skin metabolism is an important factor of diffusion of a lipophilic 
compound like testosterone. 
Oxidative enzymes are functional in the ex vivo skin model since androstenedione, 5α-
androstane-3,17-dione, Androsterone, Epiandrosterone, ∆6-testo, OH-∆4-diones and OH-testos, 
oxidated at 7α, 6β, 16α positions were identified (Figure 8).. The identification of these 
metabolites  lead to conclude that cytochromes P450 are present and functional in the pig ear skin 
model. In vitro studies using cultured cells and sub-cellular fractions from rat and human liver 
have demonstrated that cytochromes P450 2C and 3A metabolize Testosterone into 6β-OH-Testo 
and 16α-OH-Testo, and that cytochromes P450 2A1 metabolize Testosterone into 7α-OH-Testo 
(Anzenbacher et al., 1998; Bogaards et al., 2000; Desille et al., 1999; Soucek et al., 2001; 
Waxman et al., 1991). Cytochrome P450 2A1 has been previously suggested to be active in this 
ex vivo pig ear skin model with the study of Benzo(a)pyrene biotransformation (Jacques et al, 
2010). The cytochrome P450 2C, in particular CYP2C19 and CYP2C18, have been detected in 
human full-thickness punch biopsies (Yengi et al., 2003) and have been shown to be expressed in 
epidermis. CYP2C metabolizes many compounds, like Testosterone and 5α-Androstane-3,17β-
diol (Gonzalez et al., 2001; Oesch et al., 2007). Immunohistology showed the presence of 
CYP3A protein in human skin specimens, in particular CYP3A4 (Baron et al., 2001; Oesch et al., 
2007). CYP3A4 and CYP3A5 were both detected in human skin with CYP3A4 being more 
abundant than CYP3A5 (Yengi et al., 2003). Various studies seem to indicate that pigs have 
CYP2A, 2C and 3A liver microsomal enzymes very similar to the human enzymes (Anzenbacher 
et al., 1998; Monshouwer et al., 1998; Soucek et al., 2001). These results are in accordance with 
studies from Barbero and Frasch (2009) and Beydon et al (2009) comparing pig and human 
permeation and metabolism for lipophilic compounds (like di-n-butylphthalate) and showing that 
the same enzymatic material is functional in pig and human skin. 
The hydroxylation activities were functional in the pig ear skin model and were compared with 
the corresponding activities in incubations with hepatic and skin microsomes from pig and 
human. The same oxidated metabolites, resulting from phase I oxidations, were identified in the 
ex vivo pig ear skin model and in incubations with pig and human liver microsomes. These 
results are in accordance with the review of Zuber et al. showing that all main activities typical 
for human CYP enzymes are expressed in pig liver. In our study, using skin microsomes, the 
overall metabolisation level was in the same range for both species, and the same oxidated 
metabolites than in the liver were identified, demonstrating that the same cytochromes P450 
could be functional in pig skin and in human skin. Barbero and Frasch (2009), as well as Beydon 
et al. (2009) have compared pig and human permeation and metabolism for lipophilic compounds 
like di-n-butylphthalate. They have shown that the same enzymatic material is functional in skin 
from pig and human. Our results show that the metabolisation rate of testosterone by skin 
microsomes is about 11 times lower than with liver microsomes, in accordance with the literature 
indicating that enzymatic activities in the skin usually represent less than 10% as compared with 
liver enzymes (Smith and Hotchkiss, 2001). The area of the skin exposed to contaminants is very 
large and, although the basal activities are relatively low in the skin,, the cutaneous metabolism 
likely contributes to the overall metabolism of several compounds following dermal exposure 
(Bronaugh, 2004; Hotchkiss, 1998). 
  
Dermal metabolism modulates the biological activity of the parent compound and plays a major 
role in affecting its penetration which is enhanced by the diffusion of metabolites through the 
skin. . Based on data obtained with microsomes from pig and human, the pig ear skin model 
could be a valuable alternative to animal experimentation and, provide its characteristics are close 
enough to that of human skin, could help overcome the difficulties associated with human skin 
availability and reconstituted models accuracy for studying the fate of chemicals (Godin and 
Touitou, 2007). 
The pig ear skin can be used to study efficiently the metabolisation of molecules like steroids by 
the skin. Complementary work using human skin explants are under investigation to validate 
completely this ex vivo pig ear skin model as an alternative model to human skin.  
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 Figures et tables 
 
 
Table 1: Identification of testosterone metabolites performed by GC-MS (EI) in liver 
microsomes incubations and in pig ear skin explants (culture media and skin extracts). 
 
Peak n° Metabolite HPLC RT (min) 
GC RT 
(min) 
Standard 
(GC RT (min)) 
M+• ions 
(m/z) 
I 7α-OH-Testo 9.0 14.20 7α-OH-Testo-TMS2 (14.20) 448.0a 
II 6β-OH-Testo 12.0 14.23 6β-OH-Testo-TMS2 (14.23) 448.0a 
III 16α-OH-Testo 14.0 15.79 16α-OH-Testo-TMS2 (15.79) 448.0a 
IV OH-∆4-dione 16.0 14.92 n.a. 374.0a 
V OH-∆4-dione 17.5 15.70 n.a. 374.0a 
V’ b OH-Testo 18.0 15.70 n.a. 448.0a 
VI 16α-OH-∆4-dione 20.0 15.16 16α-OH-∆4-dione-TMS (15.16) 374.0a 
VII OH-Testo 21.0 14.49 n.a. 448.0a 
VIII OH-∆4-dione 25.5 15.67 n.a. 374.0a 
IX OH-∆4-dione 27.9 15.79 n.a. 374.0a 
IX’ b OH-Testo 28.0 15.81 n.a. 448.0a 
X ∆6-Testo 33.0 14.61 n.a.c 286.1 
Testo Testo 35.4 14.30 Testo (14.30) 288.2 
XI Androstenedione 40.0 14.14 Androstenedione (14.14) 286.1 
XII Epiandrosterone 43.0 13.30 Epiandrosterone (13.30) 290.2 
XIII’ b 5α-A-dione 47.0 13.59 5α-A-dione (13.60) 288.1 
XIII Androsterone 48.0 13.24 Androsterone (13.24) 290.1 
 
a
 derivatized with BSTFA-TMSC(1%) 
b only observed with pig ear skin  
c
 structure confirmed with [ref: Brown F.J., Djerassi C., Journal of Organic Chemistry, 46 (1981) 954-963] 
n.a. standard not available. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 1.a Typical radio-chromatographic profile obtained with 5µM of testosterone incubated with 
2mg of pig liver microsomes during 1 hour. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 1.b Typical radio-chromatographic profile obtained with 5µM of testosterone incubated with 
2mg of human liver microsomes during 1 hour. 
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 Fig. 2.a Typical radio-chromatographic profile obtained with 5µM of testosterone incubated with 
2mg of pig ear skin microsomes during 1 hour. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 2.b Typical radio-chromatographic profile obtained with 5µM of testosterone incubated with 
2mg of human skin microsomes during 1 hour. 
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FIG.3. Testosterone metabolites produced by pig liver microsomes, as a function of testosterone 
concentration in incubation. Data are expressed as nmol/mg microsomal protein/hr (mean ± SD, 
n=3). 
 
 
 
 Testosterone applied doses in nmoles 
 50 100 200 400 600 800 
Skin surface 0.7 ± 0.4 0.6 ± 0.1 0.7 ± 0.1 1.0± 0.2 1.5 ± 0.4 1.9 ± 2.3 
Skin 9.9 ± 0.8 16.1 ± 5.2 19.0 ± 6.8 25.1 ± 5.8 32.0 ± 1.7 32.7 ± 1.9 
Culture media 84.2 ± 15.7 86.5 ± 4.6 80.5 ± 4.01 72.5 ± 3.5 59.0 ± 6.2 41.3 ± 9.6 
Culture insert 0.6 ± 0.1 0.9 ± 0.2 0.9 ± 0.1 1.1 ± 0.3 1.1 ± 0.2 1.7 ± 1.6 
Well washing 3.0 ± 0.2 3.6 ± 0.8 3.8 ± 0.8 3.4 ± 1.1 3.3 ± 1.1 1.6 ± 0.4 
TOTAL 98.5 ± 16.6 107.4 ± 10.6 104.9 ± 12.1 103.3 ± 9.0 97.4 ± 8.2 79.3 ± 12.7 
 
 
Table 2: Radioactivity distribution in media, skin and various washing solutions, 72 hr after the 
beginning of the experiment, for each testosterone applied dose. Results are expressed in percent 
of the applied radioactivity (mean ± SD, n=3). 
 
 
 
 0
20
40
60
80
100
0 24 48 72
Time in hours
Te
st
o
st
er
o
n
e 
a
n
d 
its
 
m
et
a
bo
lit
es
 
di
ff
u
si
o
n
 
in
 
n
m
o
l/c
m
²
800 nmoles
600 nmoles
400 nmoles
200 nmoles
100 nmoles
50 nmoles
 
FIG.4. Cumulated diffusion of testosterone and its metabolites in culture media as a function of 
the incubation time and for different testosterone applied doses. Data are expressed in nmol/cm² 
(mean ± SD, n=3). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.5.a Typical radio-chromatographic profile obtained from a culture medium of pig ear skin 
explants exposed to 14C-testosterone (400nmoles, 72 hours). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 5.b Typical radio-chromatographic profile obtained from a skin extract of pig ear skin 
explants exposed to 14C-testosterone (400nmoles, 72 hours). 
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FIG.6. Production and diffusion in medium of testosterones metabolites at 72 hr, as a function of 
testosterone concentration in culture media. Data are expressed as nmol/hr (mean ± SD, n=3). 
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FIG.7. Radioactivity distribution (testosterone and metabolites) in culture media and skin, 72h 
after the beginning of the experiment for three testosterone doses applied. Comparison between 
viable skin and frozen skin. Results are expressed in percent of the applied radioactivity (mean ± 
SD, n=3). 
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III. Etude du Benzo(a)pyrène 
 
Le B(a)P comme beaucoup de xénobiotiques est très peu soluble en milieu aqueux (log 
Kow 6,5 et poids moléculaire 252g.mol-1), le modèle de peau d’oreille de porc a dû être adapté à 
ce type de molécule. La plupart des modèles in vitro ou ex vivo sont adaptés à l’étude de 
composés hydrophiles mais peu à l’étude de composés hydrophobes comme le B(a)P (Moody et 
al., 1995). 
Le B(a)P est un contaminant ubiquitaire de notre environnement, potentiellement toxique 
pour la peau et les autres organes, pouvant provoquer des cancers après exposition orale, 
respiratoire ou cutanée. Au cours de ces vingt dernières années, plusieurs études ont été 
effectuées sur des modèles ex vivo avec de la peau de rongeurs, de porc, d’homme ou des 
épidermes reconstruits afin d’évaluer la diffusion et la biotransformation percutanée du B(a)P 
(Ng et al., 1992; Moody et al., 1995; Payan et al., 2009). Bien qu’étant hydrophobe, le B(a)P 
diffuse de manière importante à travers la peau quelle que soit l’espèce considérée, jusqu’à 60% 
de la dose appliquée chez le rat (Storm et al., 1990). Dans la majorité des études effectuées sur 
peau viable, plus de 80% de la radioactivité détectée dans les milieux de culture correspond à des 
produits de biotransformation du B(a)P. La peau métabolise donc de façon importante le B(a)P et 
la biotransformation de ce composé influe sur sa pénétration dans la peau. Une activation du 
B(a)P est nécessaire pour produire ces effets toxiques. Les réactions d’oxydation du B(a)P sont 
catalysées par les CYP450. Les CYP1A1, CYP1A2 et CYP1B1 sont les formes du cytochrome 
P450 les plus impliquées dans l’activation du B(a)P (Shimada et al., 2001; Shimada and 
Guengerich, 2006). Le CYP1A2 est exprimé en particulier dans le foie et catalyse la production 
de dihydrodiols à des taux nettement plus faible que les CYP1A1 et CYP1B1, préférentiellement 
exprimés dans les tissus extra-hépatiques comme la peau (Oesch et al., 2007). La voie de 
métabolisation des diols-époxydes est considérée comme majoritaire chez les vertébrés. Elle se 
déroule en trois étapes et peut former le 7,8-diol-époxyde-B(a)P (BPDE) qui est considéré 
comme étant le cancérigène ultime du B(a)P. 
Les études de Hall et al, effectuées sur de la peau humaine, ont montré que celle-ci était 
capable de métaboliser le B(a)P en 7,8-diol-époxyde-B(a)P (BPDE) via la voie des diols-
époxydes, qui fait intervenir différents CYP ainsi que l’époxyde hydrolase. D’autres études plus 
récentes ont montré dans des milieux de cultures d’explants de peau humaines, la présence du 3-
OH-B(a)P qui est considéré comme le phénol majoritaire lors de la biotransformation du B(a)P, 
ainsi que des B(a)P-OH conjugués à l’acide glucuronique et au sulfate faisant ainsi intervenir les 
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enzymes de phase II (Payan et al., 2009). Ces métabolites peuvent représenter jusqu’à 85% de la 
dose déposée. 
 
De par son caractère hydrophobe, la diversité des métabolites pouvant être formés et les 
données de la littérature, le B(a)P apparaissait être une molécule de choix pour la caractérisation 
des voies de biotransformations présentes dans le modèle de peau d’oreille de porc, en particulier 
les CYP1A1, 1A2 et 1B1 ainsi que les UDP-glucuronyltransférases et les sulfotransférases. 
Dans un 1er temps, nous avons développé les techniques analytiques permettant 
d’identifier la majorité des métabolites pouvant être formés (Article 3, publié dans Analytical and 
Bioanalytical Chemistry). 
Une deuxième partie a été consacrée à une étude préliminaire du métabolisme du B(a)P 
par des « slices » de foie de rat afin de réaliser les mises au point techniques prenant en compte 
les propriétés physico-chimiques du B(a)P. Dans un 3ème temps, le B(a)P a été utilisé pour adapter 
le modèle de peau d’oreille de porc à l’étude de molécules hydrophobes mais aussi pour mieux 
caractériser certaines voies cytochromes P450. Enfin, le métabolisme du B(a)P a aussi été étudié 
in vitro par des incubations avec des microsomes de foie et de peau de porc et d’homme. Cette 
deuxième partie des résultats a fait l’objet d’une publication soumise à la revue Toxicology and 
Applied Pharmacology. 
 
1. Mise au point des méthodes analytiques pour l’identification des 
métabolites du B(a)P (Article 3) 
 
a. Présentation de l’étude 
 
 Historiquement, le couplage entre la chromatographie en phase gazeuse et la 
spectrométrie de masse (GC-MS) a été le premier outil analytique utilisé pour la caractérisation 
structurale des métabolites du B(a)P (Melikian et al., 1999). Néanmoins, cette technique nécessite 
une dérivatisation préalable des analytes étant donné leurs propriétés physico-chimiques. De plus, 
l’utilisation de la GC-MS aurait nécessité la collecte de chaque pic chromatographique observé 
sur le radio-chromatogramme. L’analyse sans dérivatisation des métabolites du B(a)P est possible 
en spectrométrie de masse en utilisant comme mode d’ionisation l’électronébulisation (ESI) ou 
l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI). Ces modes d’ionisation sont compatibles 
avec la chromatographie liquide haute performance (HPLC), permettant ainsi l’analyse directe 
 - 115 - 
des échantillons sans collecte des pics chromatographiques observés sur le radio-
chromatogramme. 
 L’objectif de notre travail a été d’identifier le maximum de métabolites du B(a)P présents 
dans les milieux de culture des explants de peau d’oreille de porc et dans les milieux d’incubation 
des microsomes pour caractériser les activités enzymatiques des deux modèles. Plusieurs modes 
d’ionisation (ESI +/- ; APCI +/- ; APPI avec dopant) ont été testés afin d’obtenir la meilleure 
sensibilité possible. Deux modes d’ionisation ont été sélectionnés : NI-ESI et PI-APCI en 
couplage chromatographie liquide et spectrométrie de masse.  
 
b. Résultats 
 
Une méthode d’analyse par couplage HPLC-MS/MS a été mise au point à l’aide des 
métabolites standards du B(a)P. Le développement de cette technique a non seulement permis 
d’optimiser les paramètres analytiques pour caractériser la structure des métabolites observés en 
radio-HPLC, mais il a également permis de coupler ces données avec les temps de rétention des 
différentes familles de métabolites. Tout les standards commerciaux des métabolites du B(a)P ont 
d’abord systématiquement été analysés en utilisant le mode ESI et APCI négatif et positif, afin de 
déterminer le mode d’ionisation le plus adapté à la caractérisation de chaque famille de 
métabolites du B(a)P. 
Le détail des réglages des paramètres du spectromètre de masse sont récapitulés dans la 
partie « matériel et méthodes » de l’article 3. Le mode d’ionisation PI-APCI a été utilisé pour 
l’identification des B(a)P-dihydrodiols et des B(a)P-diones. Le mode d’ionisation NI-ESI a été 
utilisé pour détecter les B(a)P-tétrols, les B(a)P-monohydroxylés, les B(a)P-catéchols et les 
conjugués glucuronides et sulfates des B(a)P-monohydroxylés et des B(a)P-dihydrodiols. Ces 
résultats ont été confirmés par des expériences en MS3 (Table 1 et 3, Article 3). N’ayant pas de 
standard pour confirmer la structure des B(a)P-catéchols, des analyses HRMS à l’aide d’un 
analyseur Orbitrap ont été effectuées au sein de la plateforme SM3P de l’Université de Paris VI, 
afin de déterminer la masse exacte des métabolites identifiés en LC/MS-MS comme pouvant être 
des catéchols. 
Les résultats obtenus pour les conjugués à l’acide glucuronique et au sulfate ont été comparés aux 
résultats obtenus aprés hydrolyses enzymatiques de ces métabolites avec la β-glucuronidase et 
l’arylsulfatase. La cohérence des résultats obtenus par radio-HPLC et par HPLC-MS/MS a été 
vérifiée à l’aide de la caractérisation des métabolites conjugués au sulfate et à l’acide 
glucuronique observés aux mêmes temps de rétention par les deux méthodes analytiques. 
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c. Résultats complémentaires 
 
Afin de déterminer la position du groupement fonctionnel OH des métabolites B(a)P-
monohydroxylés formés, des analyses complémentaires ont été effectuées en RMN. Des collectes 
ont été réalisées en radio-HPLC à l’aide d’un collecteur de fractions, à partir de milieux de 
culture d’explants de peau d’oreille de porc après hydrolyse avec la β-glucuronidase et l’aryl 
sulfatase. Quatre métabolites ont pu être isolés en quantité suffisante pour l’analyse en RMN, ces 
métabolites avaient préalablement été identifiés en spectrométrie de masse comme étant des 
B(a)P-monohydroxylés. Les deux métabolites majoritaires ont été identifiés comme étant le 3-
OH-B(a)P et le 9-OH-B(a)P. 
 
d. Conclusion 
 
L’utilisation en parallèle de deux modes d’ionisation en LC/MS-MS couplée à la radio-
HPLC  a permis d’identifier et de quantifier simultanément pour la première fois les métabolites 
de phase I et de phase II du B(a)P. Ces identifications ont contribué à préciser les voies de 
biotransformation du B(a)P dans le modèle des explants de peau d’oreille de porc. 
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Abstract An original method was developed to separate,
identify and quantify the different benzo(a)pyrene (B(a)P)
metabolites formed through oxidative and conjugative
pathways. All B(a)P metabolites were separated by an
improved high-performance liquid chromatography method,
then detected and quantified relatively by online radioactivity
detection. At the same time, metabolite structures were
characterised by tandem mass spectrometry using two
complementary ionisation modes: electrospray ionisation in
the negative mode and atmospheric pressure chemical ionisa-
tion in the positive mode. This method was successfully
applied to the analysis of B(a)P metabolites, produced by
incubation of B(a)P with the ex vivo pig ear skin model.
These include glucuronic acid and sulphate conjugates of
B(a)P-OHs and B(a)P-diols, as well as direct phase I
metabolites: B(a)P-tetrol, B(a)P-diones, B(a)P-catechols,
B(a)P-diols and B(a)P-OHs.
Keywords HPLC . Radioactivity . Mass spectrometry .
Skin . Benzo(a)pyrene .Metabolites
Introduction
Polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs) consist of
hundreds of compounds which share close structural
similarities. They are ubiquitously present in the environ-
ment. PAHs are formed during the incomplete combustion
of organic substances, including fossil fuels and tobacco
and also during food cooking. Several PAH mixtures and
individual PAHs are classified as carcinogens by the
International Agency for Research on Cancer (IARC) [1].
Benzo(a)pyrene (B(a)P), classified in group 1 by IARC, is
one of the most carcinogenic and is consequently one of the
best documented PAHs. Human exposure can occur
through ingestion, inhalation and also dermal route [2, 3].
As for a majority of PAHs, the bioactivation of B(a)P is
required for the expression of its carcinogenic effects [4].
B(a)P can be metabolised in various tissues, and B(a)P
metabolites could be involved in the onset of carcinogenic
processes. The first step of B(a)P metabolism is catalysed by
the cytochrome P450 system (phase I). It gives rise to B(a)P
epoxide and phenolic groups in different positions on the
polycyclic structure. These metabolites can yield quinones,
dihydrodiols, or be further conjugated by phase II enzymes
into more water-soluble conjugates (glutathione, glucuronide
and sulphate conjugates). Dihydrodiols, once oxidised by
cytochromes P450, produce dihydroepoxydes, in particular
the B(a)P-7,8-diol-9,10-epoxide. The latter metabolite can
react with nucleophilic groups of cellular macromolecules
such as proteins and DNA, explaining the toxic, mutagenic
and carcinogenic properties of B(a)P epoxides [5].
Some of these enzymatic pathways are expressed in the
skin [6], and it is of primary interest to be able to fully
understand the activation and/or detoxification mechanisms
of xenobiotics at the level of the skin for toxicological
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studies. Pig ear skin is recognised to be the closest skin
model to human skin [7–9]. Pig ear skin is a candidate to be
used as an ex vivo alternative model for the investigation of
xenobiotic penetration and metabolism. To study the
metabolic capabilities of an ex vivo pig ear skin model
following B(a)P exposition, we identified in this study
metabolites produced by the ex vivo model and determined
the proportions of each metabolite.
Amongst all the analytical strategies suitable to investi-
gate the in vivo or in vitro metabolism of xenobiotics,
recently reviewed by Staack and Hopfgartner [10], the use
of radioisotope tracers represents an efficient approach due
to the highly selective detection of radioactivity. Metabo-
lites can be efficiently detected and quantified by liquid
chromatography coupled to radioactivity detection, but an
associated analytical method must be used for the characte-
risation of their structure.
Gas chromatography coupled to mass spectrometry (GC-
MS) has been widely used for the identification of B(a)P
metabolites over the last decades [11]. However, GC-MS
allows the detection of only targeted substances, and this
technique is not easily associable with the detection of
metabolites by radio-HPLC since each radio-chromatographic
peak must be collected prior to GC-MS analysis. Moreover,
conjugated B(a)P metabolites are not amenable to GC-MS
and require tedious time consuming enzymatic hydrolysis and
derivatisation steps before analysis [12–14].
Alternatively, liquid chromatography associated with
mass spectrometry (HPLC-MS) allows a direct analysis
without any derivatisation. Hydroxy-PAHs can be analysed
by HPLC-MS using either electrospray ionisation (ESI) or
atmospheric pressure chemical ionisation (APCI) as ionisa-
tion methods [15–17]. The use of ESI has been reported for
the characterisation of B(a)P-tetrols, B(a)P-OHs and B(a)P-
diols [18], as well as B(a)P conjugates [19]. However, in
these studies, B(a)P metabolites resulting from either phase
I or phase II enzymatic activities were analysed, but never
both. The APCI ion mode also allowed analysing B(a)P
phase I metabolites (including phenols, diones, dihydro-
diols, tetrol and epoxides) [20–24], but never conjugated
metabolites. To date, no study using both these comple-
mentary ionisation modes has been published for B(a)P.
The aim of this work was to develop an analytical
method to identify and quantify all B(a)P metabolites,
including hydroxylated and conjugated metabolites, pro-
duced by our ex vivo skin model system. B(a)P metabolites
formed in skin during the transdermal diffusion of this PAH
were analysed by liquid chromatography associated with a
parallel detection of the radioactivity and tandem mass
spectrometry. On the one hand, radioactivity detection
provided a highly selective detection of B(a)P metabolites
and the determination of metabolites proportions in order to
assess the extent of B(a)P metabolisation in our skin model.
On the other hand, tandem mass spectrometry allowed the
structural elucidation of detected metabolites. Two ionisa-
tion modes (ESI and APCI) were used with the objective of
permitting the identification of most B(a)P metabolites. ESI
was used to characterise B(a)P metabolites resulting from
both phase I and II metabolic enzymes and APCI to
characterise the metabolites not ionised by ESI.
Materials and methods
Chemicals
[5,6-14C]-Benzo(a)pyrene (14C-B(a)P) with a specific ac-
tivity of 2 GBq/mmol was purchased from Amersham
Biosciences (Buckinghamshire, UK). Its radiochemical
purity was greater than 97.5% based on radio-HPLC
analysis. Unlabelled B(a)P, purchased from Sigma-Aldrich
(St Quentin Fallavier, France), had purity greater than 99%.
Reference compounds, namely, benzo(a)pyrene-r-7,t-8,t-9,
t-10-tetrahydrotetrol(±) (B(a)P-7,8,9,10-tetrol), benzo(a)
pyrene-cis-7,8-dihydrodiol (B(a)P-7,8-diol), benzo(a)py-
rene-cis-4,5-dihydrodiol (B(a)P-4,5-diol), benzo(a)pyrene-
1,6-dione (B(a)P-1,6-dione), benzo(a)pyrene-3,6-dione (B
(a)P-3,6-dione), benzo(a)pyrene-7,8-dione (B(a)P-7,8-
dione), 8-hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-8-OH), 9-
hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-9-OH), 3-hydroxybenzo(a)
pyrene (B(a)P-3-OH), 7-hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-7-
OH), were from the National Cancer Institute Chemical
Carcinogen Reference Standards Repository (Kansas City,
MO, USA). Structure and molecular weight of the studied
reference metabolites are shown in Fig. 1.
Other chemicals and solvents (analytical grade) were
purchased from the following sources: ammonium acetate,
sodium acetate, phosphate buffer (0.01 M) and sodium
hydroxide from Sigma-Aldrich; acetonitrile and ethyl
acetate from Scharlau chemie S.A. (Barcelona, Spain);
and ethanol and acetic acid from Merck (Briare-Le-Canal,
France). Ultrapure water from Milli-Q system (Millipore,
Saint Quentin en Yvelines, France) was used for ex vivo
preparations and for the preparation of HPLC mobile
phases. For ex vivo studies, Dulbecco’s modified Eagle
medium and L-glutamine were obtained from GibcoTM
(Cergy Pontoise, France). The antibiotics (streptomycin/
penicillin, gentamicin) and antifungal (fongizone) used in
the culture media were purchased from Sigma-Aldrich.
Ex vivo pig ear skin model: static diffusion cells, sample
treatment
Skin explants were developed from ears of domestic pigs
(Pietrain breed, 6-month-old females) obtained from a local
slaughterhouse. Skin punches were seeded dermal side
C. Jacques et al.
down in polycarbonate Transwell® inserts (23-mm diameter
(4.15 cm2), 8-µm pore size, Corning Life Sciences, Avon,
France) in six-well plates pre-filled with 1.5 mL culture
medium. 14C-B(a)P (8300 Bq/sample) adjusted with unla-
belled B(a)P to obtain the required dose of 50 nmol was
applied in acetone (60 µL) on the surface of skin punches.
The six-well plates were placed in a 5% CO2 air incubator
during 72 h. Experiments were performed in triplicate.
At the end of the 72-h experiment, skin surfaces, culture
wells and inserts were washed three times with methanol.
Collected culture media (n=3) were kept at −20 °C after
precipitation of proteins with three volumes of methanol for
further analyses by radio-HPLC and HPLC-MS/MS. Skin
samples (n=3) were collected at the end of the experiment
and kept at −20 °C. B(a)P and metabolites were extracted
from skin samples using a Polytron homogeniser (Kinematica
AG, Lucern, Switzerland) in methanol/phosphate buffer,
pH 7.4 (2:1, v/v), followed by a centrifugation at 8,000×g
and 4 °C for 10 min. The resulting supernatant was
reduced to 100 µL under nitrogen stream, dissolved in
400 µL of ammonium acetate (20 mM, pH 3.5)/acetonitrile
(3:1, v/v) and was injected for HPLC analysis.
Recoveries
Radioactivity measurements were performed on a Packard
scintillation counter (model Tricarb 2200CA; Packard
Instruments, Meriden, CT, USA) using Packard Ultima
Gold as the scintillation cocktail (Packard Instruments,
Downer Groves, IL, USA). Sample quenching was com-
pensated by the use of quench curves and external stan-
dardisation. Recoveries of B(a)P and its metabolites were
determined as the ratio between the amount of radioactivity
found in culture media and skin extracts at the end of the
experiment and the radioactivity applied on the skin at the
beginning of the experiment.
HPLC instrumentation
HPLC system consisted of a Spectra P1000 pump (Thermo
Separation Products, Les Ulis, France) associated with a
250×4.6 mm, (5 µm) Zorbax Sb-C18 column (Agilent,
Interchim, Montluçon, France) protected by a Kromasil C18
guard pre-column (Interchim). Mobile phases used at a flow
rate of 1 mL/min consisted of (A) ammonium acetate
(20 mM, pH 3.5)/acetonitrile (95:5, v/v) and (B) acetoni-
trile. The temperature of the column was maintained at 30 °C,
and the following gradient was used: 0 min, 0% B; 35 min,
60% B; 50–60 min, 100% B; 65–70 min, 0% B. The same
HPLC conditions were used for radio-HPLC and HPLC-MS
analyses.
Radio-HPLC
14C-B(a)P and related metabolites separated by HPLC were
monitored by online radioactivity detection using a Flo-one
β A500 (Radiomatic, La-Queue-Lez-Yvelines, France). The
scintillation cocktail used for the Flo-one detection was
Flow-scint II (Packard Instruments). Proportions of B(a)P
and its metabolites were calculated by integrating the area
of the radio-chromatographic peaks detected during radio-
HPLC analyses of each sample (culture medium and skin
extract). Results were expressed as the mean value of three
experiments (one sample per pig ear with three pigs) ± SD.
The repeatability of radio-HPLC analyses was checked by
triplicate injection of the same culture medium (intra-day,
RSD = 2%) and by triplicate injection of a frozen/defrosted
sample at three different times (t0, t0 + 7 months, t0 +
8 months; inter-day, RSD = 4%).
Mass spectrometry analyses, metabolite identification
Mass spectrometry analyses were performed using an LCQ
ion trap mass spectrometer (Thermo Fisher, Les Ulis,
France) operating either with an ESI source in the negative
mode (NI-ESI) or an APCI source in the positive mode (PI-
APCI). A post-column split diverted 25% of the mobile
phase to the ion source. Operating ESI source parameters
were optimised from reference metabolites of B(a)P with
the spray voltage 3.5 kV, sheath gas (N2) 85 au, auxiliary
Fig. 1 Chemical structure and molecular weight of investigated
reference B(a)P metabolites
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gas (N2) 0 au, capillary temperature 220 °C, capillary
voltage −8 V and tube lens offset 5 V. Optimal APCI source
conditions for B(a)P metabolite analyses were set as
follows: vaporiser temperature 450 °C, Corona discharge
5 µA, sheath gas (N2) 80 au, auxiliary gas (N2) 25 au,
capillary temperature 150 °C, capillary voltage 22 V and
tube lens offset 15 V. Accurate mass measurements were
achieved on a LTQ-Orbitrap mass spectrometer (Thermo
Fisher) fitted with an ESI ion source operating in the
negative mode. The following conditions were used: spray
voltage 2 kV, sheath gas (N2) 65 au, auxiliary gas (N2)
20 au, sweep gas (N2) 15 au, capillary temperature 220 °C,
capillary voltage −32 V and tube lens offset −122 V. The
Orbitrap mass analyser was used at a resolution of 30,000.
Results and discussion
Optimisation of analytical conditions
Although some previous works reported the use of an
acetonitrile/water mixture as mobile phase for the HPLC
separation of polycyclic aromatic hydrocarbons metabolites,
most HPLC systems developed for the separation of B(a)P
metabolites are based on methanol/water mobile phase
systems [15, 20, 25]. However, in the case of our complex
mixtures such as incubation media, and because of the variety
of B(a)P metabolites, the use of methanol in the mobile phase
did not provide an ideal separation of B(a)P metabolites even
after optimisation. Alternatively, under our experimental
conditions, a better separation was obtained with acetonitrile
associated with an aqueous buffer. This choice was further
comforted by previous observations demonstrating a better
stability of B(a)P-diones in acetonitrile than in methanol
mixtures [23]. To obtain an optimal separation of all B(a)P
metabolites generated in skin, the composition, the concen-
tration and the pH of the buffer used in the aqueous phase
were optimised. A better separation was obtained with an
ammonium acetate buffer compared to aqueous phosphoric
acid or formic acid. Different ammonium acetate concen-
trations were also studied, and best results were obtained
with an ammonium acetate concentration of 20 mM.
Moreover, such mobile phase is compatible with HPLC-
MS analysis due to the volatility of ammonium acetate.
Changing the pH modifies the degree of ionisation of
molecules in solution and affects their polarity. As a
consequence, it affects their retention times in HPLC.
According to the physiochemical properties of B(a)P
metabolites (B(a)P-OHs; pKa≈5.8), an acetate ammonium
buffer at 20 mM, pH 3.5, was applied for HPLC separation.
The optimal chromatographic separation of B(a)P meta-
bolites produced by pig ear skin model was obtained using
ammonium acetate (20 mM, pH 3.5)/acetonitrile (95/5, v/v) as
mobile phase A and acetonitrile as mobile phase B. Figures 2
and 3 show typical radio-chromatograms obtained under
these conditions from culture media and skin explants,
respectively. Although chromatographic peaks observed
before 28 min were not fully resolved, the separation
obtained for these peaks (Fig. 2) allowed their integration
for quantification purposes. Conversely, all peaks eluted after
28 min were completely separated, also providing a reliable
quantification of the corresponding metabolites. Finally, all
chromatographic peaks observed in the radio-chromatogram
of skin explants were resolved, as shown in Fig. 3.
Using these optimised chromatographic conditions, analy-
ses of reference metabolites (B(a)P-7,8,9,10-tetrol, B(a)P-7,8-
diol, B(a)P-4,5-diol, B(a)P-1,6-dione, B(a)P-3,6-dione,
B(a)P-7,8-dione, B(a)P-3-OH, B(a)P-7-OH, B(a)P-8-OH
and B(a)P-9-OH (see structures in Fig. 1) by HPLC-MS/
MS were undertaken to determine the most suitable ionisa-
tion mode for their characterisation. For this purpose, all
reference compounds were systematically analysed using
ESI and APCI operated in the negative or the positive mode.
Normalised collision energy used during MS/MS experi-
ments was optimised for each group of metabolites (diols,
diones, mono-hydroxylated).
Neither PI-ESI nor NI-APCI was found efficient for the
ionisation of B(a)P-OHs or B(a)P-tetrol. This was probably
due to our mobile phases conditions, although their use has
already been reported for the characterisation of B(a)P-OHs
and B(a)P-tetrol in urine samples [18, 20]. However, using
ESI in the negative mode, the full MS spectrum of B(a)P-
7,8,9,10-tetrol displayed [M-H]− ions at m/z 319, detected at
a retention time of 22.8 min under our HPLC conditions
(Table 1). A loss of H2O (m/z 301) is observed on the MS/MS
spectrum of B(a)P-7,8,9,10-tetrol in Fig. 4a as well as the
consecutive losses of two molecules of H2O (m/z 283) and of
H2O and CH2CHOH (m/z 257), respectively. The identity of
fragment ions m/z 283 and 257 was further confirmed by
MS3 experiments conducted on the [M-H-H2O]
− ions at m/z
301 with the ion trap mass spectrometer. Using APCI in the
positive mode, standard B(a)P-tetrol was observed as [M+H-
2H2O]
+ ions at m/z 285. The weak signal obtained with this
ionisation mode (50 times less than NI-ESI) and the
ambiguity of [M+H-2H2O]
+ precursor ions for the B(a)P-
tetrol assignment led to the choice of NI-ESI as ionisation
mode for the detection of B(a)P-tetrol in samples. Although
B(a)P-OHs were ionised when using PI-APCI, NI-ESI was
also found to be more efficient for their characterisation, with
a tenfold signal increase using NI-ESI compared to PI-APCI.
Reference B(a)P-OHs were detected as [M-H]− ions at m/z
267 on their full MS spectra. The resonant excitation mode of
the ion trap mass spectrometer did not induce any fragmen-
tation of the m/z 267 precursor ions whatever the collision
energy used, as shown in Fig. 4b. Thus, the four reference
B(a)P-OHs could only be distinguished based on their
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Fig. 2 Typical radio-
chromatographic profile
obtained from culture medium
of pig ear skin explants exposed
to 14C-B(a)P (50 nmol, 72 h)
showing elution of B(a)P-diol-
SO3H (peak I), B(a)P-diol-GlcA
(peak II), B(a)P-7,8,9,10-tetrol
(peak III), B(a)P-OGlcA (peak
IV), B(a)P-OSO3H (peak V),
B(a)P-4,5-diol (peak VI),
B(a)P-catechol (peak VII),
B(a)P-3,6-dione (peak VIII)
and B(a)P-OH (peak IX)
Fig. 3 Typical radio-
chromatographic profile
obtained from skin extract of pig
ear skin explants exposed to
14C-B(a)P (50 nmol, 72 h)
showing elution of B(a)P-diol-
SO3H (peak I), B(a)P-diol-GlcA
(peak II), B(a)P-7,8,9,10-tetrol
(peak III), B(a)P-OGlcA (peak
IV), B(a)P-OSO3H (peak V),
B(a)P-4,5-diol (peak VI),
B(a)P-catechol (peak VII) and
B(a)P-OH (peak IX)
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retention times, which were 43.4 min for B(a)P-8-OH,
43.6 min for B(a)P-9-OH, 44.3 min for B(a)P-3-OH and
44.6 min for B(a)P-7-OH, respectively (Table 1). These
retention times were confirmed by co-injections of different
mixtures of the four studied standard B(a)P-OHs.
Interestingly, PI-APCI was the only ionisation mode
allowing the detection of B(a)P-diols and B(a)P-diones under
our experimental conditions, although NI-ESI, PI-ESI and
NI-APCI have been described to ionise B(a)P-diols as well
as NI-APCI for B(a)P-diones [18, 20, 26, 27]. For B(a)P-
7,8-diol and B(a)P-4,5-diol (Fig. 1), the protonated mole-
cular ions (m/z 287) were not observed on the full MS
spectra. Both displayed an ion at m/z 269 corresponding to the
loss of H2O in the APCI source. This ion has previously been
used for the characterisation of B(a)P-diol metabolites by
HPLC-APCI-MS [21, 22, 24]. Submitted to resonant excita-
tion in an MS/MS experiment, the m/z 269 precursor ions
yielded three fragment ions observed at m/z 251 [M+H-
2H2O]
+, m/z 241 [M+H-H2O-CO]
+ and m/z 227 [M+H-H2O-
CH2CO]
+, respectively, for the two compounds (Fig. 4c).
Although the MS/MS spectra of the two reference B(a)P-diols
were too similar to enable their differentiation, they could be
distinguished on the basis of their retention times, which are
summarised in Table 1 (32.0 and 32.6 min, respectively).
The three B(a)P-diones (Fig. 1) were detected as [M+H]+
ions at m/z 283 using PI-APCI. MS/MS experiments
performed on the m/z 283 precursor ions induced losses of
CO and H2O yielding fragment ions at m/z 255 and m/z 265,
respectively (Fig. 4d), except B(a)P-7,8-dione which gave
only m/z 255 fragment ions. Again, isomeric forms of the
studied B(a)P-diones could only be differentiated on the
basis of their retention times (see Table 1).
Due to the variety of structures, two ionisation modes
were necessary to ensure the characterisation of all studied
reference metabolites of B(a)P. Thus, B(a)P-diols and
B(a)P-diones were monitored using PI-APCI in culture
media and skin extracts, whereas B(a)P-tetrol and
B(a)P-OHs were searched using NI-ESI, which was also
convenient for the characterisation of the conjugated
metabolites possibly present in studied samples [19].
Identification of B(a)P metabolites in culture media
and skin extracts
Culture media and skin extracts were analysed by radio-
HPLC incubation of 14C-B(a)P. Using our HPLC system,
the retention time of B(a)P was 52.3 min. As shown in
Figs. 2 and 3, numerous metabolites eluted before B(a)P
were detected in both culture media and skin extracts.
Chromatographic peaks were further classified into nine
groups of metabolites. Qualitatively, the same metabolites
were detected in culture media (Fig. 2) and skin extracts
(Fig. 3; all other chromatograms are provided as Electronic
supplementary material Figs. S1A, S2B, S3C and S4D).
The retention time of the major metabolite detected at
28 min on Fig. 2 (peak IV) was used to calibrate
chromatograms by calculation of relative retentions times
(data provided as Electronic supplementary material, E).
Following the radio-HPLC analysis, culture media and
skin extracts were analysed by HPLC-MS/MS using NI-
ESI and PI-APCI as ionisation modes. The first group of
B(a)P metabolites, eluted between 17 and 21 min (peak I),
was composed of five peaks for culture media (Fig. 2) and
two for skin extracts (Fig. 3), all detected at m/z 365 by NI-
ESI. MS/MS analyses gave characteristic fragment ions at
m/z 285 generated by a loss of SO3, which are considered
as diagnostic of sulphate conjugates [28]. These latter
fragment ions were identified as B(a)P-diols by MS3
experiments, allowing to conclude that all peak I metabo-
lites corresponded to mono-sulphate conjugated B(a)P-
diols (Table 2).
Several compounds eluted between 21 and 27 min, and
only partially resolved (peak II, with the exception of peak
III), yielded the same ions at m/z 461, obtained in the NI-ESI
Table 1 Ionisation mode, selected ion, MS/MS ions and retention time (RT) of the reference metabolites used for HPLC-MS/MS analyses
Reference metabolites Ionisation mode Selected ion MS/MS ions m/z (intensity (%)) RT (min)
B(a)P-7,8,9,10-tetrol NI-ESI 319 319 (25), 301 (20), 283 (100), 257 (15) 22.8
B(a)P-7,8-diol PI-APCI 269 269 (100), 251 (10), 241 (65), 227 (5) 32.0
B(a)P-4,5-diol 269 (100), 251 (10), 241 (40), 227 (2) 32.6
B(a)P-1,6-dione PI-APCI 283 283 (95), 265 (20), 255 (100) 39.0
B(a)P-3,6-dione 283 (95), 265 (15), 255 (100) 39.7
B(a)P-7,8-dione 283 (1), 255 (100) 40.5
B(a)P-8-OH NI-ESI 267 267 (100) 43.4
B(a)P-9-OH 43.6
B(a)P-3-OH 44.3
B(a)P-7-OH 44.6
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mode. The MS/MS spectra generated from the m/z 461
precursor ions all displayed two complementary fragment
ions at m/z 267 and m/z 193, as shown in Fig. 5a. MS3
experiments performed on m/z 267 ions did not give any
fragmentation, as previously observed during MS/MS
experiments of reference B(a)P-OHs. On the other hand,
m/z 193 ions were found to correspond to deprotonated
glucuronic acid (GlcA) in MS3 experiments and in compa-
rison with the MS/MS spectra of standard glucuronic acid,
both yielding fragment ions at m/z 175, 163, 157, 131, 113,
103 and 89. These data indicated that the metabolites eluting
between 21 and 27 min (peak II, Figs. 2 and 3) were B(a)P-
diols mono-conjugated with glucuronic acid (Table 2). Six
different isomeric B(a)P-diols mono-conjugated with
glucuronic acid could be distinguished in culture media
(Fig. 2) and in skin extracts (Fig. 3). The observation of m/z
193 ions on the MS/MS spectra of these metabolites was
surprising since when analysed by NI-ESI, glucuronic acid
conjugates usually yield m/z 175 together with [M-H-176]−
fragment ions corresponding to the cleavage of the glycosidic
bond on the sugar side of the conjugate [28]. In this case, the
glucuronic acid conjugates were found to behave differently,
and the fragmentation pathway involved the cleavage of the
glycosidic bond on the aglycon side of the molecule.
Peak III, eluting at 22.7 min on radio-chromatograms
(Figs. 2 and 3) displayed the same retention time and MS/MS
spectrum as the reference B(a)P-7,8,9,10-tetrol. This meta-
bolite was consequently identified as the B(a)P-7,8,9,10-tetrol
(Table 2).
The major compound observed at 28 min (peak IV,
Figs. 2 and 3) led to [M-H]− ions at m/z consistent with a
glucuronide conjugate of B(a)P-OH. This was confirmed
by a characteristic fragmentation pattern obtained on the
MS/MS spectrum displaying the two complementary
fragment ions [GlcA-H2O-H]
− at m/z 175 and deprotonated
B(a)P-OH at m/z 267 (Table 2). Indeed, no fragmentation
was observed on the MS3 spectrum of m/z 267 ions as
previously observed on MS/MS spectra of standard B(a)P-
OHs. These data are in good agreement with published data
on the fragmentation of glucuronide conjugates [28].
Fig. 4 MS/MS spectra of some standard B(a)P metabolites: B(a)P-7,8,9,10-tetrol, B(a)P-3-OH, B(a)P-4,5-diol and B(a)P-3,6-dione obtained by
NI-ESI or PI-APCI
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The second major metabolite, eluted at 31.3 min (peak V,
Figs. 2 and 3), was also identified by HPLC-MS/MS using
NI-ESI. The [M-H]− ions were detected at m/z 347 and
eliminated SO3 by MS/MS (Table 2) to yield the m/z 267
fragment ions. The latter corresponded to a deprotonated
B(a)P-OH as demonstrated in an MS3 experiment. Based
on these data, peak V was identified as a sulphate conjugate
of B(a)P-OH
The PI-APCI-MS results for the peak observed at
32.5 min (peak VI) in culture media radio-chromatograms
(Figs. 2 and 3) were in full concordance with those obtained
for the reference B(a)P-4,5-diol (Fig. 4 and Table 2).
HPLC-MS/MS analyses performed with NI-ESI showed
the occurrence of ions at m/z 283 for the three chromato-
graphic peaks eluted between 33 and 36 min in culture
media (peak VII, Fig. 2) and for the chromatographic peak
Fig. 5 MS/MS spectra obtained by HPLC-MS/MS using NI-ESI and generated from the m/z 461 precursor ions eluted at RT 22.7 min (B(a)P-
diol-GlcA) (a) and the m/z 283 precursor ions eluted between RT 33 and 36 min (B(a)P-catechol) (b)
Table 2 Identification and relative proportions of metabolites obtained by HPLC-MS/MS and radio-HPLC analyses of culture media and skin
extracts exposed to 14C-B(a)P (50 nmol, 72 h)
Peak no. RT
(min)
Ionisation
mode
Selected
ion
MS/MS ions m/z (intensity (%)) Identification Culture
media
Skin extracts (%)
I 17–21 NI-ESI 365 365 (35), 347 (12), 285 (100) B(a)P-diol-SO3H 7.1±6.5 3.7±4.5
II 21–27 NI-ESI 461 461 (80), 267 (85), 193 (100), 175 (30) B(a)P-diol-GlcA 14.4±5.8 4.2±1.8
III 22.7 NI-ESI 319 319 (25), 301 (25), 283 (100), 257 (5) B(a)P-7,8,9,10-tetrola 3.5±2.3 3.6±2.0
IV 28.0 NI-ESI 443 443 (20), 267 (60), 175 (100) B(a)P-OGlcA 52.7±10.6 54.2±6.1
V 31.3 NI-ESI 347 347 (5), 267 (100) B(a)P-OSO3H 16.0±11.0 4.9±4.9
VI 32.5 PI-APCI 269 269 (100), 251 (10), 241 (30), 227 (2) B(a)P-4,5-diola 0.3±0.1 0.2±0.2
VII 33–36 NI-ESI 283 283 (5), 265 (100), 221 (40) B(a)P-catecholb 1.2±0.1 0.8±0.7
VIII 39.5 PI-APCI 283 283 (100), 265 (20), 255 (95) B(a)P-3,6-dionea 0.1±0.05 n.d.
IX 40.9 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-OH 1.3±2.1c 3.3±1.1c
41.8 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-OH
43.9 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-8-OHa
B(a)P-9-OHa
44.6 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-3-OHa
B(a)P-7-OHa
B(a)P 52.3 n.s. n.s. n.s. B(a)Pa 1.6±2.0 24.8±7.8
Proportions of compounds are expressed in percentage of radioactivity recovered in culture media or skin extracts (mean ± SD, n=3)
a Identified using reference material
b Confirmed by HRMS
c Proportion for all B(a)P-OH metabolites
n.s. not searched, n.d. not detected
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eluted at 36 min in skin extracts (peak VII, Fig. 3). Two
fragment ions were obtained when performing MS/MS on
the m/z 283 ions, namely m/z 265 [M-H-H2O]
− and m/z 221
[M-H-H2O-CH2CHOH]
− (Fig. 5b). Although not sufficient
for a complete identification, the mass of the precursor ion
and its fragmentation pattern suggested an aromatic
dihydroxylated B(a)P structure, likely a catechol (Table 2).
This proposal was confirmed by accurate mass measure-
ment carried out on the m/z 283 ions. Measured mass was
283.0748, which corresponds to the molecular formula of a
B(a)P-catechol (C20H11O2 theoretical mass 283.0764) with
a precision of 5.6 ppm.
Peak VIII was detected at 39.5 min only in culture media
(Fig. 2) and gave HPLC-MS/MS results in accordance with
those obtained for the B(a)P-3,6-dione standard (Table 2).
The presence of other B(a)P-diones metabolites, namely
B(a)P-7,8-dione and B(a)P-1,6-dione, was also monitored by
HPLC (comparison with retention times of authentic stand-
ards) and MS/MS (fragment ions of m/z 283). None of these
two metabolites was detected in culture media or skin extracts.
Different metabolites were eluted between 40 and
45 min (peak IX on Figs. 2 and 3). Metabolites detected
at 40.9 and at 41.8 min on the radio-chromatogram
obtained from culture media (Fig. 2) displayed HPLC-
MS/MS results in accordance with that of B(a)P-OH
metabolites. However, their respective retention times did
not match those obtained for the four available reference
isomers, indicating that these two B(a)P-OHs metabolites
involved hydroxylations at other positions than 3, 7, 8 or 9.
According to previous studies on B(a)P metabolism [29–
31], these two B(a)P-OHs could be tentatively attributed to
positions 1 or 10. Alternatively, peaks observed at 43.9 and
44.6 min on Figs. 2 and 3 were identified on the basis of
reference B(a)P-OHs, allowing the localisation of the
hydroxyl function (Table 2). Moreover, by playing on
differences of acquisition speed and smoothing parameters
between radio-HPLC and HPLC-MS/MS, the radio-
chromatographic peak observed at 43.9 min (Fig. 2) could
be split into two peaks by HPLC-MS/MS, as shown in
Fig. 6, which were assigned to B(a)P-8-OH and B(a)P-9-
OH. Roughly, these two metabolites were present in similar
quantities. Similarly, the radio-chromatographic peak ob-
served at 44.6 min in Fig. 2 was also split into two peaks by
HPLC-MS/MS, corresponding to B(a)P-3-OH and B(a)P-7-
OH, with a ratio of 2:1 (Fig. 6).
Quantification of B(a)P metabolites in culture media
and skin extracts by radio-HPLC
Radio-HPLC enables the detection and the relative quanti-
fication of metabolites. Indeed, the known number of
radioisotope atoms (3H, 14C…) incorporated to the mole-
cule gives it a specific radioactivity associated to a known
molar concentration. If the number of radioisotope atoms is
not affected by the metabolism, all metabolites of the
studied radiolabeled molecule display the same specific
activity. Therefore, they display the same ratio between
radioactivity and molar concentration since the radioactivity
measurement process is not influenced by the structure of
detected molecules or their concentrations. Thus, the
radioactivity response is a linear function of the concentra-
tion and is the same for all metabolites as for the parent
compound, with limits of detection directly related to the
amount of available radioactivity and to the specific activity
of the model molecule.
In the pig ear skin model exposed to radiolabeled B(a)P,
the major part of the radioactivity was recovered in culture
medium (70±8.7% of the applied radioactivity) and in skin
samples (21±4.9% of the applied radioactivity, respective-
ly), meaning that 91% of the applied dose was absorbed by
the pig ear skin model (corresponding to the following
distribution of the absorbed part: 77% in culture media and
23% in skin extracts). The remaining 9% corresponded to
B(a)P not absorbed by the skin (i.e. remaining on the skin
surface or present in the washing solutions of inserts) as
indicated by radio-HPLC analyses of skin surfaces and
washing solutions of inserts, which showed that only
unmetabolised B(a)P was recovered in these compartments.
Metabolites were then quantified by integration of radio-
chromatographic peak areas for the same group of
metabolites and were expressed in percentage of the total
detected radioactivity, as summarised in Table 2. Un-
changed B(a)P accounted for 1.6% and 24.8% in culture
media and skin extracts, respectively (Table 2), indicating a
high metabolic activity of the pig ear skin model. In other
words, this indicated that 93.1% of the absorbed B(a)P was
metabolised by the pig ear skin model and that 81.4% of
the produced metabolites diffused in the culture medium. In
both cases, two major metabolites were observed
corresponding to glucuronide and sulphate conjugates of
B(a)P-OHs (peaks IV and V, Figs. 2 and 3). Glucuronide
Fig. 6 Mass spectrometric chro-
matogram corresponding to
B(a)P-OHs eluted between 40
and 45 min. This chromatogram
was obtained by analysis of
culture media by NI-ESI and
MS/MS of the [M-H]− precursor
ions of B(a)P-OHs observed at
m/z 267
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conjugate of B(a)P-OH was the major metabolite detected
in culture media (52.7%) as well as in skin extracts
(54.2%). The percentage of the B(a)P-OH sulphate conju-
gate (peak V) in the culture medium was 16.0%, whereas
4.9% was recovered in the skin. The overall percentage
associated with other metabolites, including all metabolites
resulting from phase I enzymes (detailed in Table 2),
reached 26.2% and 15.8% in culture media and skin
extracts, respectively.
Conclusion
The aim of the study was to develop an analytical method able
to identify the different B(a)P metabolites produced by skin
in a pig ear model exposed to B(a)P and to determine the
relative proportions of each group of metabolites. For this
purpose, an efficient HPLC method has been developed,
permitting the separation of the numerous metabolites,
including isomeric forms, produced from B(a)P biotransfor-
mation. Radio-HPLC analyses allowed to selectively detect
and quantify most B(a)P metabolites produced by pig ear
skin explants. By combining mass spectrometric analyses
using ESI and APCI, the various metabolites resulting from
phase I and phase II enzyme activities were identified.
Major B(a)P metabolites corresponded to glucuronide
and sulphate conjugates of B(a)P-OHs and B(a)P-diols.
Free B(a)P-OHs and B(a)P-tetrol were also detected, as
well as free B(a)P-diols, the latter being formed in very low
amounts. B(a)P-diones and B(a)P-catechols were also
formed in B(a)P incubations.
Numerous xenobiotics can be biotransformed in vivo or in
vitro, sometimes into a large number of metabolites, each
one possessing different structural proprieties and at the trace
level due to the low amount of biological material used in the
in vitro methods. The use of HPLC with radioactivity
detection enables the selective detection of all metabolites
in complex mixtures without any matrix effect [10]. This
allows their quantification without the use of any standard
compound and also facilitates the setup of powerful targeted
MS experiments for metabolite structural identification. This
shows that the association of these complementary analytical
techniques is of great interest when dealing with the
characterisation of biotransformation products.
Following the development of this method combining
radio-HPLC, HPLC-ESI-MS/MS and HPLC-APCI-MS/MS,
it will be used in a future work to address the kinetic of B(a)P
metabolite formation in the pig ear skin model involving
several doses of B(a)P and several incubation times.
Moreover, proportions of not absorbed (per cent of radioac-
tivity on the skin surface), accumulated (per cent of
radioactivity in skin explants) and transferred (per cent of
radioactivity in culture media) metabolites will be further
compared. These results will provide a better understanding
of the metabolic activity of the pig ear skin model for B(a)P,
allowing to consider the relevance of this ex vivo model for
toxicological studies of skin.
With the aim of respecting the limitation of in vivo
animals experiments, in vitro and ex vivo techniques are
increasingly used. Consequently, methodologies involving
the parallel analyses of B(a)P metabolites by three
detection techniques (radio-HPLC, HPLC-ESI-MS/MS
and HPLC-APCI-MS/MS) may also be successfully used
for the study of B(a)P metabolic pathways in other
complex matrices like liver slices, liver subcellular
fractions or culture cells. Quantification and structural
characterisation of xenobiotics and their metabolites are of
proprietary interest. They can be applied not only to
alternative skin models but also to other complex matrices
generated through in vitro experiments like tissue slices,
cell cultures or subcellular fractions used for the study of
xenobiotics biotransformation.
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2. Travaux préliminaires : incubations du B(a)P avec des « slices » de foie de 
rat 
 
a. Adaptation du modèle au caractère hydrophobe du B(a)P 
 
La mise en place de ce modèle in vitro et le protocole d’incubation sont décrits dans le 
Chapitre 3 paragraphe II.5 de ce manuscrit. En raison du caractère hydrophobe du B(a)P, les 
solutions de B(a)P marqué (1µM) ont été préparées dans différents solvants (acétone, DMSO, 
éthanol, éthanol/acétone) pour optimiser la solubilisation du B(a)P dans le milieu d’incubation et 
pouvoir estimer lequel favoriserait au mieux sa biodisponibilité. Deux milieux d’incubation ont 
été testés, l’un contenant uniquement du DMEM et un deuxième contenant du DMEM + 4% de 
BSA. Les milieux d’incubation des « slices » de foie de rat ont été incubées durant 4 heures avec 
les différentes concentrations de B(a)P. Dans chacun des cas, il a été réalisé une incubation de 
14C-B(a)P dans 1 ml de milieu ne contenant pas de tranche pour s’assurer de la solubilité et de la 
stabilité du substrat dans nos conditions expérimentales. A la fin du temps d’incubation, les 
milieux de culture et les « slices » ont été prélevés et stockés à -20°C jusqu’au moment de 
l’analyse. Pour l’identification et la quantification des métabolites formés, la méthode analytique 
(radio-HPLC ; LC-MS/MS) décrite dans l’article 3 a été utilisée. 
Les résultats de métabolisation du B(a)P [1µM] obtenus pour les différents solvants de 
solubilisation du B(a)P et les différents milieux d’incubation sont présentes dans le tableau 
suivant :  
 
Solvant de 
dépôt 
Acétone 
10µl/incub 
Acétone 
5µl/incub 
DMSO 
5µl/incub 
DMSO 
10µl/incub 
Ethanol/Acétone 
10µl/incub 
Milieu 
d’incubation 
DMEM 
DMEM 
+ 
4% BSA 
DMEM 
DMEM 
+ 
4% BSA 
DMEM 
DMEM 
+ 
4% BSA 
DMEM 
DMEM 
+ 
4% BSA 
DMEM 
DMEM 
+ 
4% BSA 
% 
métabolites 
B(a)P 
  3,8% 14,8% 4,7% 11,5%   5,5% 16,5% 
 
Le taux de métabolisation du B(a)P par les « slices » de foie de rat est faible, en raison des 
problèmes de solubilité et donc de biodisponibilité. Le solvant le plus adapté pour dissoudre le 
B(a)P est l’acétone mais pour l’acétone comme pour le DMSO, la quantité de solvant dans le 
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milieu ne doit pas dépasser 5% pour éviter un effet toxique sur la préparation. L’éthanol est 
habituellement utilisé dans les incubations avec les « slices » de foie de rat, mais le B(a)P est très 
peu soluble dans l’éthanol. D’après les différents essais effectués, le meilleur compromis a été un 
mélange 50/50 éthanol/acétone (v/v) pour solubiliser le B(a)P et ne pas dépasser 5% d’acétone 
dans le milieu, pour limiter l’inhibition des activités métaboliques. Dans tous les cas, l’addition 
de 4% de BSA dans le milieu de culture favorise la solubilisation du B(a)P et sa biodisponibilité. 
 
b.  Résultats obtenus 
 
Plus de 95% de la radioactivité initiale ont été retrouvés dans les milieux de culture en fin 
d’incubation. L’analyse par HPLC des blancs d’incubations (B(a)P dans milieu d’incubation, 
sans « slice ») n’a pas révélé une dégradation du composé parent. Après analyse par radio-HPLC 
et LC-MS/MS des différents milieux d’incubation, 5 groupes de métabolites ont pu être 
identifiés. Des B(a)P-diols-glucuronide (pic II), B(a)P-tétrols (pics III), B(a)P-O-glucuronide (pic 
IV), B(a)P-O-sulfate (pic V) et B(a)P-OH (pics IX) (Figure 33). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 33 : Radio-chromatogramme du milieu d’incubation/« slices » de foie de rat (1µM de 
B(a)P, 4 heures). 
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c. Conclusion 
 
Les expérimentations sur « slices » de foie de rat ont permis de déterminer des conditions 
d’incubation permettant la solubilisation du B(a)P et compatibles avec la survie des cellules. Ceci 
a conduit à obtenir les premières informations sur la métabolisation de ce composé par un modèle 
intégré, où la structure du tissu est conservée (contact et échange intercellulaires maintenus). 
Compte tenu  des résultats probants obtenus avec les « slices » de foie de rat, l’acétone a été 
utilisée comme véhicule de dépôt lors des études avec le modèle de peau d’oreille de porc ainsi 
qu’un milieu supplémenté en BSA afin de favoriser la solubilisation du B(a)P. D’après la 
littérature, ce solvant peut être utilisé pour les études de passage sur explants de peau, car il 
s’évapore rapidement et ne détériore pas les enzymes de biotransformation de la peau (Kao et al., 
1985). 
 
3. Etude de la diffusion du B(a)P et de son métabolisme par le modèle de 
peau d’oreille de porc en comparaison avec des fractions subcellulaires 
 
a. Présentation de l’étude (Article 4) 
 
Le passage transcutané du B(a)P et son métabolisme ont été étudiés à l’aide d’une 
molécule radiomarquée. Les différents métabolites formés ont été identifiés et quantifiés par 
radio-HPLC, LC-MS/MS et RMN. Le développement de ces méthodes analytiques est décrit dans 
l’Article 3. Afin d’évaluer l’influence du métabolisme sur la diffusion de composés lipophiles, 
une étude sur explants de peau d’oreille de porc congelés (enzymes de phase I de phase II 
inactives) a été effectué. 
Les capacités oxydatives du modèle de peau d’oreille de porc ont ensuite été comparées à 
celles du foie au moyen de fractions subcellulaires de peau et de foie. Ces études in vitro ont 
également permis d’établir un comparatif inter-espèce (porc/humain). Les données obtenues ont 
donné lieu à une publication (Article 4) soumise à Toxicology Letters. 
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b. Résultats 
 
Tous les résultats sont détaillés dans l’article 4. Contrairement à la 7-EC, mais comme 
pour la testostérone, la répartition de la radioactivité varie en fonction de la dose appliquée. Pour 
les faibles doses de B(a)P (25 à 200 nmoles), la majorité de la radioactivité est retrouvée dans les 
milieux de cultures. Pour les fortes doses (200 à 800 nmoles), la majorité de la radioactivité est 
retrouvée à la surface de l’explant et dans la peau (Table 1, Article 4). De part son caractère 
hydrophobe, le B(a)P pénètre difficilement dans la peau et ne diffuse pas dans le milieu 
récepteur. Ces différences de diffusion entre faibles et fortes doses de B(a)P, quel que soit le 
temps d’incubation ont permis de voir que l’effet barrière du stratum corneum du modèle ex vivo 
est maintenu tout au long de l’expérience (72 heures). 
Les milieux de culture et les explants de peau ont été analysés en radio-HPLC afin de séparer et 
de quantifier les différents métabolites formés, puis de les identifier en LC-MS/MS et RMN. Plus 
de 90% de la radioactivité retrouvée dans les milieux de culture correspond à des métabolites. La 
diffusion de la radioactivité dans les milieux de culture correspond au métabolisme du B(a)P. 
Neuf familles de métabolites du B(a)P ont été identifiées, il s’agit des B(a)P-monohydroxylés, 
des B(a)P-tétrols, des B(a)P-dihydrodiols, des B(a)P-diones, des B(a)P-catéchols et de leurs 
conjugués : B(a)P-OH-glucuronides, B(a)P-OH-sulfates, B(a)P-dihydrodiol-glucuronides et 
B(a)P-dihydrodiol-sulfates (Figure 8, Article 4). Les enzymes métabolisant le B(a)P sont  donc 
présentes et fonctionnelles dans la peau d’oreille de porc en particulier les cytochromes 1A1, 1A2 
et 1B1 et l’époxyde hydrolase, voies de biotransformation décrites dans le foie et principalement 
impliquées dans le métabolisme du B(a)P chez l’homme, ainsi que des enzymes de phase II : 
glucuronyltransférases et sulfotransférases. Plusieurs isoformes de glucuronyltransférases 
métabolisent le B(a)P dans le foie de l’homme, par exemple les UGT 1A10, 1A9, 1A1, 1A7 et 
1A8 (Fang et al., 2002). Plusieurs isoformes de sulfotransférases humaines conjuguent le B(a)P 
avec le sulfate, majoritairement les isoformes SULT1A1, 1B1, 1A3 et 1E1 (Meinl et al., 2008). 
 Les capacités métaboliques oxydatives du modèle de peau d’oreille de porc ont été 
comparées aux résultats obtenus après incubation du B(a)P avec des microsomes de foie et de 
peau de porc et d’homme. Du point de vue qualitatif, les mêmes métabolites oxydés sont détectés 
chez l’homme et chez le porc après incubation avec des microsomes de foie ou des microsomes 
de peau. Quel que soit le tissu considéré, aucune différence notable n’est observée au point de 
vue qualitatif mais aussi quantitatif, entre les microsomes de porc et humains. 
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c. Conclusion 
 
L’étude de la biotransformation du B(a)P par les explants de peau d’oreilles de porc a 
contribué à montrer la fonctionnalité des enzymes de biotransformation présentes dans la peau. 
Elle suggère en particulier, que les voies dépendantes des cytochromes P450 décrites pour être 
principalement impliquées dans le métabolisme du B(a)P, chez l’homme : 1A1, 1A2 et 1B1 sont 
actives. Ces résultats sont en adéquation avec les données de la littérature sur la peau humaine 
confirmant la présence des cytochromes 1A1, 1A2 et 1B1 au niveau de l’épiderme (Katiyar et al., 
2000; Oesch et al., 2007). Plusieurs isoformes de glucuronyltransférases et sulfotransférases sont 
fonctionnelles dans le modèle de peau d’oreille de porc. Les isoformes impliquées chez l’homme 
sont les UGT 1A10, 1A9, 1A1, 1A7, 1A8 et SULT1A1, 1B1, 1A3, 1E1. Certaines de ces 
isoformes ont pu être identifiés dans la peau humaine, en particulier l’UGT1A1 et les SULT1A1, 
1A3, 1E1 (Luu-The et al., 2009; Svensson, 2009). 
D’après les études effectuées avec les microsomes de peau, la biotransformation du B(a)P 
est quantitativement et qualitativement similaire chez le porc et chez l’homme. Ces données 
suggèrent que le même matériel enzymatique est présent et fonctionnel dans la peau humaine et 
le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc. Elles sont en accord avec celles obtenues par Barbero 
and Frasch et Beydon et al, lors de l’étude du devenir de composés lipophiles dans la peau de 
porc et dans la peau humaine (Barbero and Frasch, 2009; Beydon et al., 2009). 
 Nos résultats devront, en dernier lieu, être confirmés par des travaux complémentaires sur 
des explants de peau humaine. 
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 ABSTRACT 
 
Biotransformation of chemicals by the skin is a critical determinant of systemic exposure in 
humans following dermal absorption. Pig ear skin potentially represents a valuable alternative 
model since it closely resembles to human skin. We developed an ex vivo pig ear skin system 
which absorption, diffusion and metabolic capabilities were investigated using benzo(a)pyrene 
[B(a)P] as a model molecule. The potential of the ex vivo pig ear skin model to biotransform 
xenobiotics was compared with metabolic data obtained using dermal and hepatic microsomes 
from human and pig. Experimentations were undertaken on pig ear skin explants after application 
of a large range of 14C-B(a)P doses. The diffusion and the production of B(a)P metabolites were 
quantified by radio-HPLC, LC-MS/MS and NMR. Around 90% of the radioactivity recovered in 
culture media corresponded to B(a)P metabolites, the major ones being B(a)P glucuronide and 
sulfate conjugates. B(a)P-OHs, B(a)P-diols, B(a)P-catechols and B(a)P-diones were also present, 
but in smaller quantities. The latter metabolites, resulting from phase I oxidations, were also 
identified in microsomal incubations. Overall oxidative metabolic activity was lower for the skin 
than for the liver. 
In the ex vivo pig ear skin model developed, skin absorption and diffusion were maintained over 
72h and both phase I and phase II activities were expressed, with the formation of similar 
metabolites as produced in incubations of B(a)P with liver and skin microsomal fractions. Short-
term culture of pig ear skin, which combine a functional skin barrier and active biotransformation 
capabilities, appears to represent a valuable alternative tool in transdermal exposure studies. 
 
Key words: pig skin; skin short-term culture; dermal absorption; alternative model; 
cytochrome P450; biotransformation 
 INTRODUCTION 
 
The skin is a metabolically active organ expressing biotransformation enzymes able to 
metabolize both endogenous molecules and synthetic chemicals, including drugs, pesticides and 
other man-made compounds. Cutaneous metabolism can result in the detoxification of 
xenobiotics, producing metabolites which are more water-soluble than the parent compounds, 
however, skin can also activate inert compounds into toxicologically reactive species (Bronaugh 
and Stewart, 1985). 
The fact that xenobiotics can be absorbed and metabolized by the skin before they reach the 
bloodstream is important to take into consideration when addressing risk assessment issues. This 
can be the case for drugs as well as other types of chemicals (Howes et al., 1996). Moreover, 
local skin metabolism could itself influence the rate of percutaneous absorption (Kao et al., 1985; 
Lockley et al., 2004). In vitro studies using different types of skin preparations such as tissue 
slices, homogenates, isolated cell preparations and sub-cellular fractions, have largely illustrated 
the ability of the skin to activate or detoxify xenobiotics (Hotchkiss, 1998). The stratum corneum 
is a physical barrier that plays a major role regarding percutaneous absorption, while the viable 
part of the epidermis acts, among others, as an enzymatic barrier. Several studies have 
demonstrated that skin expresses metabolic activities, including capabilities to perform phase I 
oxidative, reductive and hydrolytic reactions, as well as phase II conjugations (Kao and Carver, 
1990; Sartorelli et al., 2000; Yourick and Bronaugh, 2000; Svensson, 2009). 
Because it is difficult to evaluate skin metabolism, based solely on in vivo experiments, ex vivo 
and/or in vitro models are frequently employed with the aim to better characterize the 
biotransformation capabilities of the skin, as well as percutaneous diffusion dynamics. For in vivo 
studies in animal, there is a growing need to comply with the 3R (reduce, refine, replace) 
concept. Excised human skin is considered to be the “gold standard”, but samples are often not 
timely available, and in large amount. Moreover, a large variability is observed among these 
samples due to gender, age, or ethnic differences, and depending on the site of the body where 
the skin has been taken from (Bronaugh et al., 1982; Panchagnula et al., 1997; Vallet et al., 
2008). Due to the difficulties to obtain human skin, several reconstructed human skin models 
have been developed. For topically applied molecules, one of the main limits of these models is 
their weak barrier function (Garcia et al., 2002), which can lead to the overestimation of diffusion 
and biotransformation rates (van de Sandt et al., 2000). 
We have developed a convenient and easy-to-handle short-term skin culture system based on 
domestic pig ears purchased at the slaughterhouse, and have started the evaluation of its 
metabolic capabilities and barrier function. Pig skin can be easily obtained as waste material from 
animals slaughtered for meat production. The histological and biochemical properties of porcine 
skin have been repeatedly shown to be quite similar to human skin (Gray and Yardley, 1975; 
Wester et al., 1998; Jacobi et al., 2007). Furthermore, the stratum corneum and epidermis 
thickness of pig ear skin are comparable to human skin (OECD, 2004; Byford, 2009). Therefore, 
this ex vivo pig ear skin model could be suitable for the study of xenobiotics metabolism, but 
little information exists about pig skin metabolism in the literature (Oesch et al., 2007). 
To gain a better understanding on the rate of chemical penetration and on the functionality of 
cutaneous enzymes of the pig ear skin model, we used benzo(a)pyrene [B(a)P], a model 
xenobiotic known to penetrate through the skin (Moody et al., 2007). B(a)P is known to be 
metabolized through CYP1A1 dependent pathways, which have been shown to be active in 
human skin (Shimada and Guengerich, 2006; Oesch et al., 2007). The barrier effect and the 
metabolic capabilities of our ex vivo skin culture system were evaluated by studying the 
diffusion, the distribution and the biotransformation of radio-labeled B(a)P. Metabolites were 
quantified by HPLC coupled to on-line radioactivity detection and their structure was 
investigated by mass spectrometry and nuclear magnetic resonance. These metabolic data were 
then compared with the results obtained from incubations of B(a)P with liver and skin 
microsomes from pig and human. 
 
  MATERIAL AND METHODS 
 
1. Chemicals 
 
[5,6-14C] Benzo(a)pyrene [14C-B(a)P], with a specific activity of 2 GBq/mmol was purchased 
from Amersham Biosciences (Buckinghamshire, UK). Its radiochemical purity was greater than 
97.5% based on radio-HPLC analysis. Unlabeled B(a)P, purchased from Sigma-Aldrich (St 
Quentin Fallavier, France) had a chemical purity greater than 99%. Benzo(a)pyrene-r-7,t-8,t-9,t-
10-tetrahydrotetrol (B(a)P-7,8,9,10-tetrol), benzo(a)pyrene-cis-7,8-dihydrodiol (B(a)P-7,8-diol), 
benzo(a)pyrene-cis-4,5-dihydrodiol (B(a)P-4,5-diol), benzo(a)pyrene-1,6-dione (B(a)P-1,6-
dione), benzo(a)pyrene-3,6-dione (B(a)P-3,6-dione), benzo(a)pyrene-7,8-dione (B(a)P-7,8-
dione), 8-hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-8-OH), 9-hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-9-OH), 3-
hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-3-OH), 7-hydroxybenzo(a)pyrene (B(a)P-7-OH) were obtained 
from the National Cancer Institute Chemical Carcinogen Reference Standards Repository 
(Kansas City, MO, USA) and used as reference compounds. 
Other chemicals and solvents (analytical grade) were purchased from the following sources: 
ammonium acetate, sodium acetate, phosphate buffer (0.01M) and sodium hydroxide, from 
Sigma-Aldrich; acetonitrile and ethyl acetate from Scharlau chemie S.A (Barcelona, Spain); 
ethanol and acetic acid from Merck (Briare-Le-Canal, France). Ultrapure water from Milli-Q 
system (Millipore, Saint Quentin en Yvelines, France) was used for ex vivo preparations and for 
the preparation of HPLC mobile phases. For ex vivo studies, Dulbecco’s Modified Eagle Medium 
(DMEM) and L-Glutamine were obtained from GibcoTM (Cergy Pontoise, France). The 
antibiotics (streptomycin/penicillin, gentamycin) and the antifongic (fungizone) used in the 
culture media were purchased from Sigma-Aldrich.  
 
 
 
 
 
 
 2. Pig ear skin short-term cultures 
 
2.1. Preparation 
 
Skin organ culture was developed from ears of domestic pigs (Pietrain breed, 6 month old 
females) obtained from a local slaughterhouse. Ears were taken from the animals within 5 min 
after slaughtering and were kept at 4°C during the transport to the laboratory, which lasted a 
maximum of 2 hours. After cleaning and shaving, the skin was immediately excised with a 
scalpel, then sectioned at a thickness of 500µm using a Padgett dermatome (Michael’s France, 
Neuilly sur Seine, France) and punched into 28 mm diameter discs. The punch areas were free of 
structural changes such as scratches, erosions and scars, as such skin damage could affect the 
diffusion and metabolism of test compounds. 
 
2.2. Incubations 
 
Skin punches were seeded dermal side down in polycarbonate Transwell® inserts (23mm 
diameter, 8µm pore size, Corning Life Sciences, Avon, France) in 6-well plate prefilled with 
1.5ml culture medium at 37°C in a 5% CO2 air incubator. Using such ex vivo organ culture 
system, explants are maintained at the air liquid interface and dermal/epidermal feeding is 
achieved by the diffusion of nutriments across the insert. The culture medium was Dulbecco’s 
Eagle Modified Medium (DMEM) supplemented with L-Glutamine (0.584g/L), 
streptomycin/penicillin (100µg/ml), fungizone (2.5µg/ml), gentamycin (50µg/ml) and BSA (4%) 
(all from Sigma, St Quentin Fallavier, France). 
14C-B(a)P (8333 Bq/sample) adjusted with unlabeled B(a)P to reach the required dose (25, 50, 
100, 200, 400, 600 and 800 nmol, corresponding to 1.51; 3.03; 6.06; 12.12; 24.25; 36.39; 48.52 
µg/cm², respectively) was applied in 60 µL acetone on the surface of skin. Culture media 
collected at 24, 48 and 72-h (end point of the experiment) were kept at –20°C until analysis. All 
incubations were carried out in triplicate. 
 
2.3. Control incubations 
 
The influence of skin viability on percutaneous absorption was investigated by comparing B(a)P 
diffusion in fresh explants with the corresponding skin preparation which had previously been 
frozen, following Kao et al method’s (1985). Skin punches were stored at -20°C during 1 month. 
After this enzyme inactivation period, skin punches were incubated in the same conditions as 
fresh skin punches with 25, 200 and 800 nmoles of B(a)P and 14C-B(a)P applied on the skin, 
respectively. 
 
2.4. Radioactivity measurements 
 
At the end of the 72h experiment, skin samples were removed and surfaces were washed twice 
with cotton swabs impregnated with methanol. The cotton swabs were plunged in methanol and 
placed in a sonicator for 20 min. Tissue culture inserts were washed with 10 ml of methanol. 
After media removal, wells were washed two times with 1 ml methanol. Radioactivity in culture 
media and washing solutions was determined by direct counting of aliquots on a Packard 
scintillation counter (Model tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT) using Packard 
Ultima Gold as the scintillation cocktail (Packard Instruments, Downer Grove, IL). 
B(a)P and metabolites were extracted from skin samples after homogenization with a Polytron 
homogenizer (Kinematica AG, Lucern, Switzerland) in methanol/phosphate buffer at pH 7.4 (2/1; 
v/v) and centrifugation at 8,000g for 10 min at 4°C. Residual radioactivity remaining in the skin 
centrifugation pellets (non-extractable radioactivity) was determined by complete combustion 
using a Packard Oxidizer 306 (Packard Instruments), followed by 14C quantification on the 
Packard scintillation counter (scintillation cocktail: Packard Carbo-Sorb and Packard Permafluor 
E+, 14:7, v/v). For all vials, sample quenching was compensated by the use of quench curves and 
external standardization. 
 
 
 
 
3. Microsomal Fractions 
 
3.1. Human and pig liver microsomes 
 
Liver microsomes from male and female humans, respectively, were purchased from TEBU (Le-
Perray-en-Yvelines, France) and obtained from pools of 10 donors. 
For pig liver microsomes, three female pig (Pietrain breed, 6 month old) weighing 40-60 kg and 
fed standard commercial diets were killed by electrocution followed by exsanguination. Livers 
were washed immediately using 0.1 M sodium phosphate buffer (pH 7.4) and were frozen in dry 
ice and stored at -80°C until the preparation of microsomal fractions. Forty grams of each liver 
sample were homogenized using a Potter-Elvehjem Teflon glass homogenizer in 4 volumes of 
ice-cold 0.1M phosphate buffer pH 7.4. Each homogenate was centrifuged at 10,000g for 20 min 
at 4 °C (Ultracentrifuge model Centrikon T1045 – Kontron Instruments, Zürich, Switzerland). 
Resulting supernatants were centrifuged at 105,000g for 60 min at 4°C permitting the separation 
of the cytosolic supernatant from the microsomal pellet. Microsomes were resuspended with 
gentle homogenization in 1 volume of 0.1 M phosphate buffer containing 20% glycerol. Liver 
microsomes were stored at -80 °C until use for the study of B(a)P metabolism. The protein 
content of microsomal preparations was determined according to the method of Lowry et al. 
(1951). 
 
3.2. Human and pig skin microsomes 
 
Human skin microsomes were purchased from Biopredic (Rennes, France) and obtained from 
pools of 2 donors. Pig skin microsomes were prepared from ears of domestic pigs obtained from 
a local slaughterhouse as described for the ex-vivo pig ear skin model. After cleaning and 
shaving, the skin was immediately excised with a scalpel, then sectioned at a thickness of 200µm 
using a Padgett dermatome (Michael’s France, Neuilly sur Seine, France) and immediately frozen 
in dry ice and stored at -80°C until the isolation of microsomes. Twenty-grams of skin obtained 
from pools of 20 ears were homogenized using a FastPrep Homogenizer (MP Biomedicals, 
Illkirch, France), in 4 volumes of ice-cold 0.1M phosphate buffer pH 7.4. Samples were filtered 
and homogenized using a Potter-Elvehjem Teflon glass homogenizer. Each homogenate was 
centrifuged at 10,000g for 20 min at 4 °C (Ultracentrifuge model Centrikon T1045 – Kontron 
Instruments, Zürich, Switzerland). Resulting supernatants were centrifuged at 105,000g for 60 
min at 4°C, to separate the cytosolic supernatant from the microsomal pellet. Microsomes were 
resuspended with gentle homogenization in 0.1 volume of 0.1 M phosphate buffer containing 
20% glycerol. Skin microsomes were stored at -80 °C. Three pools of different pig ear skins were 
prepared. The protein content of microsomal preparations was determined according to the 
method of Lowry et al. (1951). 
 
3.3. Incubation of B(a)P with skin and liver microsomes 
 
Radio-labeled [14C]-B(a)P (3 333 Bq) fortified with unlabeled B(a)P to reach different 
concentrations (1, 5, 10, 20, 40 and 60 µM) was incubated 1h at 37°C under shaking with 2 mg of 
microsomal protein from human liver or pig liver. For human and pig skin microsomes, the same 
conditions were used and two B(a)P concentrations were assayed : 1 and 5µM. Incubations were 
performed in a final volume of 1 ml 0.1 M sodium/ buffer, 5 mM MgCl2 (pH 7.4) containing a 
NADPH generating system (1.3 mM NADP, 5 mM glucose-6-phosphate, 2 IU glucose-6-
phosphate dehydrogenase). All incubations were carried out in triplicate. In order to control 
B(a)P concentrations in each assay, radioactivity in the media was measured at the end of the 
incubation period. The radioactivity was determined by direct counting of sample aliquots on a 
Packard scintillation counter (Model Tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT) using 
Packard Ultima Gold as the scintillation cocktail (Packard Instruments, Downer Grove, IL). For 
all vials, sample quenching was compensated by the use of quenching curves and external 
standardization. 
Blank samples without NADPH generating system were used as controls for non-NADPH-
mediated B(a)P transformations. Reactions were stopped by adding 3 volumes of methanol, and 
samples were centrifuged for 10 min at 8000 g. Supernatant samples (500 µL) were concentrated 
under a gentle nitrogen stream and analyzed by HPLC coupled to on-line radioactivity detection. 
Metabolites identification was performed by LC/MS-MS and NMR. 
 
4. Analytical procedure 
 
The HPLC system consisted of a Spectra P1000 pump (Thermo Separation Products, Les Ulis, 
France) associated with a 250 x 4.6 mm, (5 µm) Zorbax Sb-C18 column (Agilent, Interchim, 
Montluçon, France) protected by a Kromasil C18 guard precolumn (Interchim, Montluçon, 
France). Mobile phases, used at a flow rate of 1 ml/min, consisted of A: ammonium acetate (20 
mM, pH 3.5) / acetonitrile (95:5; v/v) and B: acetonitrile. The temperature of the column was 
maintained at 30°C and the following gradient was used: 0 min, 0% B; 35 min, 60% B; 50-60 
min, 100% B; 65-70 min, 0% B. 14C-B(a)P and related metabolites separated by HPLC were 
monitored by on-line radioactivity detection using a Flo-one [A500 (Radiomatic, La-Queue-Lez-
Yvelines, France]. The scintillation cocktail used for Flo-one detection was Flow-scint II 
(Packard Instruments). B(a)P and its metabolites were quantified by integrating the area of the 
radio-chromatographic peaks. 
 
5. Structural characterization 
 
For all samples (culture media, skin extracts, microsomal incubations), 3 volumes of methanol 
were added and samples were centrifuged at 8000g during 10min at 4°C. Supernatants were 
concentrated under a gentle nitrogen stream and metabolites were separated by HPLC using the 
analytical system described above. 
For metabolites collection, we used the same analytical system but in this case the HPLC system 
was coupled with a Gilson model 201/202 fraction collector (Gilson France, Villiers-Le-Bel, 
France). The radioactivity in the different fractions was determined by direct counting of sample 
aliquots on the Packard scintillation counter. Fractions of interest were pooled and dried under a 
gentle nitrogen stream for enzymatic hydrolysis or MS and NMR analyses. 
 
5.1. Enzymatic hydrolysis 
 
Bovine liver β-glucuronidase (type B1 1000 units/g solid) and sulfatase from Aerobacter 
Aerogenes (3.9 units/mg protein) were from Sigma-Aldrich. For the confirmation of B(a)P 
glucuronide structure, 500 µL of collected fractions were added to 500 µL 0.2 M sodium acetate 
buffer at pH 5 and were incubated with 500 IU of β-glucuronidase during 3 h at 37°C under 
gentle shaking and oxygenation. For the confirmation of B(a)P sulfate structure, collected 
fractions were incubated in 0.01M Tris buffer at pH 7.4 with 2 IU of arylsulfatase during 3 h at 
37°C under gentle shaking and oxygenation. After 3 h, the hydrolysis reaction was stopped by 
addition of methanol (1:3, v/v) and centrifugation at 8000 g during 10 min at 4°C. The resulting 
supernatant was concentrated to 100µL under gentle nitrogen stream, dissolved in 400µL phase 
A / phase B (3:1, v/v), and injected for HPLC analyses. Hydrolysis mixtures separated by radio-
HPLC were collected using the same protocol as described above, for NMR analyses. 
 
5.2. Mass spectrometry analyses 
 
Mass spectrometry analyses were performed using an LCQ ion trap mass spectrometer (Thermo 
Fisher, Les Ulis, France) operating either with an ESI source in the negative mode (NI-ESI) or an 
APCI source in the positive mode (PI-APCI). A post column split diverted 25% of the mobile 
phase to the ion source. Operating ESI source parameters were optimised from reference 
metabolites of B(a)P with the spray voltage 3.5 kV, sheath gas (N2) 85 ua, auxiliary gas (N2) 0 
au, capillary temperature 220°C, capillary voltage -8 V and tube lens offset 5 V. Optimal APCI 
source conditions for B(a)P metabolites analyses were set as follows: vaporizer temperature 
450°C, Corona discharge 5 µA, sheath gas (N2) 80 au, auxiliary gas (N2) 25 au, capillary 
temperature 150°C, capillary voltage 22 V and tube lens offset 15 V. High Resolution Mass 
Spectrometry (HRMS) experiments were carried out using a LTQ-Orbitrap mass spectrometer 
(Thermo Fisher, Les Ulis, France) fitted with an ESI ion source operating in the negative mode. 
The following conditions were used: spray voltage 2 kV, sheath gas (N2) 65 au, auxiliary gas (N2) 
20 au, sweep gas (N2) 15 au, capillary temperature 220°C, capillary voltage -32 V and tube lens 
offset -122 V. The Orbitrap mass analyser was used at a resolution of 30,000. 
 
5.3. NMR analyses 
 
NMR spectra were obtained at 300 K on a Bruker Avance DRX- 600 spectrometer (Bruker, 
Wissembourg, France) operating at 600.13 MHz and equipped with a 5 mm H, C, N inverse triple 
resonance TXI cryoprobe attached to a Cryoplatform (the preamplifier cooling unit). Samples 
were dissolved in 600 µl of CD3OD. 1H NMR spectra were acquired using a standard pulse 
sequence for 1H NMR. 1024 free induction decays (FIDs) were collected with a spectral width of 
12 ppm into 64 K data points. An exponential function equivalent to a line-broadening of 0.3 Hz 
was applied prior to Fourier transformation. Two dimensional 1H–1H COSY (Correlation 
SpectroscopY) NMR spectra were acquired under the following conditions: spectral width of 12 
ppm in both dimensions, 1 K data points in the f2 dimension, 512 increments in the f1 dimension, 
and 64 scans. 
 
 
6. Statistical analysis 
 
Comparisons between mean values were achieved using a Student test using Instat (Graph Pad 
software). Km and Vm values were determined by nonlinear regression analysis as indicated by 
Loft and Poulsen (1989). 
 RESULTS 
 
1. Distribution of B(a)P in pig ear skin short-term cultures 
 
1.1. 14C-B(a)P Distribution  
 
Radioactivity levels measured in the different compartments (culture medium, skin and washing 
solution) at the end of the experiment (72 h) are presented in Table 1. Total radioactivity recovery 
ranged from 76.4 ± 3.8 % to 104.0 ± 2.4% for the different B(a)P doses applied on skin.  
The fraction of radioactivity which was not absorbed (and was consequently recovered on the 
skin surface) gradually increased from 2.2% [25 nmoles B(a)P] to 35.7% [800 nmoles B(a)P]. 
The skin itself contained between 12.3% to 35.6% of the deposed radioactivity, depending on the 
B(a)P dose. The proportion on non extractable radioactivity in the skin (14C associated with the 
extraction pellet) ranged from 20.7% to 39.7% of the overall radioactivity in skin, with no 
significant dose related difference. Residual radioactivity amounts, which corresponded to a 
maximum of 12.2%, were recovered on the culture inserts, and less than 3% of the applied 
radioactivity was found to be retained on culture wells, whatever the dose. 
 
1.2. Cutaneous diffusion of 14C-B(a)P 
 
The diffusion of 14C-B(a)P and its metabolites through the skin was calculated based on the 
amount of radioactivity present in culture media at 24, 48 and 72 h, respectively. Radioactivity 
percentage in culture media decreased from 84.5% to 10.9% of the applied dose for B(a)P doses 
ranging from 25 to 800 nmoles (Table 1). 
The diffusion of B(a)P and its metabolites in culture media at 24, 48 and 72h after the beginning 
of the experiment was expressed as cumulative values, in nmol/cm², and is presented as a 
function of the incubation time (Figure 1). Whatever the B(a)P dose applied, the diffusion rate of 
radioactivity in culture media was found to increase gradually over the 72h experiment. For 
instance, when applying 800 nmoles of B(a)P, 4.0, 6.5 and 8.5 nmoles of B(a)P equivalent/cm² 
were recovered in the culture medium after 24, 48 and 72 h, respectively. 
 
2. Biotransformation of B(a)P by pig ear skin short-term cultures 
 
2.1. Radio-HPLC profiles: qualitative analysis 
 
Culture media and skin extracts were analyzed by radio-HPLC 24, 48 and 72h after B(a)P 
application. Representative radio-chromatograms are displayed in Figure 2, for culture media (2a) 
and skin extracts (2b), respectively. Using the HPLC system developed for the study, the 
retention time of B(a)P was 52.3 min and several metabolites eluting before parent B(a)P were 
found to be present. These chromatographic peaks were further classified into 9 groups of 
metabolites (I to IX) according to their retention time. Similar metabolites were detected in 
culture media and in skin extracts, though the overall proportion of metabolites was slightly 
lower in skin extracts. For instance, for 50 nmoles 14C-B(a)P, the recovered radioactivity 
corresponding to metabolites in culture media and in skin extracts, was 98.4 ± 2.0% and 75.2 ± 
7.8%, respectively. Two major metabolite peaks (IV and V) were observed. When 50 nmoles of 
B(a)P were applied, peak IV was predominant in the culture media (52.7%) as well as in skin 
extracts (54.2%), while peak V accounted for 16.0 and 4.9% in culture media and skin, 
respectively. The proportion of radioactivity corresponding to the sum of all other metabolites 
was 26.2% and 15.8% in culture media and skin extracts, respectively. 
 
2.2. Enzymatic hydrolysis of major metabolites 
 
The two major metabolites (Peaks IV and V) produced in pig ear skin short-term cultures were 
collected for enzymatic hydrolysis using HPLC. Peak IV was not hydrolyzed when incubated 
with sulfatase. When incubated with the β-glucuronidase it was deconjugated into four products 
exhibiting respective retention times of 40.9; 41.8; 43.9 and 44.6 min, demonstrating that peak IV 
corresponded to different glucuronide conjugates. Peak V was not hydrolyzed by β-
glucuronidase, but aryl sulfatase incubations produced 4 compounds which retention times were 
identical to those produced following the β-glucuronidase hydrolysis of peak IV. On these bases, 
it was concluded that peak V did correspond to sulfate conjugates of different B(a)P metabolites. 
Hydrolysis products of peak IV and peak V were collected and analyzed by mass spectrometry 
and NMR for further structural identification. 
 
2.3. B(a)P metabolites structural characterization 
 
Following radio-HPLC profiling, culture media and skin extracts were analyzed by HPLC-
MS/MS using NI-ESI and PI-APCI as the ionization modes. The results are summarized in table 
2. Group I B(a)P metabolites, eluting between 17 and 21 min (Figure 2a and 2b, for culture media 
and skin extracts, respectively) were identified as mono-sulfate conjugates of B(a)P-diols. Peak 
II, eluting at 22.7 min on radio-chromatograms was identified as the B(a)P-7,8,9,10-tetrol. The 
various compounds eluting between 21 and 27 min (group III) were demonstrated to correspond 
to glucuronic acid mono-conjugates of B(a)P-diols by mass spectrometric analyses.  
Analyses of the major compound observed at 28 min (Peak IV) led to the identification of 
glucuronide conjugate(s) of B(a)P-OH, thus confirming the results of enzymatic hydrolysis with 
β-glucuronidase. The second major metabolite, eluted at 31.3 min (Peak V, Figure 3a and 3b), 
was identified by HPLC-MS/MS as a sulfate conjugate of B(a)P-OH, again confirming the results 
of enzymatic hydrolysis assays. 
Hydrolysis products of peak IV and peak V were collected and analyzed by 1H NMR 
spectroscopy and 2D 1H-1H COSY NMR for structural identification. Among the four hydrolysis 
products collected, two metabolites have been identified by comparison with reference B(a)P-OH 
metabolites. These metabolites were identified as B(a)P-3-OH and B(a)P-9-OH. The chemical 
shifts of these two hydrolysis products are summarized in table 3. 
The structure of peak VI, eluted at 32.5 min, was investigated by PI-APCI MS. Results obtained 
for the metabolite detected in culture media as well as skin extracts were in full accordance the 
spectrum obtained for the reference compound B(a)P-diol. 
NI-ESI analyses of peak VII led to the tentative identification of an aromatic dihydroxylated 
B(a)P structure, likely a catechol. This hypothesis was confirmed by accurate mass measurement 
carried out on the m/z 283 ion using HR-MS. Measured mass was 283.0748, corresponding to the 
molecular formula of a B(a)P-catechol (C20H11O2; theoretical mass: 283.0764) with a precision of 
5.6 ppm. 
Peak VIII, detected at 39.5 min only in culture media (Figure 2a) and analyzed by HPLC-
MS/MS, displayed results in full accordance with the corresponding spectrum of the reference 
B(a)P-dione. 
Different metabolites were eluted between 40 and 45 min (group IX, Figures 2a and 2b). These 
metabolites were identified by comparison with reference B(a)P-OH metabolites. However, 
metabolites eluted at 40.9 and 44.8 min did not match any of the spectra corresponding to the 4 
available reference isomers, indicating that these two B(a)P-OH metabolites involved 
hydroxylations at other positions than 3, 7, 8 or 9. The radio-chromatographic peak observed at 
43.9 min was found to correspond to B(a)P-8-OH as well as B(a)P-9-OH. Roughly, these two 
metabolites were present in similar quantities. In the same way, the radio-chromatographic peak 
observed at 44.6 min was found to correspond to B(a)P-3-OH and B(a)P-7-OH, with a tentative 
ratio of 2/1.  
 
2.4. Metabolism of B(a)P by skin short-term cultures: quantitative analysis 
 
The high proportion of radioactivity associated with B(a)P metabolites in both culture media and 
skin extracts demonstrated an extensive biotransformation of B(a)P. The respective contributions 
of parent B(a)P and of B(a)P metabolites present in these samples at 72 h are detailed for each 
dose of B(a)P in figure 3, expressed as a percentage of the applied radioactivity. For the lowest 
doses of B(a)P (25-200 nmoles), the main part of the radioactivity applied on skin explants was 
recovered in culture media. The proportion of radioactivity in culture media gradually decreased 
from 25 to 800 nmoles B(a)P, which, for instance, 74.3% of the applied radioactivity being 
recovered in culture media, at 25 nmoles B(a)P. The proportion of parent B(a)P recovered in 
culture media decreased with the B(a)P dose applied whereas, in the skin itself, it gradually 
increased. Metabolites proportion in the skin ranged from 19.5% (100 nmoles of B(a)P) to 4.1% 
(800 nmoles of B(a)P). 
Following the structural characterization of the metabolites produced by skin short-term cultures, 
and their quantification by radio-HPLC, the respective rates of formation of the different B(a)P 
metabolites were expressed in nmoles per hour, and their kinetics of formation were plotted as a 
function of the B(a)P dose (Figure 4). Glucuronide and sulfate conjugates of B(a)P-OH were the 
major metabolites produced by skin and detected in culture media. For these conjugates, 
enzymatic kinetic curves showed a saturation occurring around 200 nmoles of B(a)P applied, and 
enzymatic activities of 0.34 ± 0.02 nmoles/h and 0.12 ± 0.05 nmoles/h were calculated for 
glucuronic and sulfate B(a)P-OH conjugates, respectively. The formation rates of oxidated 
metabolites (B(a)P-diols, B(a)P-catechols, B(a)P-diones and B(a)P-OH species) were lower than 
for B(a)P-OH conjugates, which did not permit to calculate kinetic constants. 
 
2.5. Control incubations 
 
Frozen skins were used as controls. In this case, the percentage of radioactivity at the surface of 
the skin was higher for frozen skin compared to fresh skin, whatever the B(a)P dose applied 
(Figure 3). In skin itself, a similar percentage of radioactivity was recovered for fresh skin and 
frozen skin. The diffusion of B(a)P in previously frozen skin (percentage of radioactivity in 
culture media) was very low whatever the B(a)P dose applied. Culture media and skin extracts 
were analyzed by radio-HPLC. Only one peak was detected at 52.3 min, corresponding to parent 
B(a)P. Whatever the B(a)P dose applied, the percentage of radioactivity recovered in culture 
media of frozen skin corresponded to the percentage of unmetabolized B(a)P diffused in fresh 
skin. For instance, for 200 nmoles of B(a)P applied, when frozen skin was used, 5.6 ± 2.5% of 
the radioactivity was recovered in culture media (all of it corresponding to parent B(a)P) while 
when using fresh skin, 29.8 ± 1.2% of the radioactivity reached culture media, from which 4.5% 
corresponded to parent B(a)P and 25.3% to metabolites. 
 
3. Metabolism of B(a)P by liver and skin microsomes from pig and human 
 
3.1. Radio-HPLC profiles of B(a)P incubations, qualitative analysis 
 
In [14C]-B(a)P incubations with microsomes from pig liver, pig skin, human liver and human 
skin, 90% of the total radioactivity was recovered. 
 
Incubation of B(a)P with pig liver and human liver microsomes : Radio-HPLC profiles 
corresponding to the analyses of 5µM B(a)P incubated with pig and human liver microsomes are 
shown in Figure 5a and 5b. The retention time of B(a)P was 52.3 min. Three groups of 
metabolites (VI, VII and IX) were observed at the same retention time for human and pig liver 
microsomes incubations. None of these metabolites was observed when no NADPH generating 
system was added to the incubations, indicating that their formation was cytochrome P450 
dependent. Qualitatively, similar radio-chromatograms were obtained for incubations carried out 
with pig liver microsomes or human liver microsomes. Quantitatively, the metabolization level 
was in the same range for the two species. For instance, at 5µM B(a)P, incubations carried out 
with pig and human liver microsomes produced 0.50 ± 0.05 nmoles and 0.47 ± 0.20 nmoles 
B(a)P metabolites, respectively. 
 
Incubation of B(a)P with pig skin and human skin microsomes : Only, two groups of 
metabolites were detected in the supernatants of skin microsomes incubations (Figure 6a and 6b) 
at the same retention time for human and pig skin microsomes incubations (groups VII and IX). 
Quantitatively, the metabolization level was the same for both species. For instance, for 5µM 
B(a)P incubated with skin microsomes, 0.083 nmoles and 0.074 nmoles of B(a)P metabolites 
were formed in incubations from human and pig samples, respectively. 
 
3.2. B(a)P metabolites structural characterization 
 
Following radio-HPLC profiling, pig liver microsomes incubations were analyzed by HPLC-
MS/MS using NI-ESI and PI-APCI as the ionization modes (Table 2). Three groups of peaks 
which retention times were similar to that of metabolites produced by the ex vivo pig ear short-
term cultures (groups VI, VII and IX) were studied. Mass spectrometry analyses demonstrated 
that the metabolites detected in liver microsomes incubations corresponded to the oxidated B(a)P 
metabolites already identified in skin short term cultures. The peaks observed between 28 and 32 
min (group VI) were characterized as B(a)P-diols. Peaks VII (33 and 36 min) comprised different 
B(a)P catechols, as demonstrated by MS spectra comparison with the culture media metabolites 
from short term culture. Metabolites eluted between 40 and 45 min (group IX), were identified as 
B(a)P-OH metabolites with identical retention times compared to B(a)P-OH metabolites 
produced by skin short term cultures. 
For human liver microsomes incubations, the three groups of peaks detected by radio-HPLC 
displayed similar retention times compared with the metabolites produced by pig liver 
microsomes incubations (groups VI, VII and IX). MS spectra comparison with the corresponding 
standards spectra led to the conclusion that these metabolites corresponded to B(a)P-diols, B(a)P-
catechol and B(a)P-OH products, respectively. 
Due to the low quantity of B(a)P metabolites formed by pig skin and human skin microsomes 
incubations, their identification was based only on HPLC/UV retention time comparison with 
standard metabolites. For both species, the two groups of metabolites detected by radio-HPLC 
had respective retention times which were similar to that of metabolites produced by the ex vivo 
pig ear skin model, namely B(a)P-catechol and B(a)P-OH products, respectively. 
 
3.3. Metabolism of B(a)P by liver and skin microsomes, quantitative analysis  
 
For pig liver microsomes, metabolites formation rates were investigated over a 1-60µM substrate 
concentration range. B(a)P-OH species were the major metabolites produced by pig liver 
microsomes and represented 6.58 ± 0.93% of the radioactivity, for 20 µM B(a)P added to 
incubations. Formation of B(a)P metabolites, expressed as nmoles of metabolized B(a)P per mg 
of microsomal protein and per hour as a function of B(a)P concentration, is shown in Figure 7. 
B(a)P-OH enzymatic kinetic curves showed a saturation occurring around 20µM of B(a)P. B(a)P-
OH formation curves followed Michaelis-Menten kinetics, with Km and Vm values of 4.132 ± 
0.351 nmol/mg/h and 61.77 ± 8.72 µM, respectively. The formation rates of B(a)P-catechols and 
B(a)P-diols were much lower than that of B(a)P-OH, not permitting to calculate kinetic 
constants. 
 
Human liver and skin microsomes were incubated with two B(a)P concentrations (1 and 5µM). 
At the highest concentration, the major metabolite formed was B(a)P-OH for both species. In 
human as well as in pig, B(a)P overall metabolization rate was lower in skin microsomes 
compared to liver microsomes incubations. For example, 0.50 ± 0.05 nmoles of B(a)P 
metabolites were formed in pig liver microsomal incubations while 0.07 ± 0.03 nmoles of B(a)P 
metabolites were formed when using pig skin microsomes. Roughly, the metabolization rate of 
B(a)P by skin microsomes was 6 times lower than when incubated with liver microsomes.  
 DISCUSSION 
 
 The ex vivo pig ear skin model could be a valuable alternative to animal experimentation 
and could help overcome the difficulties associated with human skin availability and 
reconstituted models accuracy for studying the fate of chemicals (Godin and Touitou, 2007). The 
absorption, diffusion and biotransformation capabilities (phase I and phase II metabolic 
activities) of the ex vivo pig skin model were investigated using B(a)P as a model compound. 
B(a)P is a polycyclic aromatic hydrocarbon (PAH) classified as a human carcinogen. It exerts its 
carcinogenic activity through the formation of metabolites able to react with endogenous macro 
molecules. B(a)P metabolism has been largely described in the literature and this molecule is an 
excellent model substrate for the characterization of the metabolic capabilities of in vitro systems. 
Using the model compound [14C]-7-ethoxycoumarin, we previously demonstrated that pig ear 
short term cultures could be efficiently used for the simultaneous study of the penetration and 
metabolism (oxidation and conjugation pathways) of soluble compounds (Jacques et al., 2010). 
This work showed that the pig ear skin model could be maintained metabolically active and 
structurally intact over 48 hours. However, the biotransformation capabilities of pig ear skin 
needed to be further documented using compounds undergoing a more complex metabolic fate. 
B(a)P was selected for these reasons and because it is a lipophilic molecule, whose penetration is 
highly dependent on its biotransformation (Kao et al., 1985). 
B(a)P percutaneous penetration has been extensively explored using different animals 
skin models, including hairless guinea pig, mouse, rat, as well as human skin (Bronaugh et al., 
1982; Ng et al., 1992; Moody et al., 1995). Extensive dermal absorption and metabolism of 
B(a)P was demonstrated in all these species (Kao et al., 1985; Bronaugh et al., 1989; Storm et 
al., 1990; Payan et al., 2009). However, the structural characterization of B(a)P metabolites 
formed by skin was not documented, and, because the hydroxylation sites of B(a)P could not be 
determined, it was not possible to draw hypothesis regarding the cytochrome P450 isoforms 
which could be involved in the hydroxylation processes actually expressed in the skin. 
 Using labeled B(a)P, the ex vivo skin model functions were characterized by the study of 
B(a)P diffusion (skin barrier function) and metabolites production (biotransformation 
capabilities). The skin barrier function of the pig ear skin model was maintained over 72 hours 
and over a large range of B(a)P doses (25 to 800 nmoles). The proportion of radioactivity 
diffusing into culture media was found to decrease with growing doses of B(a)P applied on the 
skin explants. Conversely, for the highest doses (200 to 800 nmoles), the main part of the applied 
radioactivity remained located at the skin surface. Consequently, the barrier effect of the ex vivo 
pig ear skin model was preserved over the whole duration of the experiment. This point was 
confirmed by control experiments using pig skin previously frozen for one month. In these 
experiments, B(a)P diffusion was negligible compared to fresh skin, irrespective of the duration 
of the experiment. Skin metabolism influences the diffusion of lipophilic compounds like B(a)P 
(Kao et al., 1985; Ng et al., 1992). In fresh skin, the major part of the radioactivity recovered in 
culture media corresponded to metabolites (>90%). The formation of metabolites increased with 
the concentration of B(a)P applied and reached saturation around 200 nmoles B(a)P. The curve 
was shown to follow Michaelis-Menten kinetics. The proportion of metabolites in culture media 
was therefore most likely representative of the maximum capacity of the skin to metabolize B(a)P 
following its percutaneous penetration. In comparison, the diffusion of B(a)P in previously frozen 
skin was very low irrespective of the B(a)P dose applied and the duration of the experiment. Only 
unmetabolized B(a)P was detected in culture media from frozen skin, B(a)P being too insoluble 
to be partitioned into culture media even if 4% of bovine serum albumin was added in culture 
media to facilitate the diffusion of lipophilic compounds (Bronaugh et al., 1989; Ng et al., 1992). 
Skin viability and the metabolic capabilities of skin models are the two key steps for converting 
B(a)P into metabolites that diffuse in culture media (Kao et al., 1985; Ng et al., 1992; Yourick et 
al., 2004). Our results confirm that viable tissue is an efficient barrier and skin metabolism is an 
important factor of diffusion of a lipophilic compound like B(a)P.  
 The functionality of phase II enzymes in skin was described by (Moss et al., 2000) using 
human and rat skin placed in diffusion cells and exposed to [3H]-Triclosan during 24h. In these 
conditions, the parent compound was shown to be converted to sulfate and glucuronide 
conjugates. Our study shows that glucuronosyl transferases and sulfotransferases are functional in 
the pig ear skin model since glucuronyl and sulfate conjugates were identified as the major 
compounds formed after application of B(a)P on the skin. This confirms previous studies with 7-
EC, which was converted into hydroxycoumarin and its glucuronide as well as sulfate conjugates 
(Jacques et al, 2010a). 
B(a)P was also metabolized into B(a)P-diols, B(a)P-tetrols, B(a)P-catechols, B(a)P-diones 
and B(a)P-OH isomers (Figure 8) (Jacques et al., 2010) demonstrating that oxidative enzymes are 
functional in our ex vivo skin model. In vivo as well as in vitro studies using cultured cells and 
sub-cellular fractions from different organs have demonstrated that cytochromes P450 1A1, 1A2 
and 1B1 are able to metabolize B(a)P into electrophilic species (Weston et al., 1982; Weston et 
al., 1983; Ng et al., 1992; Moody et al., 1995; Shimada and Guengerich, 2006; Smith et al., 
2007). For human skin, the CYP1A1 protein is located in the epidermis, in contrast to most 
others CYPs which are mostly located in the basal cells (Katiyar et al., 2000; Oesch et al., 2007). 
CYP1A2 is known to metabolize B(a)P less efficiently than CYP1A1 and CYP1B1 but much 
better than others human CYPs (Schober et al., 2006). 
The efficiency of the pig ear skin to oxidize B(a)P was compared with data obtained using 
skin and hepatic microsomes from pig and human. With respect to skin microsomes, the 
metabolization rates observed in humans and pigs were in the same range, and a similar 
metabolic pattern was observed suggesting a comparable expression level of phase I enzymes in 
both species. These results are in accordance with studies from Barbero and Frasch (2009) and 
Beydon et al (2009) comparing pig and human permeation and metabolism for lipophilic 
compounds like di-n-butylphthalate and showing that the same enzymatic material is functional 
in pig and human skin. The metabolic rate of B(a)P incubated with skin microsomes was 6 times 
lower than with pig liver microsomes. Based on the literature, the overall activity of the 
biotransformation enzymes in the skin is considered to represent less than 10% of liver enzymatic 
activities (Smith and Hotchkiss, 2001). However, although the basal activities may be relatively 
low, if the surface area of the skin exposed to the contaminant is very large, the metabolism in the 
skin is likely to provide a substantive contribution to the overall metabolism of the compound 
following dermal exposure (Hotchkiss, 1998; Bronaugh, 2004). For these reasons, it is important 
to determine the biotransformation of xenobiotics at the level of the skin. 
 
Our results demonstrate that both phase I and phase II activities are maintained in the pig 
ear skin ex vivo model. Moreover, they show that skin metabolism plays a major role in 
enhancing the diffusion of metabolites into the culture media. Thus, not only the metabolic 
activities expressed in the skin may modulate the biological activity of the parent compound, but 
they also greatly condition its penetration. The present work leads to the conclusion that the pig 
ear skin model can be used to efficiently study the metabolization of highly hydrophobic 
compounds by the skin. 
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Figures et tables 
 
 B(a)P applied dose (nmoles) 
 25 50 100 200 400 600 800 
Skin surface 2.2 ± 0.1 2.3 ± 1.6 4.4 ± 3.3 14.3 ± 7.8 21.7 ± 6.3 21.7 ± 3.8 35.7 ± 2.2 
Skin 12.3 ± 3.6 21.1 ± 2.8 35.6 ± 15.2 27.0 ± 6.1 29.0 ± 8.7 32.7 ± 7.7 25.0 ± 9.6 
Extract 7.7 ± 3.1 11.8 ± 2.7 26.0 ± 13.1 18.9 ± 3.7 20.5 ± 8.3 21.8 ± 6.2 14.9 ± 3.8 
Pellet 4.6 ± 0.5 9.2 ± 2.9 9.6 ± 2.1 8.1 ± 2.3 8.6 ± 4.9 10.9 ± 1.7 10.1 ± 5.7 
Culture media 84.5 ± 1.4 70.2 ± 3.6 46.3 ± 12.4 29.8 ± 1.2 14.5 ± 5.7 11.9 ± 5.3 10.9 ± 6.3 
Culture insert 2.0 ± 0.1 3.1 ± 1.5 4.7 ± 0.9 12.2 ± 8.6 4.8 ± 3.9 8.5 ± 2.7 7.7 ± 6.3 
Well washing 3.0 ± 0.5 3.1 ± 0.1 2.6 ± 0.6 1.8 ± 0.1 2.0 ± 0.7 1.6 ± 0.1 1.0 ± 0.7 
TOTAL 104.0 ± 2.4 99.7 ± 3.0 93.6 ± 5.4 85.0 ± 19.0 72.0 ± 12.2 76.4 ± 3.8 80.4 ± 5.0 
 
 
Table 1: Radioactivity distribution in media, skin and washing solutions, 72 h after the beginning 
of the experiment, see M&M section for extracts and pellets preparation. Results expression : % 
of the recovered dose (mean ± SD, n=3). 
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FIG.1 Cumulated diffusion of B(a)P and its metabolites in culture media as a function of the 
incubation time for different B(a)P applied doses. Data are cumulative values and are expressed 
in nmol/cm² (mean ± SD, n=3). 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.2.a Typical radio-chromatographic profile obtained following the analysis of a culture 
medium of pig ear skin explants exposed to 14C-B(a)P (50 nmoles, 72 hours). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 2.b Typical radio-chromatographic profile obtained following the analysis of a skin extract 
of pig ear skin explants exposed to 14C-B(a)P (50 nmoles, 72 hours). 
0 5 10 15 20 25 30 35 40 45 50 55 60 65 70
I
II
III
IV
V
VI
VII
VIII
IX
B(a)P
1100
1000
900
800
700
600
D
PM
500
400
300
200
100
0
0 5 10 15 20 25 30 35 40 45 50 55 60 65 70
Time (min)
D
PM
0 10 20 30 40 50 60 70
IV
V
IX
B(a)P
I
III
5 1 15 25 35 45 55 65
Time (min)
400
D
PM
500
600
700
300
200
100
0
II
VII
VI
D
PM
 Table 2. Identification of metabolites by HPLC-MS/MS. 
Peak 
No. 
RT 
(min) 
Ionization 
mode 
Selected 
ion 
MS/MS ions 
m/z (%intensity) Identification 
Culture 
media 
Skin 
extracts 
Pig Liver 
Microsomes 
I 17-21 NI-ESI 365 365 (35), 347 (12), 285 (100) B(a)P-diol-SO3H + + - 
II 22.7 NI-ESI 319 319 (25), 301 (25), 283 (100), 257 (5) 
B(a)P-7,8,9,10-
tetrola + + + 
III 21-27 NI-ESI 461 461 (80), 267 (85), 193 (100), 175 (30) B(a)P-diol-GlcA + + - 
IV 28.0 NI-ESI 443 443 (20), 267 (60), 175 (100) B(a)P-OGlcA + + - 
V 31.3 NI-ESI 347 347 (5), 267 (100) B(a)P-OSO3H + + - 
VI 32.5 PI-APCI 269 
269 (100), 251 
(10), 241 (30), 227 
(2) 
B(a)P-4,5-diola + + + 
VII 33-36 NI-ESI 283 283 (5), 265 (100), 221 (40) B(a)P-catechol
b
 + + + 
VIII 39.5 PI-APCI 283 283 (100), 265 (20), 255 (95) B(a)P-3,6-dione
a
 + - + 
40.9 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-OH 
41.8 NI-ESI 267 267 (100) B(a)P-OH 
43.9 NI-ESI 267 267 (100) 
B(a)P-8-OHa 
B(a)P-9-OHa 
(1/1) 
IX 
44.6 NI-ESI 267 267 (100) 
B(a)P-3-OHa 
B(a)P-7-OHa 
(2/1) 
+ + + 
 
a
 Identified using reference material 
b
 Confirmed by HRMS 
 Table 3. Summary of 1H NMR resonances of hydrolysis products of peak(IV) and peak(V).a 
 
Compound Chemical shift  (ppm)  
B(a)P-3-OH H-1 : 8.09 (d, J=8.4 Hz) 
H-2 : 7.53 (d, J=8.4 Hz) 
H-3 : --- 
H-4 : 7.90 (d, J=9.0 Hz) 
H-5 : 8.24 (d, J=9.0 Hz) 
H-6 : 8.40 (s) 
H-7 : 8.24 (d, J=8.2 Hz) 
H-8 : 7.73 (t, J=8.2 Hz) 
H-9 : 7.76 (t, J=8.2 Hz) 
H-10 : 9.03 (d, J=8.2 Hz) 
H-11 : 8.88 (d, J=9.0 Hz) 
H-12 : 8.21 (d, J=9.0 Hz) 
B(a)P-9-OH H-1 : 8.18 (d, J=8.5 Hz) 
H-2 : 7.96 (t, J=8.5 Hz) 
H-3 : 8.04 (d, J=8.5 Hz) 
H-4 : 7.84 (d, J=9.0 Hz) 
H-5 : 7.92 (d, J=9.0 Hz) 
H-6 : 8.46 (s) 
H-7 : 8.18 (d, J=8.5 Hz) 
H-8 : 7.38 (dd, J=8.5 and 2.0 
Hz) 
H-9 : --- 
H-10 : 8.31 (d, J=2.0 Hz) 
H-11 : 8.92 (d, J=9.0 Hz) 
H-12 : 8.27 (d, J=9.0 Hz) 
aChemical shifts (ppm) are relative to CD3OD (, 3.31 and 4.87). Multiplicity of signals are 
indicated in italics : s=singlet, d=doublet, t=triplet, and m=multiplet. Values in parentheses are 
1H-1H splittings (Hz) in cases where these are clearly resolved. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
FIG.3. Percentage of B(a)P and B(a)P metabolites present in culture media and skin after 72 h of 
incubation using fresh vs frozen skin explants. Values are expressed as percent of the B(a)P 
applied dose and are mean ± SD, n=3. 
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FIG.4. production rates of B(a)P metabolites in culture media at 72 h, as a function of the B(a)P 
applied dose. Data are expressed as nmol/hr (mean ± SD, n=3). 
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 Fig. 5.a Typical radio-chromatographic profile obtained with 1µM of B(a)P incubated with pig 
liver microsomes (1 hour, 2mg of proteins). 
 
 
Fig. 5.b Typical radio-chromatographic profile obtained with 1µM of B(a)P incubated with male 
human liver microsomes (1 hour, 2mg of proteins). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 6.a Typical radio-chromatographic profile obtained with 1µM of B(a)P incubated with pig 
ear skin microsomes (1 hour, 2mg of proteins). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.6.b Typical radio-chromatographic profile obtained with 5µM of B(a)P incubated with 
human skin microsomes (1 hour, 2mg of proteins). 
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FIG.7. B(a)P metabolites produced by pig liver microsomes, as a function of the B(a)P 
concentration incubated. Data are expressed as nmol/mg microsomal protein/h (mean ± SD, n=3). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
FIG.8. Proposed metabolic pathways of B(a)P in pig ear skin short-term culture model (bold 
characters correspond to metabolites identified in the study). 
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IV. Etude du Bisphénol A 
 
Très peu de données sont disponibles dans la littérature en ce qui concerne le passage et la 
biotransformation du BPA au niveau cutané, alors que plusieurs spécialites de ce composé 
formulent l’hypothèse que la voie cutanée pourrait contribuer de manière substantielle à 
l’exposition de l’homme au BPA. 
Les données existantes concernent le métabolisme hépatique du BPA après exposition par 
voie orale. Le BPA est majoritairement métabolisé par les enzymes de phase II en conjugués à 
l’acide glucuronide et au sulfate. Cependant, la biotransformation du BPA peut être plus 
complexe avec formation de diconjugués méthylés et/ou déshydratés ainsi que des métabolites 
hydroxylés dont des catéchols (Zalko et al., 2003) (Figure 34). 
Une étude sur l’absorption percutanée du BPA sur mamelles isolées perfusées de bovin 
provenant d’abattoir (utilisées comme modèle de peau humaine) a montré que le BPA pénétrait à 
travers la peau par le biais du système capillaire (Kietzmann et al., 1999). Les résultats 
disponibles dans la littérature en ce qui concerne le passage transcutané du BPA sont disparates. 
Une étude plus récente réalisée avec des explants de peau de porc préalablement congelés fait état 
d’une pénétration faible du BPA dans la peau, seulement 11,4% de la dose déposée étant 
retrouvée dans la peau après 10 heures d’incubation (Kaddar et al., 2008). Une autre étude de 
passage transcutané effectuée sur des explants de peau humaine congelés, montre des taux de 
passage transcutané plus élevés (Morck et al.). Environ un tiers de la dose de BPA déposée à la 
surface de la peau est retrouvée dans les milieux récepteurs et la peau elle-même, après 48 heures 
d’incubation. Aucune étude sur le métabolisme du BPA sur explants cutanés viables n’a été 
publiée.  
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Figure 34: Schéma de métabolisation du bisphénol A (Jaeg et al., 2004; Bursztyka et al., 
2008) 
 
A la vue de ces données, il est important d’évaluer le passage percutané du BPA après 
application topique sur des explants de peau viables et d’identifier ses produits de 
biotransformation. Dans un premier temps, le devenir du bisphénol A après application topique 
sur le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc a été étudié puis comparé à son devenir lors de 
l’utilisation d’explants de peau congelés (enzymes de phase I et de phase II inactives), afin 
d’évaluer l’influence du métabolisme sur la diffusion de ce composé. 
Dans un deuxième temps, des explants de peau humaine commercialisés par Biopredic 
(Rennes, France) ont été utilisés pour comparer avec le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc, 
étape indispensable dans le processus de validation de notre modèle de peau d’oreille de porc. 
Ces études ont fait l’objet d’une publication soumise dans Chemosphere (Article 5). 
J’ai également essayé de mieux comprendre l’influence du délai de transport des 
échantillons de peau, sur les résultats obtenus. 
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1. Etude de la diffusion et du métabolisme du bisphénol A dans le modèle de 
peau d’oreille de porc en comparaison avec des explants de peau humaine. 
 
a. Présentation de l’étude (Article 5) 
 
La diffusion et la métabolisation du BPA par les explants de peau d’oreille de porc ont été 
étudiés à différentes doses de BPA radiomarqué (8 333 Bq) mélangé avec du BPA non marqué 
(50, 100, 200, 400 et 800 nmoles). Les temps d’incubation ont été sélectionnés en fonction des 
données de la littérature et des propriétés physico-chimiques du BPA. 
La même étude a été effectuée sur des explants de peau d’oreille de porc préalablement 
congelés à -20°C pour l’inactivation des enzymes de biotransformation de phase I et de phase II, 
avec trois doses de BPA (50, 200 et 800 nmoles). 
Dans le but de valider le modèle de peau d’oreille de porc, une étude a été effectuée sur 
des explants de peau humaine issus d’abdominoplasties. Compte tenu de la difficulté 
d’approvisionnement en explants humains, une seule dose de BPA a été testée sur ce type 
d’explant (50 nmoles, 8 333 Bq). 
 Dans toutes les expérimentations, un bilan de la répartition de la radioactivité a été 
effectué et les cinétiques de diffusion et de métabolisation ont été déterminées à différents temps. 
 
b. Résultats 
 
Tous les résultats sont détaillés dans l’article 5. Lors de l’étude du BPA avec le modèle de 
peau d’oreille de porc, la majeure partie de la radioactivité est retrouvée dans les milieux 
récepteurs. Elle représente selon les doses de BPA appliquées de 53,0 ± 3,7 à 65,3 ± 8,2%. 
Comme pour la 7-éthoxycoumarine et la testostérone, la quasi-totalité du BPA déposé pénètre 
dans la peau quelle que soit la dose déposée, moins de 1% de la dose étant retrouvée à la surface 
des explants. 
L’étude supplémentaire sur explants de peau d’oreille de porc congelés (enzymes de phase 
I et de phase II inactives) montre que, quelle que soit la dose de BPA appliquée sur la peau, la 
diffusion du BPA à travers la peau d’oreille de porc est identique. Pour 50 nmoles de BPA 
déposée sur l’explant, 65 ± 7,9% de la dose déposée est retrouvée dans le milieu récepteur avec 
des explants de peau viable et 58,1 ± 6,3% avec des explants de peau congelée. Cette molécule 
ayant un log Kow de 3.2, elle diffuse facilement à travers la peau et n’est pas stockée au niveau de 
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l’épiderme, même si elle n’est pas métabolisée. Le métabolisme n’influence pas sa pénétration 
dans l’épiderme. 
En ce qui concerne la répartition de la radioactivité, aucune différence significative n’a été 
observée lors de l’étude du BPA avec des explants de peau humaine et des explants de peau 
d’oreille de porc. La quantité de radioactivité (BPA et métabolites) ayant diffusé dans le milieu 
récepteur est du même ordre de grandeur avec les explants de peau humaine et les explants de 
peau d’oreille de porc, 45.6 ± 6.2% and 65.3 ± 8.2% de la dose appliquée (50nmoles de BPA). 
Pour les deux espèces, moins de 3% de la radioactivité déposée est retrouvée non absorbée 
(quantité de radioactivité retrouvée à la surface de l’explant). Ces résultats montrent que l’effet 
barrière de la peau d’oreille de porc est proche de celle de la peau humaine. Les milieux 
récepteurs et les explants de peau ont ensuite été analysés en radio-HPLC, pour étudier le 
métabolisme du BPA. Après 72 heures d’incubation, plus de 85% de la radioactivité retrouvée 
dans les milieux récepteurs des explants de peau d’oreille de porc correspondait à des 
métabolites. Deux métabolites formés par les enzymes de phase II ont été identifiés dans les 
milieux de culture et les explants de peau d’oreille de porc : le BPA conjugué à l’acide 
glucuronique et, dans une moindre mesure, le BPA conjugué au sulfate. Les mêmes métabolites 
ont été détectés dans les explants de peau humaine et les milieux récepteurs correspondants. 
Cependant, la quantité de métabolites produits est plus faible avec la peau humaine qu’avec la 
peau d’oreille de porc. Par exemple, après 72 heures d’incubation, 86,5 ± 6.7% de la radioactivité 
retrouvée dans le milieu récepteur correspondait à des métabolites avec les explants de peau 
d’oreille de porc, et seulement 39,3 ± 7,8% avec les explants de peau humaine. 
 
c. Discussion 
 
L’étude du métabolisme du BPA a permis de confirmer les qualités du modèle ex vivo de 
peau d’oreille de porc pour des études de toxicologie. L’effet barrière de la peau d’oreille de porc 
semble très proche de celui de la peau humaine. De plus, les mêmes voies de biotransformation 
du BPA sont impliquées dans la peau du porc et celle de l’homme : glucuronidation et sulfatation. 
Les transférases sont fonctionnelles dans la peau même si les familles impliquées dans le 
métabolisme du BPA n’ont pas été identifiées dans nos études. Les travaux de Nishiyama et al et 
de Hanioka et al ont montré que les UGT 2B15, 1A1, 1A3, 1A9, 2B4, 2B7 ainsi que SULT1A1 
étaient impliquées dans le métabolisme hépatique du BPA (Nishiyama et al., 2002; Hanioka et 
al., 2008). Les données de la littérature sur la peau humaine indiquent la présence des UGT 2B15, 
2B7, 2B4, 1A1, 1A3 et SULT 1A1 (Luu-The et al., 2009; Svensson, 2009). 
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Des taux de métabolisation plus faibles qu’avec la peau de porc ont été obtenus avec les 
explants de peau humaine provenant de chez Biopredic (Rennes), avec un délai de livraison 
variant entre 36 et 48 heures. Les études préliminaires effectuées sur les explants de peau 
d’oreilles de porc ont montré que le délai entre le prélèvement des oreilles et l’arrivée au 
laboratoire influait de manière considérable sur la fonctionnalité des enzymes de phase I, et, dans 
une moindre mesure sur celle des enzymes de phase II. La différence de métabolisation constatée 
entre la peau d’oreille de porc et la peau humaine peut être en partie expliquée par le délai de 
transport.  
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ABSTRACT 
 
Background: skin contact has been hypothesized to contribute to human exposure to bisphenol A 
(BPA). 
Objectives: to examine the diffusion and metabolism of BPA using viable skin models: human 
skin explants and pig ear short-term cultures, an alternative model for the study of xenobiotics 
fate following contact exposure.  
Methods: radio-labeled BPA [50-800 nmol] was deposed on the surface of skin models. 
Radioactivity distribution was measured in all skin compartments and in the diffusion cells of 
static cells diffusion systems. BPA and metabolites were further quantified by radio-HPLC. 
Results: BPA was efficiently absorbed in short-term cultures, with no major difference between 
the various models used in the study [viable pig ear skin: 65%; viable human explants: 46%; non 
viable (previously frozen) pig skin: 58%]. BPA was extensively metabolized in viable systems 
only. Major BPA metabolites produced by the skin were BPA mono-glucuronide and BPA mono-
sulfate, accounting together for 73% and 27% of the dose, in pig and human, respectively. 
Conclusions: experiments with viable skin models unequivocally demonstrate that BPA is readily 
absorbed and metabolized by the skin. The trans-dermal route is expected to contribute to BPA 
exposure in human, when direct contact with BPA (free monomer) occurs. Therefore, contact 
with BPA should be avoided as much as possible, with concerns regarding thermal papers that 
can contain a heavy load of free BPA, and BPA manufactures, where skin protection should be 
used by workers. 
 
INTRODUCTION 
 
Bisphenol A (BPA) is widely employed to produce polycarbonate plastics (bottles and various 
food containers) as well as epoxy resins used as cans internal lacquer. Residual (unreacted) 
monomers of BPA, but also free BPA released by these polymers under certain pH conditions or 
during micro-wave heating (Lim et al. 2009) can migrate into beverages and foods (Brotons et al. 
1995; Kubwabo et al. 2009), partly explaining human exposure. Food contamination can also 
occur along the food chain, due to the very large amounts of BPA-based products manufactured, 
which result in its presence in the environment. Over the last decade, BPA has attracted a large 
interest because it is a model xeno-estrogen able to trigger reproductive disorders in laboratory 
animals (Richter et al. 2007). Recently, it was also hypothesized that early exposure to BPA 
could play a role in the onset of obesity and other metabolic syndromes (Rubin and Soto 2009), 
and impact cognitive functions (Palanza et al. 2008). Although a large controversy regarding 
BPA is still under debate (vom Saal and Hughes 2005; Vandenberg et al. 2009; Bondesson et al. 
2009), the amount of evidence supporting low dose effects of BPA following perinatal exposure 
in animal models is increasing each year. Because human exposure to BPA has been clearly 
demonstrated (Vandenberg et al. 2010), and because animal (Zalko et al. 2003) as well as human 
studies (Schönfelder et al. 2002) have demonstrated the trans-placental passage of this chemical, 
human exposure to BPA and its possible effects have turned to be a critical issue in the field of 
endocrine disruption. 
 
According to risk assessment reports published recently (EFSA 2006; Chapin et al. 2008), in the 
general population, human exposure mostly occurs via residues contained in food or beverages. 
There is an ongoing controversy on whether the external exposure resulting from food 
contamination is really a good estimate for internal exposure, because of the discrepancy between 
blood concentration reported by several authors and exposure calculations. Based on PB-PK 
models, Mielke and Gundert-Remy (2009) noted that the blood concentration calculated for a 
dose of 0.9 g/kg/day, which is the highest daily intake estimated from 3509 biomonitoring 
samples, is several orders of magnitude lower than the values reported in the literature. 
Furthermore, Völkel et al. (2002) could not measure plasma concentration above the level of 
detection of 2.3 ng/ml after a single oral dose of 5 mg BPA, which is 5000 times higher than the 
external exposure estimated from biomonitoring data. Several hypotheses can be suggested to 
explain this inconsistency, among which the underestimation of exposure levels.  
 
Additional routes (inhalation and contact) could contribute to the overall human exposure to 
BPA. Data still lacks regarding these issues (Vandenberg et al. 2007), but the contribution of the 
inhalation route is likely limited in the case of BPA (Wilson et al. 2007; Geens et al. 2009; von 
Goetz et al. 2010), with the exception of specific occupational exposure situations, suggested by 
studies carried out in BPA manufacturing workplaces (He et al. 2009). Besides, large amounts of 
BPA are used in thermal papers of printers relying on the thermal transfer technology, in which 
BPA is often used as a color developer (Takahashi et al. 2002). This printing technique, mainly 
employed in lightweight printing devices, begun to be extensively used in the seventies, when the 
first mini-printers were made available. At that time, no one was aware of endocrine disruption 
issues, and the use of BPA was even documented to explain the techniques used in thermal 
printing (HP DIGEST). Over the years, the use of thermal printers has grown in importance (cash 
registers, credit card terminals). Nowadays, most people come in contact with thermal papers on 
daily bases. Not all thermal papers (but a large part) contain BPA. When it is the case, a powdery 
layer of BPA is used to coat one side of the paper. Under heat or pressure, BPA reacts with the 
thermal paper dye to produce a color-developing complex based on hydrogen bond interactions 
(Takahashi et al. 2002). Not only can this result in oral contamination (direct contact of unwashed 
hands with the mouth), but thermal papers are also a major source for the contamination of 
recycled papers (Gehring et al, 2004). 
 
Because of the extensive use of thermal papers and because large amounts of free BPA can be 
found in it, skin contact may contribute to the overall exposure of humans to BPA. It is therefore 
critical to examine if skin can absorb and/or metabolize BPA. The best way to do it is to use 
radio-labeled BPA, but this approach cannot be applied to in vivo studies in human. It is therefore 
necessary to use the most accurate skin models to address this issue, in accordance with 
international guidelines. We have developed an ex vivo alternative skin model, based on pig ear 
skins, which are easily obtainable from local slaughterhouses, to examine the fate and penetration 
of model toxicants. Pig ear skin short-term cultures, incubated in proper conditions using static 
diffusion cells, have been characterized as an efficient skin model, which expresses both phase I 
and phase II functional enzymatic activities and can be used over a duration of 72 hr with a good 
conservation of the skin barrier function (Jacques et al. 2010a, 2010b). In this study, we based on 
this model to examine the percutaneous absorption and biotransformation of BPA, using 14C-
BPA. We carried out the experiments using a range of BPA doses (50-800 nmol) deposed at the 
surface of skin explants, and quantified the residues in all compartments (skin’s surface, skin 
itself and diffusion cells). Similar experiments were conduced using pig frozen skin (control) and 
viable human dermal explants on which 50 nmol of BPA were deposed. Parent BPA and its 
metabolites were quantified by radio-HPLC. This is the first report of the absorption and 
metabolism of BPA in viable skin models. 
 MATERIAL AND METHODS 
 
Chemicals. Carbon labeled bisphenol A [14C-BPA], with a specific activity of 2.074 GBq/mmol 
was purchased from Amersham Biosciences (UK). Its radio-purity was >98.5% based on radio-
HPLC analysis. Unlabeled BPA (>99% purity) was purchased from Sigma-Aldrich (St-Quentin-
Fallavier, France). Other chemicals and solvents (analytical grade) were purchased from the 
following sources: bovine liver β-glucuronidase (type B1 1000 units/g solid), sulfatase from 
Aerobacter aerogenes (3.9 units/mg protein), ammonium acetate, sodium acetate, phosphate 
buffer and sodium hydroxide: Sigma-Aldrich; acetonitrile and ethyl acetate: Scharlau Chemie 
S.A. (Barcelona, Spain); ethanol and acetic acid: Merck (Briare-Le-Canal, France). Ultrapure 
water from Milli-Q system (Millipore, Saint-Quentin-en-Yvelines, France) was used for ex vivo 
experiments and HPLC mobile phase preparation.  
 
Pig ear skin short-term cultures. Skin organ culture was developed from ears of domestic pigs 
(Pietrain breed, 6-month old females) obtained from a local slaughterhouse. Ears were taken from 
the animals within 5 min after slaughtering and were kept at 4°C during the transport to the 
laboratory, which lasted a maximum of 2 hr. After cleaning and shaving, skins were immediately 
excised with a scalpel, then sectioned at a thickness of 500 µm using a Padgett dermatome 
(Michael’s France, Neuilly-sur-Seine, France) and punched into 28 mm diameter discs. The 
punch areas were free of structural changes such as scratches, erosions and scars, which would 
affect the diffusion and metabolism of BPA. 
For incubations, skin punches were seeded dermal side down in Transwell® inserts (23mm 
diameter, 8 µm pore size; Corning Life Sciences, Avon, France) in 6-well plate prefilled with 
1.5mL culture medium at 37°C in a 5% CO2 air incubator. Using such ex vivo organ culture 
system, explants are maintained at the air/liquid interface and dermal/epidermal feeding is 
achieved by the diffusion of nutriments across the insert. The culture medium was Dulbecco’s 
Eagle Modified Medium (DMEM) supplemented with L-Glutamine (0.584g/L), 
streptomycin/penicillin (100 µg/mL), fungizone (2.5 µg/mL), gentamycin (50 µg/mL), all from 
Sigma-Aldrich. 
14C-BPA (8333 Bq/sample) adjusted with unlabeled BPA to reach the required dose (50, 100, 
200, 400 and 800 nmol, corresponding to 2.75, 5.5, 11, 22 and 44 µg/cm², respectively) was 
applied in 60 µL ethanol/phosphate buffer 0.1M pH 7.4 (1:2, vol/vol) on the surface of skin. 
Culture media collected at 24, 48 and 72 hr (end of the experiment) were kept at –20°C until 
analysis. All incubations were carried out in triplicate. 
 
Control incubations. the influence of skin viability on percutaneous absorption was investigated 
by comparing BPA diffusion in fresh explants with the corresponding skin preparation which had 
previously been frozen, following Kao et al method (1985). Skin punches were stored at -20°C 
during 1 month. After this enzyme inactivation period, they were incubated in the same 
conditions as fresh skin punches, with 14C-BPA (8333 Bq/sample) adjusted with unlabeled BPA 
to reach the required dose (50, 200 and 800 nmol, corresponding to 2.75, 11 and 44 µg/cm², 
respectively) applied in 60 µL ethanol/phosphate buffer 0.1M pH 7.4 (1:2, vol/vol) on the surface 
of skin. Culture media collected at 24, 48 and 72 hr (end of the experiment) were kept at –20°C 
until analysis. All incubations were carried out in triplicate. 
 
Human skin explants. Human skin from the abdominal region of Caucasian female donors (36-
44 years old) with no skin diseases was obtained from surgery and supplied by Biopredic 
(Rennes, France). The samples were sectioned at a thickness of 500µm using a dermatome and 
punched into 28 mm diameter discs. Human skin punches were incubated in the same conditions 
as pig skin punches at 37°C under 5% CO2 with 50 nmol 14C-BPA (8333 Bq) applied on the skin 
in 60 µL ethanol/phosphate buffer 0.1M pH 7.4 (1:2, vol/vol). Culture media collected at 24, 48 
and 72 hr (end of the experiment) were kept at –20°C until analysis. All incubations were carried 
out in triplicate. 
 
Radioactivity measurements. At the end of the 72 hr experiment, media and skin were 
removed. Skin surfaces were washed twice with cotton swabs impregnated with ethanol/water 
(3:1, vol/vol). Cotton swabs were plunged in acetonitrile (2 mL) and placed in a sonicator for 20 
min. Tissue culture inserts were washed with 10 mL acetonitrile. After media removal, wells 
were washed twice with acetonitrile (1 mL). Radioactivity in culture media and washing 
solutions was determined by direct counting of aliquots on a Packard scintillation counter (Model 
tricarb 2200CA; Packard Instruments, Meriden, CT) using Packard Ultima Gold as the 
scintillation cocktail (Packard Instruments, Downer Grove, IL). Media were concentrated under 
nitrogen stream before radio-HPLC analyses. BPA and metabolites were extracted from skin 
samples after homogenization with a Polytron homogenizer (Kinematica AG, Lucern, 
Switzerland) in pH 7.4 phosphate buffer and centrifugation at 250 g for 10 min at 4°C. Then, a 
second extraction was carried out in the same conditions but using water saturated ethyl acetate. 
The organic and aqueous phases were separated and their radioactivity content was measured by 
direct counting of aliquots using the scintillation counter. Residual radioactivity remaining in the 
skin centrifugation pellets (non-extractable radioactivity) was determined by complete 
combustion using a Packard Oxidizer 306 (Packard Instruments), followed by 14CO2 
quantification on the Packard scintillation counter (scintillation cocktail: Packard Carbo-Sorb and 
Packard Permafluor E+, 14:7, vol/vol). For all vials, sample quenching was compensated by the 
use of quench curves and external standardization.  
Organic extracts were concentrated under vacuum before radio-HPLC analyses. Aqueous extracts 
were concentrated using 0.5 g OasisTM cartridges previously washed with 10 mL methanol and 
equilibrated with 10 mL sodium phosphate buffer 0.01M. Extracts were deposed on the 
cartdriges, which were washed with 10 mL sodium phosphate buffer 0.01M then eluted with 10 
mL methanol. Radioactivity in the different fractions was quantified and the methanol fraction 
was concentrated under vacuum before radio-HPLC analyses. 
 
Analytical procedure. The HPLC system consisted of a Spectra P1000 pump (Thermo 
Separation Products, Les Ulis, France) associated with a 250*4.6 mm, (5 µm) Zorbax Sb-C18 
column (Agilent, Interchim, Montluçon, France) protected by a Kromasil C18 guard precolumn 
(Interchim). Mobile phases were A: ammonium acetate buffer (20 mM, pH 3.5)/acetonitrile 
(95:5; vol/vol) and B: ammonium acetate buffer (20 mM, pH 3.5)/acetonitrile (10:90; vol/vol). 
The flow rate was 1 mL/min and the temperature was maintained at 30°C. A 5-step gradient was 
used as follows: 0-4 min 100% A; 4-6 min linear gradient from 100% A to A:B 85:15 vol/vol, 6-
16 min A:B 85:15 vol/vol; 16-18 min linear gradient from 15% B to 25% B; 18-28 min A:B 
75:25 vol/vol; 28-30 min linear gradient from 25% B to 30% B; 30-37 min A:B 70:30 vol/vol; 
37-39 min linear gradient from 30% B to 70% B; 39-50 min A:B 30:70 vol/vol; 50-52 min linear 
gradient leading to 100% B; 52-62 min 100% B. 14C-BPA and related metabolites separated by 
HPLC were monitored by on-line radioactivity detection using a Flo-one (A500, Radiomatic, La-
Queue-Lez-Yvelines, France) and Flo-scint II (Packard Instruments) as the scintillation cocktail. 
BPA and metabolites were quantified by integrating the area of the radio-chromatographic peaks.  
 
Metabolites characterization. BPA metabolites were characterized based on retention time 
comparison with authentic standards obtained from in vitro incubations with liver S9 fractions as 
previously described by us (Jaeg et al., 2004), confirmed by specific enzymatic hydrolysis assays 
on metabolites isolated as described in Zalko et al. (2003). For the confirmation of BPA 
glucuronide structure, 500 µL of collected fractions were added to 500 µL 0.2M sodium acetate 
buffer at pH 5 and were incubated with 150 IU β-glucuronidase during 3 hr at 37°C under gentle 
shaking. For the confirmation of BPA sulfate structure, collected fractions were incubated in 
0.01M Tris buffer at pH 7.4 with 2 IU arylsulfatase during 3 hr at 37°C under gentle shaking. The 
hydrolysis reaction was stopped by addition of methanol (1:3, vol/vol) and centrifugation at 8000 
g during 10 min at 4°C. The resulting supernatant was concentrated to 100µL under gentle 
nitrogen stream, dissolved in mobile phase A, and injected for radio-HPLC analyses. 
 
Statistical analysis. Comparisons between mean values were achieved using a Student test using 
Instat (Graph Pad software). Km and Vm values were determined by nonlinear regression analysis 
as indicated by Loft and Poulsen (1989). 
 
RESULTS 
 
Radioactivity recovery. Radioactivity levels were measured in culture media every 24 hr and at 
72 hr (end of the experiments) in all other compartments (skin, skin surface, wells and inserts 
washing solutions). In incubations carried out with fresh pig ear skins (50-800 nmol BPA), total 
radioactivity recovery ranged from 83.5 ± 4.1% to 87.7 ± 2.4%. Totals were not significantly 
different for incubations carried out with human skin explants (92.6 ± 5.8%, 50 nmol BPA) or 
with previously frozen pig skins explants (93 ± 1.3%, 85.3 ± 1.4 % and 91.3 ± 1.3%, for 50, 200 
and 800 nmol of BPA applied). 
 
14C-BPA distribution in pig skin short-term cultures. For 72 hr incubations carried out with 
fresh pig ear skin, the major part of the radioactivity was located in culture media (Figure 1a), 
with values ranging from 65.3 ± 8.2% (50 nmol BPA) to 53 ± 3.7% (800 nmol BPA). The skin 
itself contained between 20.8 ± 7.1% (50 nmol BPA) and 31.9 ± 5.7% (800 nmol BPA) of the 
deposed radioactivity. The repartition of the radioactivity seemed to be slightly different for the 
800 nmol BPA dose, compared to lower doses, but this tendency was not significant. Whatever 
the BPA dose, less than 1% of the deposed radioactivity remained unabsorbed at 72 hr, and was 
consequently recovered on the surface of skin explants. Only residual radioactivity amounts 
(below 1.5%) were recovered on the inserts and culture wells. 
 
Comparative 14C-BPA diffusion in pig and human skin. For the ex vivo pig ear skin model, no 
significant difference in the repartition of the radioactivity was observed between fresh versus 
previously frozen skin explants, respectively, for the 50 nmol BPA dose (Figure 1b), nor for 
higher doses of BPA deposed on explants (200 and 800 nmol, data not shown). For frozen skin, 
less than 3% of the applied radioactivity was recovered on the skin surface. The skin itself 
contained 28.8 ± 8.3% of the deposed radioactivity, with a very low proportion of non extractable 
(14C bound to the extraction pellet) radioactivity: 0.4 ± 0.1%. Most of the radioactivity was 
located in culture media (58.1 ± 3.6%). Residual radioactivity amounts recovered in inserts and 
culture wells were below 3.2% of the applied dose. For human skin explants exposed to 50 nmol 
BPA, the percentage of radioactivity recovered at the surface of the skin (2.5 ± 0.8%) was in the 
same range as observed for incubations carried out with pig ear skin explants. Human skin itself 
was found to contain 41.5 ± 10.8% of the deposed radioactivity, which was not significantly 
higher than the values calculated for the corresponding incubations with pig skin explants. As 
well, the diffusion of radioactivity (BPA and metabolites) through the skin and into culture 
media, was not significantly different for incubations carried out with viable human or pig skin 
explants (45.6 ± 6.2% and 65.3 ± 8.2% of the 50 nmol BPA dose deposed, respectively). 
 
BPA biotransformation by pig and human skin explants. Radio-HPLC analyses were carried 
out for all culture media 24, 48 and 72 hr after BPA application, and, for skin extracts, at 72 hr. 
When using previously frozen pig skin explants, only parent BPA was recovered in media 
whatever the dose (data not shown), demonstrating the diffusion of BPA even in the absence of 
functional metabolism. Representative radio-chromatograms of culture media are displayed in 
Figure 2 for incubations of BPA with human and pig viable skin explants. In our HPLC system, 
the retention time of BPA was 42.3 min and two metabolites eluting before parent BPA were 
detected. Retention time comparisons with authentic standards and confirmation by specific 
enzymatic hydrolysis assays with β-glucuronidase and sulfatase allowed to identify these peaks 
as two BPA conjugates, namely BPA-glucuronide (peak I) and BPA-sulfate (peak II). 
Qualitatively, similar profiles were obtained after 24, 48 and 72 hr of incubation. 
Pig and human skin explants were able to metabolize BPA over 72 hr. The same conjugated 
metabolites were detected in incubations with pig and human skin explants, though the overall 
proportion of metabolized BPA was lower for human skin. For instance, at 72 hr and 50 nmol 
BPA deposed on the explants, 86.5 ± 6.8% and 39.3 ± 7.9% of the radioactivity was recovered as 
metabolites, for incubations carried out using pig ear skin and human skin, respectively. In 
comparison, in the corresponding skin extracts, only 10.2 ± 0.2% and 12.2 ± 3.4% of the radio-
chromatographic profiles corresponded to metabolites, respectively. The percentage of 
metabolites in skin itself never exceeded 14.2 ± 2.3% (pig fresh skin explants, 800 nmol BPA, 72 
hr). 
 
Kinetic data 
Following radio-HPLC separation, metabolites were quantified by integrating the area of the 
radio-chromatographic peaks. The respective amounts (nmol) of BPA-glucuronide and BPA 
sulfate produced by pig ear skin and human skin explants 24, 48 and 72 hr after the beginning of 
the incubations are displayed in Figure 3 for the 50 nmol BPA dose. For pig skin (Figure 3a), the 
major metabolite detected in culture media was BPA-glucuronide. The amount of BPA-
glucuronide formed, corresponding to 7.15 ± 1.73, 15.83 ± 2.77 and 30.4 ± 3.3 nmol at 24, 48 
and 72 hr, respectively, gradually increased with the incubation time up to the end of the 
experiment. Only low amounts of BPA-sulfate were formed by pig explants (always less than 1.5 
nmol). BPA overall conjugation rate was lower in human skin explants (Figure 3b), but in this 
case, equal amounts of BPA-glucuronide and BPA-sulfate were formed. Again, the quantity of 
both metabolites increased with the incubation time, indicating that conjugation enzymes were 
still functional after 72 hr of incubation. At the end of the experiments, 3.64 ± 0.09 nmol of BPA-
glucuronide, and 3.26 ± 0.49 nmol of BPA-sulfate had been formed by human skin explants 
exposed to 50 nmol BPA. 
For the pig ear skin model, the formation rates of BPA metabolites in media were expressed in 
nmol/hr and were plotted as a function of the BPA dose (Figure 4). BPA-glucuronide formation 
increased with the BPA dose applied on the explants, with enzymatic kinetic curve showing a 
beginning of saturation around 200 nmol. Full saturation was not reached, but the formation of 
both metabolites followed Michaelis-Menten kinetics. The apparent Km and Vm values were 
calculated based on receptor fluid BPA concentration. Km and Vm values were 197.6 ± 44.7 µM 
and 16.77 ± 2.02 nmol/hr for BPA-glucuronide (Figure 4), and 73.6 ± 35.9 µM and 0.3 ± 0.05 
nmol/hr for BPA-sulfate.  
 
DISCUSSION 
 
 The hypothesis that skin contact could contribute to the human exposure to BPA 
has been repeatedly brought up and debated during recent international conferences on endocrine 
disruptors. It relies, among others, on the fact that BPA residues are known to be present in many 
manufactured goods and specific papers of daily use. In vitro skin models now enable a better 
understanding of the many functions of the skin, and it is well established that this very large 
tissue does not solely act as a physical barrier. Because it is difficult to evaluate skin metabolism 
based solely on in vivo experiments, ex vivo and/or in vitro models are now being developed, 
with the aim to better characterize the biotransformation capabilities of the skin, as well as 
percutaneous diffusion dynamics. Regarding endocrine disrupters, the case of thermal papers 
containing BPA deserves a specific attention, since many are heavily loaded with BPA. Unlike in 
plastics and epoxy resins, BPA is present in these papers primarily as a free monomer, and is 
therefore directly available for skin uptake. 
To date, the fate of BPA at the level of the skin has only been examined in three studies. 
One was carried out using deuterium-labeled BPA on isolated perfused bovine udders 
(Kietzmann et al. 1999), a model which is poorly representative of human skin and that is not 
recommended by current guidelines for dermal absorption studies. The two others were carried 
out with 14C-BPA, but non-viable (e.g. previously frozen) skin models from pig (Kaddar et al. 
2008) and human (Mørck et al. 2010). Excised human skin is the most relevant choice for the 
study of the penetration and biotransformation of xenobiotics. However, samples are often not 
timely available and only in limited amount. As well, a large variability is observed due to 
gender, age, or ethnic differences, and depending on the site of the body where the skin has been 
taken from (Bronaugh et al. 1982; Vallet et al. 2007). Several reconstructed human skin models 
have been developed, but one of their main limits is their weak barrier function (Netzlaff et al. 
2005), which can lead to an overestimation of diffusion and biotransformation rates (van de 
Sandt et al. 2000). 
 
We examined the fate of BPA in an alternative ex vivo model (viable pig ear skin short-
term cultures) and compared the results with incubations carried out with commercially available 
human skin explants, and with non-viable (previously frozen) pig ear skin. The histological and 
biochemical properties of porcine skin have been repeatedly shown to be close to that of human 
skin (Gray and Yardley 1982; Wester et al. 1989; Jacobi et al. 2007). In addition, the thickness of 
both the stratum corneum and the epidermis of pig ear skin and human skin are very close. We 
recently documented the absorption, diffusion and biotransformation capabilities of pig ear short-
term cultures, using 7-ethoxy-coumarin and benzo(a)pyrene as model compounds. This ex vivo 
skin model could be efficiently used for the simultaneous study of the penetration and 
metabolism (both oxidation and conjugation pathways) of water soluble as well as more 
lipophilic compounds (Jacques et al. 2010a, 2010b). 
 
Fresh pig ear skin short-term cultures were exposed to a large range of BPA 
concentrations. We characterized 14C-BPA diffusion (skin barrier function) as well as metabolites 
production. The proportion of radioactivity diffusing into culture media (trans-dermal passage) 
was in the 50-60% range, most of which being associated with BPA-glucuronide (ca. 90%). Skin 
contained 20-30% of the radioactivity deposed on explants, whatever the BPA dose, but a much 
lower proportion of metabolites (ca. 10%).  These results, and the fact that metabolic capabilities 
were conserved over 72 hr, clearly demonstrated that the barrier effect of the ex vivo pig ear skin 
model was preserved all over the duration of the experiment. 
The percentage of radioactivity reaching culture media was not found to be significantly 
different in control (previously frozen) pig ear skin (58.1 ± 3.6%), nor when BPA was deposed 
on human skin explants (45.4 ± 6.18%). All these values are well above those determined by 
Kaddar et al. (2008), using pig skin incubation over a maximum duration of 10 hr. In these 
experiments, radioactivity recovery in the receptor fluid and in the dermis did not exceed 0.7% 
and 8.8% of the radioactivity applied on skin, respectively. Our values are also above those 
reported by Mørck and co-workers (2010) using human skin over a duration of 48 hr with 17.5 
mmol of BPA deposed at the surface of explants. In this study, the percentage of radioactivity 
recovered in the epidermis, the dermis and the diffusion cells were 7.4, 17 and 13%, respectively, 
but no data was provided about skin explants surface and therefore, about the BPA concentration 
used. Previously frozen skin was employed in both these studies, which very likely explains the 
low trans-dermal passage rates observed. In 2003, the European Union has reviewed unpublished 
data from a human dermal absorption study, estimating that the bioavailability of BPA applied on 
skin was around 10%. Again, our results suggest that such value could be largely underestimated. 
In fresh pig skin short-term cultures, the major part of the radioactivity recovered in 
culture media corresponded to metabolites. In contrast, when previously frozen pig skins were 
used, only parent BPA was present in media, due, as expected, to the inactivation of 
biotransformation enzymes during storage. Human skin explants were shown to metabolize BPA, 
but to a lower extent than viable pig skin. Human skin also metabolized BPA via phase II 
reactions, with the production of the same conjugates. But in human, BPA-sulfate and BPA-
glucuronide were formed in equal amounts. No comparison could be established with previous 
studies, in which metabolism was not addressed. However, since the systems used in these 
studies relied on skin samples that had been stored frozen previous to the incubations (similarly 
to our negative control), there is little chance they would express any functional 
biotransformation enzymes.  
At the level of the skin, the optimal penetration of xenobiotics is conditioned by several 
factors. Molecules which are highly water-soluble hardly diffuse through the epidermis and the 
dermis. Conversely, lipophilic molecules do not easily pass the epidermal barrier. In the latter 
case, skin metabolism plays a critical role, through the production of more water-soluble 
metabolites. For instance, this was demonstrated for the pig ear skin model with benzo(a)pyrene. 
Using fresh skin, this polycyclic aromatic hydrocarbon is readily absorbed due to extensive 
biotransformation, while in control studies with previously frozen pig ear skin, very little trans-
dermal passage and no biotransformation is observed (Jacques et al 2010b). The characteristics of 
BPA are a moderate water solubility (Kow of 3.2), and a relatively low MW. Such physico-
chemical properties greatly favor skin penetration., and explain to a large extent why BPA 
penetration rates were found to be high in our study, even when non viable skin was used. In 
other words, biotransformation processes are not expected to be a major determinant of the 
percutaneous penetration of BPA, compared to more lipophilic compounds. 
Though BPA biotransformation did not appear to significantly impact its overall trans-
epidermal penetration, it was found to be extensively metabolized by viable ex vivo models, and, 
conversely, not at all in non viable controls. The lower biotransformation rate observed for 
human skin was likely related to the delay between human skin collection and experiments (36-
48 hr, as usual for skin explants from commercial sources). We hypothesize that the 
biotransformation rate of BPA would be even higher than 27% if freshly collected human skin 
could be used, though, for the above mentioned reasons, its absorption would be expected to 
remain in the same range (ca. 60%). The conjugation of BPA, at least with glucuronic acid, 
results in a cancellation of the estrogenic activity of the parent compound (Matthews et al. 2001). 
Therefore, it could be concluded that the high biotransformation rate of BPA by the skin does 
correspond to a metabolic detoxification. This remains highly speculative, as BPA conjugates 
may be converted back into the parent compound at the level of target tissues. 
 
CONCLUSIONS 
 
Experiments carried out with viable skin models demonstrate an extensive uptake and 
biotransformation of BPA following topic application. Regardless of the ongoing debate on the 
adverse effects of BPA, these results demonstrate that skin contact could contribute to the human 
exposure to BPA, at least when contact occurs with the free monomer. Consequently, direct 
contact with free BPA sources such as thermal papers should be avoided as much as possible, at 
least for young children and pregnant women. 
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FIGURES AND TABLES 
 
Figure 1. Radioactivity distribution in media, skin and washing solutions 72 hr after the 
beginning of the experiment: (a) viable pig skin explants; (b) comparison of radioactivity 
distribution in viable pig and human skin explants, and previously frozen pig skin explants, for 
50 nmol BPA. Results are expressed as a percentage of the applied dose (mean ± SD, n=3). Bold 
horizontal lines within bar charts delimitate the respective contribution of metabolites (lower part 
of each bar) and parent BPA (upper bart). 
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Figure 2. Typical radio-chromatographic profile obtained when analysing culture media from 
human and pig fresh skin explants on which BPA was applied (50 nmol, 72 hrs). 
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 Figure 3. Effect of the incubation time on metabolites quantity in culture media, after the 
application of 50 nmol BPA on pig ear (a) and human skin explants (b). Data are expressed in 
nmol/hr (mean ± SD, n=3). 
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 Figure 4. Effect of the BPA dose deposed on skin, on the production of BPA glucuronide by 
fresh pig skin explants, at 72 hrs. Data are expressed in nmol/hr (mean ± SD, n=3). 
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2. Résultats complémentaires 
 
Afin de vérifier si le mode et le délai de transport influent sur la viabilité des enzymes 
de phase II, une étude a été effectuée avec des explants de peau d’oreille de porc dans les 
mêmes conditions que les explants de peau humaine. Après prélèvement et dermatomage à 
500µm, les explants de peau d’oreille de porc (n=3) ont été placés sur des gazes imbibées de 
milieu de culture et stockés à 4°C pendant 48 heures (temps de transport des explants de peau 
humaine jusqu’au laboratoire). Une dose de 50 nmoles de BPA supplémentée avec du BPA 
radiomarqué (8 333Bq) a ensuite été appliquée sur chaque explant de peau d’oreille de porc 
comme pour les explants de peau humaine. Les conditions d’incubations et d’analyses 
décrites dans le Chapitre 3 paragraphe I ont été utilisées. Un bilan de la répartition de la 
radioactivité dans les différents compartiments a été réalisé ainsi que les cinétiques de 
diffusion et de métabolisation à différents temps. Les données ont été comparées à celles 
obtenues dans des conditions optimales (incubations réalisées après dermatomage des oreilles 
de porc). 
 
a. Répartition de la radioactivité 
 
Aucune différence significative n’a été observée pour la répartition de la radioactivité 
dans les différents compartiments du modèle ex vivo, quel que soit le type d’explant utilisé 
(Figure 35). Ces résultats concordent avec ceux obtenus précédemment avec les explants de 
peau d’oreille de porc congelés. La viabilité métabolique de l’explant de peau n’influe pas sur 
la pénétration et la diffusion, dans le cas du BPA. 
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Figure 35: Répartition de la radioactivité dans les différents compartiments après 72h 
d’incubation (moyenne ± SD, n=3) 
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b. Métabolisme du bisphénol A 
 
Les milieux de culture et les explants de peau ont ensuite été analysés en radio-HPLC. 
Le même profil radio-HPLC est obtenu (Figure 36) avec les explants stockés 48h à 4°C 
qu’avec les explants utilisés dans des conditions « optimales ». 
Comme pour les explants de peau d’oreille de porc en conditions « optimales », le 
conjugué à l’acide glucuronique est majoritaire dans les milieux de culture et les quantités de 
métabolites formés ne sont pas significativement différentes (Figure 37). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 36: Radiochromatogramme d’un milieu récepteur d’un explant de peau de porc 
stocké à 4°C pendant 48h (50 nmoles BPA, 24 heures d’incubation) 
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Figure 37: Quantité de BPA et de ses métabolites détectés dans le milieu récepteur après 
72 heures d’incubation (moyenne ± SD, n=3) 
 
 
c. Discussion 
 
Les études effectuées avec des explants de peau d’oreille de porc stockés à 4°C 
pendant 48heures et des explants de peau d’oreille de porc en conditions « optimales » 
montrent que les activités des enzymes de phase II ne sont pas altérées par le stockage à 4°C 
pendant 48h avant le début de l’étude. Les explants de peaux humaines provenant de chez 
Biopredic sont donc vraisemblablement utilisables pour les études de diffusion et de 
métabolisme de xénobiotiques pour autant que des précautions similaires aient été prises entre 
le prélèvement et l’arrivée au laboratoire. La plus faible métabolisation mesurée sur les peaux 
humaines ne peut donc pas être expliqué par les durées de transport ou les conditions de 
stockage des explants de peau, dans le cas du BPA. Cependant, cette expérimentation 
complémentaire sur notre modèle, ne permet pas véritablement de conclure quant aux 
activités de phase II, et plus particulièrement aux activités de glucuronidation. 
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3. Conclusion 
 
 Les similitudes de diffusion du BPA ainsi que les métabolites formés avec les explants 
de peau d’oreille de porc et de peau humaine confortent le choix de ce modèle comme modèle 
alternatif à la peau humaine. 
L’étude du BPA sur des explants de peau d’oreille de porc viables a permis d’apporter 
des données quant à son devenir après application topique sur la peau. Compte tenu des 
quantités de BPA qui diffusent à travers la peau, la voie cutanée apparaît être parfaitement 
efficace pour l’absorption du BPA. En effet, les propriétés physico-chimiques du BPA (faible 
poids moléculaire et log Kow moyen) sont favorables à sa pénétration dans l’épiderme et à sa 
diffusion à travers les différentes couches de la peau où il est rapidement métabolisé par les 
enzymes de phase II de la peau en conjugué à l’acide glucuronique et au sulfate avant de 
passer dans la circulation sanguine. Les molécules conjuguées du BPA ne sont plus 
estrogéno-mimétiques. Cependant, des travaux récents indiquent le BPA conjugué à l’acide 
glucuronique pouvait être déconjugué pour reformer le composé parent, le BPA, au niveau 
des tissus cibles. Des études menées sur souris CD-1 ont montré que des métabolites de phase 
I [B(a)P-catéchols] pouvaient être formés (Zalko et al., 2003), ces métabolites n’ont pas pu 
être identifiés dans le modèle de peau d’oreille de porc, ils ne sont pas produits, ou en trop 
faible quantité pour permettre leur identification. Nos résultats montrent que la voie cutanée 
doit être considérée comme une voie possible d’exposition au BPA. 
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V. Bilan de la diffusion et du métabolisme dans le modèle ex vivo de 
peau d’oreille de porc en fonction des propriétés physico-chimiques 
des quatre molécules étudiées. 
 
1. Pénétration dans la peau 
 
Les molécules étudiées présentent des coefficients octanol/eau différents. Trois des 
quatre molécules étudiées (7-EC, BPA et Testostérone) sont plutôt solubles en milieu aqueux 
avec des log Kow inférieurs à 3,5. Les molécules ayant un Log Kow inférieur à 3 sont 
considérées comme hydrophiles et les molécules dont le log Kow est supérieur à 5 sont 
considérée comme très hydrophobes. 
 
  7-EC BPA Testostérone B(a)P 
Log Kow 1,3 3,2 3,3 6,5 
Surface peau 
<1% <1% <2% 
2 à 36% 
avec dose 
Explant de 
peau 
≈ 10% ≈ 20 % 
10 à 33% 
avec dose 
12 à 25% 
avec dose 
% 
radioactivité 
Milieu 
récepteur 
≈ 70% 65 à 53% 
85 à 41% 
avec dose 
85 à 10% 
avec dose 
 
 
 
Tableau 4: Répartition de la radioactivité en fonction de la molécule étudiée 
 
Lors de nos expérimentations, nous avons observé que pour les molécules hydrophiles, 
quelle que soit la quantité déposée à la surface de la peau, la presque totalité de la 
radioactivité diffusait dans la peau et le milieu récepteur. 
La 7-EC, le BPA et la testostérone pénètrent rapidement dans la peau puis diffusent 
dans le milieu récepteur. Inversement, le B(a)P, molécule hydrophobe, va pénétrer dans la 
peau mais sa diffusion dans le milieu récepteur reste faible. Ainsi, lors de l’augmentation de 
Diffusion rapide  
dans milieu récepteur 
Diffusion en  
fonction de la dose 
Saturation peau 
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la dose de B(a)P déposée sur l’explant, la quantité de radioactivité retrouvée à la surface de la 
peau augmente alors que celle retrouvée dans les milieux de culture diminue.  
 
2. Diffusion dans le milieu récepteur et métabolisation 
 
Dans un 2ème temps, l’étude en radio-HPLC des milieux de culture du modèle de peau 
d’oreille de porc a permis de déterminer le pourcentage de métabolisation du composé 
déposé. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 38: Pourcentages respectifs de métabolites et de composé parent retrouvés 
dans les milieux de culture après 72 heures d’incubation et pour deux doses déposées 
 
Pour une molécule très hydrophile comme la 7-EC, le taux de métabolisation est très 
faible. La 7-EC diffuse rapidement à travers la peau (dès 2 heures) et n’est pas stockée dans 
l’épiderme. Elle n’est donc pas en contact prolongé avec les enzymes de biotransformation de 
la peau ce qui explique sa faible métabolisation. Le BPA dont l’hydrophilie est intermédiaire 
diffuse peu dans le milieu récepteur puisque 85 à 90% de la radioactivité présente dans le 
milieu correspond à des métabolites. Pour des molécules d’hydrophobicité moyenne ou forte 
comme la testostérone et le B(a)P, la radioactivité présente dans le milieu récepteur 
correspond aux métabolites formés et moins de 5% de la radioactivité correspond au composé 
parent. Ce ne sont pas les composés de départ qui diffusent dans le milieu récepteur, ils 
restent stockés au niveau de l’épiderme et du derme et sont en contact prolongé avec les 
7-EC : diffusion 
importante dans milieu 
BPA : diffusion faible 
dans milieu 
Testostérone et B(a)P : ne diffusent 
pas (ou très peu) dans milieu 
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enzymes de biotransformation de la peau où ils sont métabolisés en composés plus 
hydrophiles qui vont diffuser dans le milieu récepteur. 
 
3. Influence du métabolisme sur la pénétration du composé dans la peau 
 
L’inactivation des enzymes cutanées par congélation des explants de peau a permis 
d’étudier la diffusion du composé parent (en particulier pour les molécules fortement 
métabolisées par la peau d’oreille de porc) en s’affranchissant de la composante métabolique. 
Ces études ont été effectuées pour 3 doses (la plus faible dose, la plus forte et une dose 
intermédiaire) pour chaque molécule. La figure 39 compare les résultats obtenus avec la peau 
fraîche et la peau inactivée après 72 heures d’incubation pour la dose la plus faible (10 nmoles 
pour la 7-EC et 50 nmoles pour BPA, B(a)P et Testostérone). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 39: Quantité de composé parent et de métabolites retrouvés dans les milieux de 
culture, après 72 h d’incubation avec des explants de peau de porc viables ou congelés 
 
 Pour les quatre molécules, la congélation de la peau a effectivement inactivé les 
enzymes et la radioactivité retrouvée dans le milieu correspond à la diffusion du composé 
sans métabolisation. Pour la 7-EC, la diffusion est similaire avec des explants de peau viable 
(65,8 ± 3,7%) et des explants de peau congelée (77,9 ± 3,7%). Le métabolisme influe peu sur 
la pénétration et la diffusion cutanée de ce type de molécules. 
 Pour la testostérone et pour le B(a)P, le pourcentage de radioactivité retrouvé dans les 
milieux de culture est significativement différent avec les explants de peau viables et les 
explants de peau congelés. Dans le cas de la testostérone, la diffusion est de 54,2 ± 3,8% de la 
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dose déposée lorsque la peau est congelée, alors qu’avec de la peau viable la diffusion (84,1 ± 
5,1%) correspond presque parfaitement avec le taux de métabolisation. Pour le B(a)P, un très 
faible pourcentage de la molécule parente diffuse dans le milieu récepteur, cette quantité est 
identique pour les explants viables (10.2 ± 1.3%) et les explants congelés (16.8 ± 7%). 
Compte tenu de ses propriétés physico-chimiques, le B(a)P pénètre facilement la couche 
lipidique du stratum corneum mais diffuse très peu dans les couches profondes de l’épiderme 
et du derme qui sont des zones plus hydrophiles. L’épiderme sert donc de « réservoir » au 
B(a)P, qui va être métabolisé lorsque la peau est viable par les enzymes de phase I et de phase 
II qui y sont présentes. Les composés plus hydrophiles qui sont formés vont diffuser dans 
l’épiderme et le derme ainsi que dans le milieu récepteur. La biotransformation du B(a)P en 
métabolites va déplacer l’équilibre du gradient de concentration entre la surface de la peau et 
le stratum corneum et ainsi favoriser la pénétration du B(a)P dans le stratum corneum.  
 
4. Métabolisation du composé étudié en fonction de la dose déposée 
 
La figure 40 représente les quantités totales de métabolites retrouvés dans les explants 
de peau et les milieux de culture après 72 heures d’incubation. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 40: Quantité de composé parent et de métabolites formés (peau et milieux 
de culture), après 72 heures d’incubation 
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La 7-EC est faiblement métabolisée par le modèle de peau d’oreille de porc, avec un 
début de saturation enzymatique aux alentours de 100 nmoles de 7-EC déposée sur la peau 
(Article 1). La 7-EC diffusant rapidement à travers la peau, elle est peu en contact avec les 
enzymes cutanées et est donc faiblement métabolisée. 
Pour le BPA et le B(a)P, les métabolites formés par les enzymes de phase I et de phase 
II diffusent très rapidement dans le milieu récepteur. Ainsi, lors de l’analyse en radio-HPLC 
des explants de peau, des quantités croissantes de la molécule parente sont trouvées dans les 
explants de peau d’oreille de porc. Pour ces deux molécules, une saturation enzymatique 
apparait à partir de 200 nmoles de BPA ou B(a)P déposé sur la peau (Article 5 et Article 4). 
Ces molécules sont bien métabolisées par la peau d’oreille de porc. Même aux fortes doses, 
plus de la moitié du BPA ou du B(a)P ayant pénétré dans la peau est biotransformé. 
 Pour la testostérone, quelle que soit la dose déposée sur la peau, la quasi-totalité du 
composé parent est métabolisé dès son entrée dans la peau. La peau est capable de 
métaboliser des quantités importantes de stéroïdes et les enzymes de phase I impliquées dans 
la biotransformation de la testostérone ne sont pas saturées y compris pour 800 nmoles de 
testostérone déposée (Article 2). 
 
5. Caractérisation des capacités métaboliques du modèle de peau 
d’oreille de porc 
 
Les molécules étudiées ont donc permis la mise en évidence de l’influence des 
propriétés physico-chimiques sur la pénétration, la diffusion et le métabolisme dans la peau. 
L’analyse et l’identification des métabolites formés a permis de démontrer la fonctionnalité de 
différentes activités enzymatiques de phase I et de phase II dans le modèle ex vivo de peau 
d’oreille de porc. La formation de certains des métabolites produits implique des isoformes 
enzymatiques caractérisées chez l’homme. Le tableau 5 résume les voies enzymatiques qui 
interviennent dans le métabolisme cutané de ces 4 molécules et indique (dans les parenthèses) 
les enzymes connues pour être impliquées chez l’homme. 
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 7-Ethoxycoumarine Testostérone Benzo(a)pyrène Bisphénol A 
Enzymes 
Phase I 
7-O-dééthylase 
 
 
 
(CYP 2C, 3A, 
19A1) 
 
 
(CYP 1A1, 1A2, 1B1) 
Epoxyde hydrolase 
 
Enzymes 
Phase II 
Glucuronyltransférases 
 
Sulfotransférases 
 
Glucuronyltransférases 
(UGT1A10, 1A9, 1A1, 1A7 et 
1A8) 
Sulfotransférases 
(SULT1A1, 1B1, 1A3 et 1E1) 
Glucuronyltransférases
(UGT2B15, 1A1, 1A3, 
1A9, 2B4 et 2B7) 
Sulfotransférases 
(SULT1A1) 
 
Tableau 5: Récapitulatif des enzymes de phase I et de phase II fonctionnelles dans le 
modèle de peau d’oreille de porc 
 
La 7-EC a mis en évidence que les conditions de mise en culture des explants de peau 
d’oreille de porc permettaient le maintien des activités enzymatiques cytochromes P450 
dépendantes (ECOD) et des transférases. La testostérone a permis par analogie avec les 
métabolites identifiés chez l’homme de démontrer la fonctionnalité des cytochromes 2C, 3A 
et du 19A1. De la même manière, le B(a)P a permis de montrer la possible intervention de 
certaines enzymes de phase I, en particulier les cytochromes 1A1, 1A2, 1B1 ainsi que 
l’époxyde hydrolase. En ce qui concerne les enzymes de phase II, les glucuronyltransférases 
et sulfotransférases sont fonctionnelles. Les transférases impliquées chez l’homme dans le 
métabolisme du B(a)P sont les isoformes UGT1A10, 1A9, 1A1, 1A7 et 1A8 et SULT1A1, 
1B1, 1A3 et 1E1 (Bock et al., 1999; Bock and Kohle, 2005; Girard et al., 2008; Meinl et al., 
2008; Sugatani et al., 2008). La conjugaison du BPA avec le sulfate est majoritairement 
effectuée via l’isoforme SULT1A1 (Nishiyama et al., 2002; Yang et al., 2003) et la 
conjugaison du BPA avec l’acide glucuronique est effectué majoritairement par l’UGT2B15 
mais aussi par les UGT1A1, 1A3, 1A9, 2B4 et 2B7 pour de fortes concentrations de BPA 
incubé avec des microsomes hépatiques humains (Yokota et al., 1999; Hanioka et al., 2008). 
 
Monooxygénases à cytochromes P450 
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La peau est l’organe le plus étendu du corps humain. Hautement organisée et 
structurée en plusieurs couches, elle constitue une barrière vitale pour l’organisme vis-à-vis 
de l’environnement extérieur. Cependant, bien que la peau soit une barrière efficace, elle 
représente potentiellement une voie importante de pénétration pour les substances chimiques 
arrivant à son contact. La peau renferme un équipement enzymatique capable de métaboliser 
des xénobiotiques qui ont pénétré et diffusent à travers elle. Elle n’est aujourd’hui plus 
considérée seulement comme une simple barrière physique destinée à protéger l’organisme de 
toutes sortes d’agressions extérieures. L’absorption et le métabolisme cutanés sont, de mieux 
en mieux, pris en compte en dermatologie, pharmacologie et toxicologie. 
Dans le cadre de la règlementation REACH (Registration, Evaluation, Authorisation 
and Restrictions of Chemicals), qui a été adoptée par l’Union européenne en décembre 2006, 
le développement de méthodes alternatives pour l’étude du devenir des molécules chimiques 
en vue de leur autorisation constitue une priorité. Cette réglementation a pour objectif majeur 
de mieux évaluer les risques liés à ces molécules, et de protéger la santé humaine et la qualité 
de l’environnement. Elle s’applique aux nouvelles substances mais également aux molécules 
chimiques anciennes encore sur le marché : 30 000 molécules sont concernées par cette 
directive. REACH vise progressivement à supprimer dans l'220H220HUnion européenne les substances 
chimiques les plus dangereuses. Pour cela, la preuve de l'221H221Hinnocuité des produits chimiques 
pour l'222H222Hhomme et la 223H223Hnature, devra être démontrée par les industriels (et les importateurs). Le 
règlement REACH insiste sur la limitation du recours aux modèles animaux. Il réclame en 
effet l’utilisation de méthodes alternatives à l’expérimentation animale, dans la mesure où 
elles existent. L’introduction des modèles et des méthodes d’étude in vitro en toxicologie s’est 
faite progressivement au cours des cinquante dernières années, en suivant le concept des 3R 
(reduce, refine, replace) qui vise à diminuer, et à remplacer quand c’est possible, 
l’expérimentation animale.  
 La directive « cosmétique » prévoit un cadre réglementaire dans le but d'éliminer 
progressivement l'expérimentation animale. Elle établit une interdiction d'expérimentation sur 
les animaux, des produits cosmétiques finis et des ingrédients cosmétiques, ainsi qu’une 
interdiction de mise sur le marché de la Communauté européenne, des produits et des 
ingrédients inclus dans les produits cosmétiques qui ont été expérimentés sur des animaux. 
L'interdiction d'expérimenter sur des animaux les produits cosmétiques finis s'applique depuis 
le 11 septembre 2004 ; alors que l'interdiction d'expérimentation des ingrédients ou de 
combinaison d'ingrédients s'applique depuis le 11 mars 2009. Un report jusqu’au 11 mars 
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2013 a été accordé pour les tests de toxicité en doses répétées pour les études de toxicité pour 
la reproduction et pour les études de toxicocinétique. L’interdiction de mise sur le marché est 
applicable progressivement au fur à mesure de la validation et de l’adoption de méthodes 
alternatives dans la législation de l’Union Européenne (2003/15/CEE). 
Plusieurs modèles in vitro ont déjà été validés. Le modèle Episkin® (modèle de peau 
humaine reconstruite, adopté par l’ESAC en avril 2007) est utilisé pour l’évaluation de 
l’irritation cutanée. La corrosion de la peau est mesurée via TER (transcutaneous electrical 
resistance), sur deux modèles de peau reconstruite (Episkin® et Epiderm®). La phototoxicité 
est mesurée avec le test 3T3 NRPT (3T3 fibroblasts Neutral Red uptake Phototoxicity Test), 
appliqué aux composés qui absorbent les UV. L’absorption dermale est quant à elle mesurée à 
l’aide de peau humaine ou de peau de porc dans une cellule de diffusion et des conditions qui 
répondent à des spécifications récemment revues par le SCCP (SCCP/0970/06). 
Pour être validée une méthode doit passer les différentes étapes établies par l’ECVAM 
(Centre Européen pour la Validation des Méthodes Alternatives). Cette méthode doit être 
considérée comme donnant des résultats équivalents à ceux obtenus avec les méthodes in vivo 
réglementaires. Cependant, les modèles validés et les méthodes développées ne permettent 
pas de répondre à des questions telles que la métabolisation dans les organes cibles, 
l’accumulation, les mécanismes de toxicité et les perturbations biologiques et pathologies 
induites. 
 Dans ce contexte de demande importante en modèles efficients, le système ex vivo de 
peau d’oreille de porc a été développé et adapté à l’étude de la diffusion et du métabolisme de 
divers xénobiotiques. La peau de porc est structuralement et morphologiquement proche de la 
peau humaine, en particulier la peau d’oreille de porc, qui présente des caractéristiques 
structurales (pilosité, structure collagénique, vitesse de renouvellement des kératinocytes) 
semblables à celle de l'homme. La peau de porc est aujourd’hui l’un des modèles de référence 
pour étudier l’absorption percutanée des nombreux composés. Ce modèle est préconisé pour 
les études de passage par l’OCDE et la SCCP (OCDE 428, SCCP 2004, 2006). Cependant, 
très peu de données sont disponibles dans la littérature en ce qui concerne les propriétés 
métaboliques de la peau d’oreille de porc. Ce travail de thèse, outre le développement et la 
mise au point du modèle ex vivo de peau d’oreille de porc qu’il comporte, a permis d’étudier 
de façon détaillée ses capacités métaboliques et de les comparer à celles de la peau humaine. 
Plusieurs molécules de poids moléculaires proches, mais ayant des log Kow très différents, ont 
été étudiées : la 7-EC, la testostérone, le B(a)P et le BPA. Le véhicule de dépôt de la molécule 
déposée sur la peau, le temps d’incubation et le milieu de culture ont été optimisés en fonction 
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des propriétés physico-chimiques de ces composés. Ces adaptations du modèle de peau 
d’oreille de porc ont été effectuées en se basant sur les lignes directrices de l’OCDE (428) et 
de la World Health Organisation (Environmental Health Criteria, 235). L’adaptation du 
modèle aux composés aussi bien hydrophiles que lipophiles a permis d’optimiser les 
connaissances concernant la diffusion et la métabolisation des xénobiotiques, tout en restant 
dans des conditions proches du fonctionnement physiologique de la peau. 
 
Lors des premières étapes de la mise en place du modèle ex vivo de peau d’oreille de 
porc, nous avons fait le choix d’utiliser des cellules statiques afin de permettre la 
quantification et l’identification des métabolites formés dans la peau et ayant diffusé. D’après 
les données de la littérature, il n’y aurait pas de différence significative entre les cellules 
statiques et les cellules dynamiques pour les études de passage (Bronaugh and Maibach, 1985; 
van de Sandt et al., 2004). Les cellules dynamiques miment la circulation sanguine et 
l’utilisation de cellules statiques aurait pu être un frein à la diffusion du composé étudié. Les 
peaux d’oreilles de porc ont été dermatomées à 500µm afin d’éliminer une partie du derme 
(Haigh and Smith, 1994) et de réduire l’effet « réservoir » du derme qui limiterait la diffusion 
de la molécule (dû à l’absence de circulation sanguine in vitro). L’OCDE (428) préconise de 
dermatomer les peaux dont l’épaisseur est supérieure à 1mm, le dermatomage est 
classiquement effectué entre 200 et 500 µm. La peau d’oreille de porc et la peau humaine 
ayant une épaisseur d’environ 3mm, le dermatomage a été nécessaire. 
 Dans le modèle développé, l’effet barrière est maintenu durant 72 heures, puisque les 
analyses en microscopie optique de la structure de la peau avant et après les expérimentations 
ont montré une très faible dégénérescence du stratum corneum, le principal élément de l’effet 
barrière de la peau. L’étude de molécules ayant des propriétés physico-chimiques différentes à 
permis de confirmer ce résultat. 
Les études effectuées au cours de cette thèse ont montré que les propriétés physico-
chimiques des composés en contact de la peau influencent leur pénétration, leur diffusion à 
travers la peau mais aussi leur métabolisation. La diffusion d’une molécule à travers la peau 
s’effectue par diffusion passive en fonction d’un gradient de concentration. Plus une molécule 
est hydrophile, plus elle va diffuser rapidement (7-EC). Le métabolisme va influencer la 
pénétration d’une molécule dans la peau par le biais de sa biotransformation, surtout pour les 
composés lipophiles qui peuvent être biotransformés en composés plus hydrophiles 
[testostérone et B(a)P]. Ainsi, les molécules hydrophiles (comme la 7-EC) pénètrent 
rapidement à travers la peau, et la diffusion cutanée augmente de manière linéaire au cours du 
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temps et est proportionnelle à la concentration de la molécule déposée à la surface de la peau. 
La vitesse de diffusion des molécules hydrophiles étant élevée, leur contact avec les enzymes 
de biotransformation cutanées est réduit et leur métabolisation est limitée. Les molécules 
lipophiles [comme le B(a)P] vont rapidement traverser la couche lipidique du stratum 
corneum mais diffusent moins vite au niveau des couches profondes de l’épiderme, où elles 
sont stockées. Les enzymes de biotransformation situées dans le stratum corneum et les 
couches profondes de l’épiderme vont métaboliser ces molécules lipophiles en composés plus 
hydrosolubles, en vue de leur élimination. L’épiderme, en particulier le stratum corneum, agit 
comme un « réservoir » pour les molécules lipophiles. Les travaux menés sur les explants de 
peau fraîche et de peau congelée ont bien mis en évidence l’impact du métabolisme sur la 
diffusion, en particulier pour des molécules lipophiles [testostérone et B(a)P]. 
 
 Les capacités métaboliques du modèle de peau d’oreille de porc ont été évaluées au 
moyen de l’étude des produits de biotransformation des quatre composés, déposés en surface 
des explants. C’est la fonctionnalité des enzymes impliquées dans la formation des 
métabolites qui a ainsi été démontrée. 
Les enzymes de phase I, connues pour être exprimées dans la peau humaine aussi bien 
au niveau épidermique que dermique, sont fonctionnelles dans le modèle ex vivo de peau 
d’oreille de porc. L’étude du métabolisme du B(a)P a permis de montrer que les 
monooxygénases à cytochromes P450 dépendantes impliquées dans la biotransformation de 
cette molécule, étaient fonctionnelles dans le système ex vivo de peau d’oreille de porc. Chez 
l’homme, se sont les cytochromes P450 des familles 1A2 et 1B1 qui sont principalement 
exprimés au niveau de l’épiderme et des glandes sébacées. 
L’étude du métabolisme de la testostérone a démontré la formation de métabolites 
caractéristiques de la fonctionnalité de l’aromatase (CYP19A1) et des CYP2A1, 2C, 3A du 
foie chez l’homme. Le CYP3A4, responsable de l’hydroxylation de la testostérone en position 
6β, est majoritairement exprimée dans le foie chez l’homme. Des études de métabolisme 
effectuées avec la cyclosporine A ont montré que ce CYP serait principalement exprimé au 
niveau du derme chez l’homme (Vickers et al., 1995) à l’inverse des autres CYP 
principalement exprimés dans l’épiderme. Les travaux réalisés dans le cadre de cette thèse ont 
permis d’identifier des activités métaboliques correspondant à celles liées aux CYP 
principaux exprimés dans la peau humaine. Cependant, l’activité possible d’autres familles de 
cytochromes P450 n’a pas été observée dans le modèle de peau d’oreille de porc, en 
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particulier pour les cytochromes 2B6, 2D6 et 2E1. Ces CYP sont exprimés à de plus faibles 
niveaux dans la peau humaine par rapport aux CYP1A, 2C et 3A (Oesch et al., 2007). 
Les enzymes de phase II comme les glucuronyltransférases, les sulfotransférases, les 
glutathion-S-transférases et les acétyltransférases, jouent un rôle important dans la 
détoxification des xénobiotiques et leur élimination de l’organisme. Des quantités importantes 
de métabolites glucurono et sulfo conjugués ont été retrouvées dans les explants de peau (7-
EC, B(a)P, BPA). Ces enzymes sont donc fortement exprimées dans notre modèle, en 
particulier les UDP-glucuronyl transférases. Le glutathion, qui est le cofacteur de la 
glutathione S-transférase, est présent à des niveaux similaires dans la peau humaine (18.9 ± 
1.0 nmol/cm²) et dans la peau de porc (18.6 ± 1.5 nmol/cm²) (Jewell et al., 2000) mais aucun 
conjugué au glutathion ou acétylé n’a été détecté dans le modèle de peau d’oreille de porc. La 
conjugaison au glutathion des quatre molécules étudiées n’est pas une voie de 
biotransformation prépondérante pour ce type de composé, et, la fonctionnalité de cette voie 
dans le modèle de peau d’oreille de porc reste à rechercher avec d’autres substrats. 
La N-acétyltransférase est exprimée dans la peau humaine et contribue à la 
détoxification de la peau vis-à-vis des amines aromatiques (Oesch et al., 2007). Très peu de 
données concernant la présence et la fonctionnalité de cette enzyme dans la peau de porc 
existent, une étude in vitro effectuée par Kraeling et al, a montré grâce à l’étude de la 
biotransformation de la benzocaïne, que celle-ci était métabolisée à plus de 80% en 
acétylbenzocaïne par la peau de cobaye (Kraeling et al., 1996). 
 
La peau a longtemps été considérée comme une barrière inerte, où l’activité aussi bien 
des enzymes de phase I que de phase II était négligeable par rapport à l’activité enzymatique 
du foie. Nos résultats confirment que la peau présente une activité métabolique et exprime 
une grande partie des enzymes présentes dans le foie. En particulier, les familles de 
cytochromes P450 qui sont des enzymes notamment impliquées dans l’activation métabolique 
de produits chimiques cancérigènes. Il est généralement considéré que les activités 
enzymatiques exprimées dans la peau représentent de 0,1 à 28% des activités enzymatiques 
exprimées dans le foie, pour les enzymes de phase I, et de 0,6 à 50% pour les enzymes de 
phase II. Les écarts entre ces valeurs mettent en évidence le peu de connaissance sur les 
activités enzymatiques cutanées. Les études comparatives avec des fractions subcellulaires de 
peau et de foie réalisées au cours de cette thèse ont montré une activité métabolique 
importante de la peau par rapport au foie. En particulier, la métabolisation oxydative du 
benzo(a)pyrène et de la testostérone par les microsomes a montré que l’activité enzymatique 
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de la peau était seulement 6 fois inférieure à celle du foie dans le cas du B(a)P et 11 fois 
inférieure à celle du foie dans le cas de la testostérone pour une quantité de protéines 
équivalente dans les incubations. La peau humaine a une surface d’environ 2 m² chez l’adulte, 
et représente environ 16% du poids corporel. Compte tenu de l’étendue de ce tissu et de son 
contact direct et permanent avec l’environnement, la peau représente une première barrière 
enzymatique envers les xénobiotiques, dont l’importance est certainement sous-estimée par 
rapport au tube digestif, ou même au poumon. 
Les outils in vitro (fractions subcellulaires de peau et de foie de porc et d’homme) ont 
démontré que le même matériel enzymatique était fonctionnel dans la peau et dans le foie 
chez le porc, mais aussi chez l’homme. L’absorption et le métabolisme cutané après 
application topique de BPA sur des explants de peau d’oreille de porc, mais aussi sur des 
explants de peau humaine issus d’abdominoplasties, démontrent que l’effet barrière de la peau 
d’oreille de porc et ses capacités métaboliques sont très proches de celles de la peau humaine. 
 
 Cependant, le modèle de peau d’oreille de porc présente aussi des inconvénients. 
L’obtention des explants de peau d’oreille de porc non altérés, c'est-à-dire sans griffures, 
rougeurs, bleus ou tatouages, est laborieuse. De même, cette approche nécessite l’obtention 
d’un grand nombre d’oreilles. Le laps de temps entre le prélèvement des oreilles de porc et la 
mise en survie des explants influence la fonctionnalité de la peau, la pénétration des composés 
et leur métabolisme. Lorsque ce délai est supérieur à 4h00, les activités enzymatiques de la 
peau d’oreille de porc, en particulier les enzymes de phase I, diminuent fortement. D’où 
l’impératif de la proximité d’un abattoir (<150 km) et du transport des oreilles de porc à 4°C. 
Ce point peut être un facteur limitant pour l’utilisation de ce modèle dans le cadre d’une 
réglementation comme REACH qui nécessite le screening d’un grand nombre de molécules 
(+ 30000 molécules). 
 Le modèle de peau d’oreille de porc est un des modèles in vitro disponible qui apparait 
actuellement pertinent pour l’étude conjointe de la diffusion percutanée et de la 
biotransformation d’un composé. La peau d’oreille de porc provient d’animaux destinés à 
l’alimentation, dont la traçabilité est bonne en ce qui concerne les traitements vétérinaires 
administrés et l’âge de l’animal. Les variations interindividuelles lors de l’utilisation 
d’explants de peau d’oreille de porc sont donc limitées. Le modèle de prédilection est la peau 
humaine mais son approvisionnement reste difficile (chirurgie esthétique) et des variations 
interindividuelles importantes sont observées. Le laps de temps écoulé entre l’intervention 
chirurgicale et le début de l’expérimentation est crucial pour le maintien de la viabilité de 
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l’explant de peau, de la même façon que le délai entre le prélèvement des oreilles de porc et 
l’arrivée au laboratoire. Lors des études sur des explants de peaux humaines (Biopredic), le 
temps écoulé entre le prélèvement et le début de l’expérimentation variait entre 24 et 48 
heures. La métabolisation du BPA était 2 à 3 fois plus faible avec les explants de peaux 
humaines commandés chez Biopredic que dans les études effectuées avec les explants de peau 
d’oreille de porc. Ces différences de métabolisation pourraient être dues au délai de livraison 
des explants humains. Pour palier ce problème, des modèles de peau humaine reconstruite ont 
été développés, exprimant les mêmes enzymes de phase I et de phase II que la peau humaine 
et à des taux similaires. Ces modèles simples d’utilisation pour les études de métabolisme ont 
une fonction barrière plus faible que celle de la peau humaine et de la peau d’oreille de porc, 
quelles que soient les propriétés physico-chimiques de la molécule étudiée. La perméabilité 
de la peau reconstruite conduit à une surestimation de la diffusion de la molécule étudiée ce 
qui modifie sa biotransformation in situ. Les modèles de peau reconstruite ne sont donc pas 
adaptés pour des études de passage aussi bien de molécules hydrophiles que lipophiles 
(Schmook et al., 2001; Godin and Touitou, 2007). D’ailleurs, le COLIPA et la réglementation 
REACH recommandent l’utilisation des peaux humaines reconstruites uniquement pour des 
études d’irritation et de corrosion cutanée. 
 
Beaucoup d’études de passage sont effectuées avec des explants de peau congelée. Or, 
nos travaux, ont montré que le métabolisme influait sur la pénétration de molécules lipophiles 
et que, pour des molécules peu hydrophiles (log Kow > 3), il était nécessaire d’utiliser des 
explants de peau viables, afin d’éviter une sous-estimation de la pénétration de ce type de 
molécules dans la peau. Certaines, qui comme le B(a)P, pourraient avoir un impact sur la 
santé humaine, donneraient des résultats erronés avec des modèles non valides. Dans le cas du 
B(a)P, molécule lipophile, nos résultats démontrent en effet que la diffusion à travers un 
explant de peau d’oreille de porc congelé est de 16% alors que la diffusion à travers un 
explant viable est de 84% dont 74% de métabolites. 
 
Ce travail de thèse a contribué à approfondir la connaissance générale du métabolisme 
cutané. Si beaucoup de données existent sur le métabolisme hépatique du B(a)P, de la 
testostérone ou encore du BPA, peu de choses étaient décrites sur leur métabolisme cutané. 
L’homme peut être exposé au B(a)P par voie cutanée, par contact avec du bois partiellement 
brûlé ou du caoutchouc. Ce composé est classé comme cancérogène par l’IARC, il peut être 
transformé par la peau en 7,8-diol-époxyde-B(a)P (BPDE), produit hautement cancérigène qui 
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peut former des adduits à l’ADN. Si ce métabolite n’a pas été détecté dans les milieux de 
culture du modèle de peau d’oreille de porc, le B(a)P-tétrol, provenant du BPDE hydroxylé 
l’a été, ce qui montre indirectement la capacité de la peau à former le 7,8-diol-époxyde-B(a)P. 
L’étude du passage et du métabolisme de la testostérone a permis de montrer que plus 
de 95% de la testostérone ayant pénétré dans la peau était métabolisée, alors que les patchs 
transdermiques de testostérone sont couramment utilisés pour le traitement de 
l’hypogonadisme masculin ou en association à une estrogénothérapie chez la femme. La 
métabolisation par la peau est donc à prendre en considération lors de l’élaboration des patchs 
transdermiques, de même que la possible modulation par la peau des effets thérapeutiques 
désirés. 
Le BPA fait actuellement l’objet d’une controverse concernant les effets des faibles 
doses d’exposition chroniques chez l’homme. La possibilité que la voie cutanée soit une voie 
d’exposition s’ajoutant à la voie alimentaire pour ce composé est une hypothèse qui a été de 
nombreuses fois émise. La population est en contact cutané direct avec le BPA contenu dans 
les papiers thermiques utilisés pour les tickets provenant de terminaux d’impression 
thermiques. La diffusion et la biotransformation du BPA après application topique sur des 
explants viables sont nettement supérieures à celles obtenues lors des deux études effectuées 
sur des explants de peau congelés par Kaddar et al (2008) et Morck et al (2010) et celle 
effectuées sur des mamelles de bovin perfusés (Kietzmann et al., 1999). Nos résultats 
indiquent que la biodisponibilité du BPA au contact de la peau est importante et que cette voie 
pourrait contribuer significativement à l’imprégnation des individus à cette substance. 
Dernière molécule étudiée lors de cette thèse sur le plan chronologique, le BPA illustre, par 
une autre approche que le B(a)P et la testostérone, l’utilisation du modèle de peau d’oreille de 
porc, dans le but de contribuer à une meilleure évaluation des modalités d’exposition de 
xénobiotiques d’intérêt toxicologique. Les résultats obtenus nous conduisent à recommander 
d’éviter un contact direct avec le BPA, en particulier pour les personnes à risques, c'est-à-dire 
les jeunes enfants ainsi que les femmes enceintes. 
 
En conclusion, ce travail de thèse ouvre sur de nombreuses perspectives quant au 
développement de méthodes alternatives à la peau humaine, mais aussi quant à la 
compréhension de l’influence et de l’importance du métabolisme dans la pénétration et la 
diffusion de molécules entrant en contact avec la peau. 
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Nos études ont contribué à démontrer que la peau est un tissu exprimant des capacités 
de métabolisation importantes pour les molécules qui parviennent à traverser le stratum 
corneum. Le stratum corneum joue un rôle de barrière entre l’environnement extérieur et 
l’organisme. Mais, il apparait assez clairement que le métabolisme cutané, principalement 
localisé au niveau de l’épiderme, représente une deuxième barrière vis à vis des molécules 
ayant traversé le stratum corneum. Il conduit à leur biotransformation en molécules plus 
hydrophiles, facilitant leur diffusion dans le derme et leur passage dans la circulation 
sanguine, en vue de leur élimination. Il apparait que la voie de pénétration transcutanée, et les 
déterminants métaboliques qui lui sont associés, peuvent jouer un rôle non négligeable, et 
qu’il est nécessaire de mieux les prendre en compte, lors de l’étude toxicologique de certains 
xénobiotiques. 
Le principal objectif de ce travail de thèse était la mise au point d’un modèle ex vivo 
de peau d’oreille de porc, et la caractérisation des capacités de diffusion et de métabolisation 
de ce système, en vue d’études toxicologiques. La stratégie mise en place a consisté à 
développer tout d’abord le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc avec une molécule simple 
d’utilisation et diffusant facilement à travers la peau : la [14C]-7-éthoxycoumarine. Puis, les 
études du devenir de la [14C]-testostérone et du [14C]-benzo(a)pyrène, après application 
topique, ont permis de caractériser plus avant les capacités métaboliques de la peau d’oreille 
de porc, et de faire un parallèle avec la peau humaine, grâce à l’utilisation de fractions 
subcellulaires. Enfin, le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc mis au point a été valorisé 
par une étude appliquée au devenir, à la diffusion et au métabolisme d’une molécule 
contaminante de notre environnement et pouvant être en contact avec la peau : le bisphénol A. 
 
De nombreuses approches ont été combinées relevant de la biochimie, de la biologie et 
de l’enzymologie. Différents véhicules de dépôt, différentes doses, différents milieux de 
culture et temps d’incubation ont été testés, ainsi que des techniques d’extraction adaptées aux 
molécules d’intérêt et à leurs métabolites. Des méthodes ont été développées dans le domaine 
de la chimie analytique pour caractériser les métabolites formés par la peau, en radio-HPLC 
mais aussi en spectrométrie de masse et RMN. L’utilisation de la LC-ESI-MS et de la LC-
APCI-MS, a permis pour la première fois l’identification simultanée des métabolites 
hydroxylés et conjugués par une analyse directe des milieux d’incubation. La GC-MS a été 
utilisée après dérivatisation préalable des échantillons pour l’identification des métabolites de 
la testostérone. Le développement d’outils analytiques performants et adaptés à chaque 
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molécule a représenté une part importante de ces travaux de thèse. Il a permis le déchiffrage 
des différentes étapes du métabolisme cutané des molécules étudiées, que ce soit par des 
approches ex vivo (explants de peau) ou par des approches in vitro (fractions subcellulaires 
microsomales). 
 
Le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc apparait bien adapté à l’étude de 
molécules modèles aussi bien hydrophiles (7-EC) et hydrophobes [B(a)P], mais aussi à des 
molécules d’intérêt pharmacologique (testostérone) ou toxicologique (BPA). Nos résultats 
indiquent que le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc est fonctionnel durant 72 heures 
avec un effet barrière et des activités enzymatiques de phase I et de phase II fonctionnelles. 
Les études comparatives réalisées avec des fractions subcellulaires ont montré que la 
métabolisation cutanée des composés étudiés était environ 10 fois plus faible, 
quantitativement, que dans le foie. Cependant, cette capacité métabolique est loin d’être 
négligeable. De plus, la comparaison, qualitative, des capacités métaboliques chez le porc et 
chez l’homme a montré la fonctionnalité et la similitude des activités enzymatiques de la peau 
d’oreille de porc et de la peau humaine.  
 
L’étude de molécules ayant différents Log Kow a permis de réfléchir aux modalités de 
pénétration et de la diffusion cutanée. Afin de mieux évaluer l’influence des propriétés 
physico-chimiques d’un composé sur sa pénétration dans la peau et sa biotransformation, des 
molécules de poids moléculaires différents pourraient être étudiées dans l’avenir, pour 
compléter la connaissance de ce modèle ex vivo. De plus, alors que les essais effectués au 
cours de cette thèse ont été réalisés avec le véhicule de dépôt le plus adapté à la solubilisation 
de la molécule étudiée, des formulations plus proches des conditions réelles d’exposition par 
voie cutanée pourraient être envisagées : crèmes, patchs, doses répétées, lavage surface peau 
après application…. 
La comparaison de la métabolisation, du BPA entre explants de peau d’oreille de porc 
et explants de peau humaine, est à envisager pour le B(a)P et la testostérone afin d’évaluer les 
similitudes entre la peau de porc et la peau humaine, dans le cadre de la pénétration et de la 
biotransformation de composés lipophiles et hydrophobes. 
Compte tenu des difficultés d’approvisionnement en peau humaine, le comparatif entre le 
modèle de peau d’oreille de porc et peau humaine est long à mettre en œuvre. Des modèles de 
peaux reconstruites exprimant les mêmes enzymes de biotransformation que la peau humaine 
in vivo, existent. Cependant, ces modèles de peaux reconstituées sont beaucoup plus 
 - 159 - 
perméables aux composés hydrophiles et lipophiles que la peau humaine et la peau de porc. 
Le modèle ex vivo de peau d’oreille de porc et les modèles de peaux reconstruites sont donc 
vraisemblablement complémentaires, l’un ayant un effet barrière conservé, et des capacités 
métaboliques proches de la peau humaine, l’autre ayant le même matériel enzymatique que la 
peau humaine mais étant plus accessible, en terme de mise œuvre. Le savoir-faire 
méthodologique et analytique acquis lors de ces travaux de thèse, pourra être valorisé lors 
d’études comparatives du métabolisme des molécules précédemment étudiées, avec un 
modèle in vitro d’épiderme reconstruit. Par contre, le modèle d’épiderme reconstruit 
développé par Pierre Fabre (Service Epidermes Reconstruits) est reproductible et facile à 
utiliser. Cependant si ses capacités de diffusion sont connues, peu d’études de métabolisme 
ont été effectuées sur ce modèle in vitro. Les données qui seront obtenues sont indispensables 
avant d’envisager l’utilisation du modèle de peau d’oreille de porc ou d’épiderme reconstruit 
pour des études toxicologiques.  
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Etude de la diffusion et du métabolisme cutané de xénobiotiques sur la peau 
d'oreille de porc maintenue en survie et comparaison avec le foie 
 
Résumé 
L’évolution des réglementations internationales vise à réduire le nombre d’animaux utilisés 
en expérimentation. L’une des solutions est le développement de modèles alternatifs. 
L’objectif principal de ce travail de thèse était l’étude du modèle ex vivo peau d’oreille de 
porc, exposé après application topique à des composés diffusant à travers la peau. La peau de 
porc présente de fortes similitudes physiologiques et morphologiques avec la peau humaine. 
Elle pourrait constituer un modèle alternatif approprié. La caractérisation de la capacité 
métabolique de ce modèle a été effectuée via l’étude de la diffusion et du métabolisme de 
divers composés (7-EC, testostérone, B(a)P et BPA) pris en charge par différents types 
d’enzymes de biotransformation. En parallèle, des études comparatives avec la peau humaine 
ont été effectuées à l’aide de fractions subcellulaires et d’explants de peau humaine. Ces 
travaux démontrent la viabilité métabolique du modèle de peau d’oreille de porc, avec des 
enzymes de phase I et de phase II fonctionnelles pendant 72h. 
 
Mots clés : modèle alternatif, absorption percutanée, biotransformation, cytochrome P450, 
peau de porc, peau humaine, bisphénol A, benzo(a)pyrène, testostérone, 7-éthoxycoumarine 
 
 
Study of the cutaneous diffusion and metabolism of xenobiotics using pig ear skin 
short term cultures and comparison with liver biotransformation capabilities 
 
Abstract 
In the frame of the evolution of international directives aiming to reduce the number of 
animals used for experimentation, one solution is the development of in vitro and ex vivo 
models. In this work, we carried out an extensive study of an alternative ex vivo skin model: 
the pig ear skin, to study the fate of xenobiotics diffusing through the skin. Pig skin represents 
a potential valuable alternative ex vivo model due to strong similarities with human skin. We 
characterized pig ear skin metabolic capabilities based on the detailed study of the distribution 
and metabolism of xenobiotics (7-EC, testosterone, B(a)P and BPA) with different physico-
chemical properties. In parallel, comparative studies were performed with human skin (sub-
cellular fractions, human skin explants) and cellular and sub-cellular liver in vitro systems as 
well. This work demonstrates that the pig ear skin model was metabolically viable, with 
expressed phase I and phase II activities that remained functional up to 72 hours. 
 
Keywords : alternative model, percutaneous absorption, biotransformation, cytochrome P450, 
pig skin, human skin, bisphenol A, benzo(a)pyrene, testosterone, 7-éthoxycoumarine 
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